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1. L’ARN : structure, rôle, outil, modifications 
1.1.  Structure chimique et spatiale 
L’ARN ou acide ribonucléique est un polymère de ribonucléotides (adénosine A, 
cytidine C, guanosine G et uridine U), qui se composent d’un sucre (le ribose), d’un phosphate, 
et des nucléobases adénine, cytosine, guanine et uracile. (Figure 1A). L’ARN est présent dans 
les cellules procaryotes et eucaryotes, ainsi que chez certains virus (virus à ARN), pour lesquels 
il s’agit du seul matériel génétique. Il est généralement sous forme de simples brins dans la 
cellule (sauf chez certains virus où il se présente en double brin) et est nettement plus court 
que l’ADN du génome.  
 
Figure 1 : Structure primaire de l’ARN (A) et appariement des bases de type Watson-Crick (B) 
La principale différence de structure avec l’ADN est la présence d’une fonction 
hydroxyle (OH) en position 2’ du ribose. Elle induit pour l’ARN la conformation du cycle 
furanose du ribose en position C3’-endo (forme nord) alors que pour l’ADN, le désoxyribose 
adopte une conformation C2’-endo (forme sud) (Figure 2). L’ARN s’organise en une structure 
secondaire en double hélice de conformation A, par des appariements de types Watson-Crick1 
entre les bases (Figure 1B), différente de la conformation B préférée par l’ADN. Le diamètre 
de l’hélice A est plus grand (26 Å) que celui de l’hélice B (20 Å), et le grand sillon est profond 
et très étroit contrairement au petit sillon qui devient très large et donc accessible. 
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Figure 2 : Hélice A de l’ARN et hélice B de l’ADN  
(structure des hélices issue de Chem Soc Rev 2001, 30 (1), 70-812) 
Les appariements internes entre bases complémentaires d’un ARN simple brin 
contenant des séquences palindromiques (auto-complémentaires) engendrent d’autres 
structures secondaires, qui se composent de régions appariées en hélice (tiges) et de régions 
non-appariées (boucles).  Il s’agit en particulier des structures en épingle à cheveux 
(« hairpins » ou tige-boucle),  boucles « bulges » ou encore des jonctions  (Figure 3). Ces 
différents motifs de structures secondaires sont notamment présents dans les ARNs 
ribosomiques et les ARNs de transfert. Au-delà de ces structures, un ARN peut, comme les 
protéines,  adopter une structure tertiaire par des interactions à distance, engendrant des 
propriétés particulières telles que la catalyse de réactions chimiques dans le cas des 
ribozymes. 
 
Figure 3 : Exemples de structures secondaires d’ARN 
D’un point de vue chimique, il est important de souligner qu’une deuxième 
conséquence de la présence de l’hydroxyle en 2’ du ribose est une plus grande fragilité de 
l’ARN vis-à-vis de l’hydrolyse chimique, en comparaison avec l’ADN. Les liaisons 
phosphodiesters de l’ARN sont rapidement hydrolysées en milieu alcalin et dans les milieux 
biologiques. Ainsi, la durée de vie d’un ARN est beaucoup plus courte que celle d’un ADN. 
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1.2.  Rôle in vivo 
L’ARN remplit diverses fonctions et joue un rôle essentiel dans la voie d’expression des 
gènes, par laquelle l’information génétique codée dans l’ADN est traduite en protéines, 
nécessaires aux cellules pour leur fonctionnement et leur développement. Pour réguler cette 
expression ou développer des activités catalytiques, différents types d’ARNs remplissent des 
fonctions variées : 
- Les ARNs messagers (ARNm), synthétisés par une ARN polymérase à partir de l’ADN. Ils 
sont le support temporaire de l’information génétique avant leur traduction en protéines 
par les ribosomes (Schéma 1). 
 
Schéma 1 : Représentation simplifiée de la biosynthèse des protéines à partir de l’ADN via l’ARNm 
- Les ARNs ribosomiques (ARNr) qui, associés à des protéines, constituent les ribosomes, 
ces derniers étant les principaux acteurs de la synthèse des protéines. 
 
- Les ARNs de transfert (ARNt), impliqués dans le transfert des acides aminés vers les 
ribosomes lors de la traduction des ARNm en protéines. Ils possèdent une structure 
secondaire caractéristique, en forme d’une « feuille de trèfle », composée de quatre tiges 
appariées, avec à leur extrémité des boucles non appariées (Figure 4).                                                                                                                              
 
Figure 4 : Structure d’un ARNt 
- Les ARNs catalytiques, ou ribozymes, qui sont des enzymes constituées d’acides 
nucléiques. Leur structure tertiaire très définie leur permet de former des sites de 
reconnaissance de ligands, sur lesquels une réaction chimique est catalysée.  
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- Les ARNs guides, tels que les microARNs (miARN), qui s’associent à des enzymes pour 
guider leur action sur des ARNs de séquence complémentaire. Ils interviennent dans le 
processus d’ARN interférence qui sera détaillé dans le chapitre I de ce manuscrit, en 
s’associant au complexe protéique RISC pour dégrader les ARNm cibles auxquels ils 
s’apparient, inhibant ainsi leur traduction en protéines. 
 
- Les ARNs régulateurs de l’expression génétique, qui modulent la capacité d’un ARNm 
complémentaire à se fixer au ribosome par appariement, aboutissant à une régulation de 
la traduction des gènes.  
De par ces multiples fonctions, l’ARN est une molécule très polyvalente, et constitue 
donc une cible de choix pour être lié à des petites molécules ou à des oligonucléotides 
synthétiques, par complémentarité des bases, afin de moduler l’expression des gènes. 
1.3.  Utilisations thérapeutiques et biotechnologiques des oligonucléotides 
synthétiques 
Les oligonucléotides synthétiques font l’objet d’un grand intérêt depuis plusieurs 
décennies. Leurs applications se sont en particulier développées dans les domaines du 
diagnostic et de la thérapie, majoritairement pour inhiber spécifiquement l’expression de 
gènes. Les ARNm sont généralement la cible des oligonucléotides synthétiques, grâce à leur 
capacité à se fixer à des brins complémentaires. Cette association permet l’étude des activités 
cellulaires par le blocage de l’expression de protéines cibles.  
Deux principales classes d’oligonucléotides sont généralement utilisées :  
- les oligonucléotides antisens, permettant l’hybridation d’un court ADN synthétique 
avec un ARNm complémentaire spécifique pour bloquer sa traduction en protéine 
via la création d’un duplex mixte ARN / ADN. Ce dernier est substrat de l’enzyme 
RNase H, entraînant la coupure de l’ARN messager ciblé.3 
 
- les ARNs interférents, de courts fragments d’ARNs pouvant s’associer avec des 
ARNm pour en inhiber la traduction par ARN interférence. Ils se présentent sous la 
forme de miARNs, des ARNs simples brins, ou de « small interfering 
ARNs » (siARNs), des ARNs doubles brins. Les siARNs synthétiques ont fait l’objet 
de recherches approfondies par notre équipe au cours des dernières années. Leurs 
caractéristiques et leur mécanisme d’action seront détaillés dans le chapitre I.4 
L’avancée des découvertes dans le domaine des acides nucléiques a fait émerger 
beaucoup d’espoirs. Par exemple, les développements récents de CRISPR-Cas9, qui ont 
augmenté de façon exponentielle ces dernières années5, représentent un nouveau domaine 
d’application des oligonucléotides synthétiques, avec des ARNs simples brins de séquence 
prédéterminée servant de guides pour l’édition de l’ADN dans les cellules.6 La recherche 
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thérapeutique est un autre axe majeur de recherche. Les pathologies issues d’une expression 
anormale de gènes ou d’une activité virale sont des candidates de choix pour des thérapies 
basées sur des acides nucléiques. Néanmoins, un faible nombre d’oligonucléotides a dépassé 
le stade des essais cliniques, en raison de résultats pharmacocinétiques et 
pharmacodynamiques défavorables7 et de problèmes de toxicité.8  
Malgré ces difficultés, plusieurs oligonucléotides modifiés ont tout de même atteint 
les phases cliniques.9 En 1999, un premier oligonucléotide, le Fomivirsen, développé par la 
société Isis Pharmaceuticals, a reçu une autorisation de mise sur le marché par la FDA. Il est 
basé sur une stratégie antisens utilisant des phosphorothioates et sert au traitement des 
rétinites virales causées par un cytomégalovirus.10 D'autres composés antiviraux font 
actuellement l’objet de tests cliniques.11 Les cancers sont également des cibles attractives, 
dans le but de traiter les causes génétiques de la maladie. Les drogues anticancéreuses sont 
connues pour avoir des effets secondaires toxiques notables, rendant l’utilisation des 
oligonucléotides très intéressante pour réduire les doses utilisées. Plusieurs oligonucléotides 
antisens font ainsi l’objet de développements cliniques.12 Récemment, un premier siARN a 
reçu une autorisation de mise sur le marché, pour le traitement de l’amylose de la 
transthyrétine. Cette maladie est due à une mutation sur le gène TTR codant pour la 
transthyrétine, aboutissant à une forme mutée qui s’accumule dans des dépôts amyloïdes. 
Deux siARNs visant à bloquer l’expression de cette forme mutée ont été développés par 
Alnylam Pharmaceuticals13, et l’un d’eux, le patisiran (ONPATTRO™), portant des 
modifications 2’-OMe et encapsulé dans des nanoparticules lipidiques,  a été accepté en juillet 
2018.9b, 14  
A l’heure actuelle, le développement de ces oligonucléotides thérapeutiques s’est 
avéré plus compliqué que ce que les espoirs initiaux laissaient entrevoir en raison des 
problèmes d’adressage, de biodistribution, de stabilité ou de pénétration cellulaire. Comme 
pour d’autres techniques par le passé, plusieurs années ont été nécessaires avant d’obtenir 
de premiers résultats positifs. Ainsi, les différents exemples précurseurs présentés sont 
actuellement suivis par plus d’une dizaine de composés en phases cliniques.9b Plusieurs 
stratégies ont été mises en place pour remédier aux différentes limitations des 
oligonucléotides, telles que la modification de leur structure chimique ou leur couplage à des 
composés permettant de moduler leurs propriétés, afin d’augmenter leur efficacité et limiter 
leur toxicité.15 L’avantage est la synergie entre les propriétés chimiques intrinsèques des 
oligonucléotides et celles des molécules fixées, donnant ainsi accès à un grand nombre de 
nouveaux composés différents.16   
1.4.  Modifications des ARNs 
La structure chimique des oligonucléotides permet d’envisager plusieurs sites pour 
introduire des modifications : sur les bases, sur les liens internucléosidiques, aux extrémités 
5’ et 3’ ou encore en position 2’ du sucre (Figure 5). 
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Figure 5 : Sites de modifications des oligoribonucléotides 
Depuis plus de trois décennies, de nombreuses modifications chimiques 
d’oligonucléotides ADNs ou ARNs ont été proposées. Cependant, seules quelques-unes ont 
été introduites dans les oligonucléotides thérapeutiques, validant les critères requis pour en 
faire des médicaments efficaces. Les modifications décrites dans la littérature ne seront pas 
présentées de manière exhaustive, mais nous aborderons des exemples régulièrement utilisés 
dans des oligonucléotides. 
 
Figure 6 : Exemples de modifications chimiques d’oligonucléotides 
(Figure adaptée de Nucleic Acids Res 2018, 46 (4), 1584-16009b)
En particulier, le remplacement d’un atome d’oxygène non-pontant du lien 
phosphodiester par un atome de soufre, pour donner un lien phosphorothioate (PS), constitue 
la modification la plus largement utilisée dans le développement des drogues à base d’acides 
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nucléiques (Figure 6A). Le lien PS augmente la stabilité vis-à-vis des nucléases et la fixation 
aux protéines sériques, avec pour conséquence une protection plus efficace des 
oligonucléotides en circulation, laissant plus de temps aux tissus cibles pour les absorber. 
Les modifications au niveau du ribose sont très répandues, et en particulier le 
remplacement du 2’-hydroxyle par de nombreux groupements différents. Les plus utilisées 
dans le domaine thérapeutique sont le 2’-O-méthyle (2’-O-Me), le 2’-O-méthoxyéthyle (MOE) 
et le 2’-fluoro (Figure 6B).9b, 17 Leur utilisation dans le cadre des siARNs sera abordée plus en 
détail dans le chapitre I. L’objectif de ces modifications en 2’ du ribose est d’augmenter la 
stabilité enzymatique et/ou thermique, en particulier après hybridation avec une séquence 
complémentaire, permettant l’utilisation d’oligonucléotides plus courts et plus simples à 
synthétiser. De plus, l’atome d’oxygène en 2’ peut aussi être lié à l’atome de carbone en 4’, 
formant des acides nucléiques contraints comme les LNA (locked nucleic acid), caractérisés 
par un pont 2’,4’-méthylène.18 Un seul nucléotide contraint dans une séquence est suffisant 
pour augmenter la stabilité du duplex de façon significative (5 à 10 °C), ce qui a par exemple 
permis d’envisager des LNAs de seulement 13 nucléotides de long ciblant une lipoprotéine 
comme candidats aux essais cliniques.19 
L’objectif recherché par la modification des nucléobases est d’augmenter la stabilité 
des duplex, tout en maintenant et améliorant la reconnaissance et l’appariement des paires 
de bases. Ces modifications sont moins utilisées que celles sur le lien internucléosidique et le 
ribose en 2’ mais certaines, telles que la 5-bromo, 5-iodo, 2-thio, 4-thio, dihydro ou pseudo-
uracile sont néanmoins intéressantes par exemple. 
Les hydroxyles aux extrémités 5’ et 3’ des oligonucléotides sont des sites très 
favorables à la conjugaison, en raison de leur liberté et leur réactivité. Par exemple, des 
biomolécules hydrophobes d’origine lipidique ont été conjuguées à des oligonucléotides pour 
améliorer leur délivrance dans les cellules. La modification la plus largement rencontrée est la 
N-acétylgalactosamine (GalNAc), favorisant un adressage ciblé des hépatocytes via la 
reconnaissance du récepteur de l’asialoglycoprotéine. L’internalisation et l’inhibition de gènes 
ont ainsi été améliorées sans avoir recours à des nanoparticules.20 Des conjugués de GalNAc 
avec des oligonucléotides antisens ont également été utilisés pour augmenter la délivrance, 
aboutissant à des résultats prometteurs. 
Après avoir montré au travers de quelques exemples comment les différents 
constituants des oligonucléotides pouvaient être modifiés, nous décrirons dans les quatre 
chapitres de ce manuscrit notre travail, focalisé sur la modification de la position 2’ des ARNs 
par divers groupes ou liens contenant un pont disulfure. Nous expliciterons le choix du pont 
disulfure en rappelant ses propriétés, et l’intérêt de son utilisation dans le domaine des acides 
nucléiques pour des applications variées. 
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2. Les ponts disulfures dans les acides nucléiques 
2.1.  Intérêt des ponts disulfures 
La liaison disulfure S-S est présente communément dans la nature, contribuant de 
manière significative à la structure tertiaire et à la stabilité des protéines extracellulaires. Elle 
est formée par le couplage oxydatif de deux fonctions thiols (R-SH). Plusieurs méthodes ont 
été utilisés pour construire des liaisons soufre-soufre (S-S), notamment par oxydation d’un 
thiol en utilisant l’oxygène ambiant, des métaux ou du H2O2 par exemple.21 Une autre 
méthode très fréquemment utilisée est l’utilisation de la réaction d’échange thiol-disulfure, 
une réaction SN2 réversible impliquant la coupure et la formation d’un lien covalent S-S 
(Schéma 2).22 La fonction thiol R-SH, avec un pKa compris entre 9 et 10, est aussi présente 
sous forme de thiolate (RS-) en solution aqueuse en fonction du pH, et cet anion est un 
nucléophile plus réactif que le thiol. 
 
Schéma 2 : Réaction d’échange thiol-disulfure 
Les ponts disulfures existent dans des équilibres dynamiques en présence de thiols et 
de thiolates. Il s’agit d’un processus connu pour altérer la structure secondaire des protéines, 
couramment exploité en chimie combinatoire dynamique pour générer de nouveaux ligands 
et récepteurs. 
Les liens disulfures sont stables en milieu extracellulaire et instables dans le cytosol en 
raison de l’environnement réducteur présent dans les compartiments intracellulaires. Ce 
milieu réducteur s’explique par la présence de glutathion (Figure 7), contenant une fonction 
thiol,  à des concentrations de l’ordre de 1 à 10 mM, entraînant la coupure du pont disulfure.  
 
Figure 7 : Structure du glutathion 
Les ponts disulfures ont été très largement utilisés, par exemple pour lier des toxines 
ou des drogues à des anticorps, ou créer des systèmes favorisant la délivrance de composés 
dans les cellules.21, 23 De plus, il est connu que la concentration en GSH est plus élevée dans 
les cellules tumorales hypoxiques, ce qui est un avantage pour leur utilisation pour le 
traitement de tumeurs.24 Ils servent aussi de sondes chimiques, notamment pour la détection 
de molécules contenant des thiols25 ou de métaux, en particulier le mercure.26 Leur intérêt a 
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en outre été démontré dans le domaine thérapeutique, pour former des nanoparticules, des 
hydrogels ou des prodrogues de produits actifs.25e    
De multiples applications de ces liaisons biocompatibles ont été imaginées dans le 
domaine des acides nucléiques. Nous en donnerons quelques exemples pour illustrer l’intérêt 
de cette liaison dynamique.  
2.2.  Exemples d’utilisation des ponts disulfures dans les acides nucléiques 
Dans ce paragraphe, les exemples de ponts disulfures introduits dans les acides 
nucléiques et leurs applications seront présentés en fonction de leur positionnement sur les 
liens internucléosidiques, les bases, les extrémités ou le sucre.    
2.2.1. Ponts S-S au niveau des liens internucléosidiques 
Le squelette classique des oligonucléotides se compose de nucléosides liés par leurs 
extrémités 5’ et 3’ par des liens phosphodiesters. Plusieurs exemples les remplaçant par un 
lien disulfure ont été rapportés, pour des applications variées. 
Une première application est la ligation de deux fragments d’ADNs par formation d’un 
pont disulfure entre leurs extrémités grâce à une réaction d’échange thiol-disulfure.27 
L’association à un brin guide, servant de matrice, d’un ADN modifié à son extrémité 5’ par un 
lien contenant un acide mercaptophénylacétique, et d’un autre ADN modifié à son extrémité 
3’ par une tert-butyldisulfanylcystéine, par appariement des bases selon Watson-Crick1, met 
à proximité le thiol et le pont disulfure.28 Cette proximité entraîne la formation du pont 
disulfure entre les deux ADNs avec des rendements supérieurs à 80% (Schéma 3).  
 
Schéma 3 : Ligation guidée d’ADNs par des ponts disulfures 
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Le remplacement du lien phosphodiester par un pont disulfure est également possible 
directement entre les extrémités 5’ et 3’ respectives de deux fragments d’ADNs, sans lien 
espaceur. Pour former ce pont disulfure, l’équipe de V. Patzke a synthétisé un ADN modifié en 
5’ par un thiol et un ADN modifié en 3’ par un pont disulfure activé par un dérivé du réactif 
d’Ellman (acide 5,5’-dithiobis-(2-nitrobenzoïque)) comportant un « quencher » (DABCYL) 
(Schéma 4).29 Les études par modélisation moléculaire ont mis en évidence que ce 
remplacement n’engendre qu’une faible déformation de l’hélice d’ADN. 
 
Schéma 4 : Ligation entre deux oligonucléotides par un pont disulfure internucléosidique 
Une autre approche consiste à incorporer, lors de la synthèse de l’oligonucléotide, un 
phosphoramidite d’un dinucléotide lié entre les positions 5’ et 3’ par un pont disulfure. 
L’équipe de K. Gothelf a ainsi synthétisé un dinucléotide de thymidine (Figure 8), incorporé 
par la suite dans différents oligonucléotides en utilisant la méthode aux phosphotriesters.30 
Des analyses par électrophorèse de l’ADN modifié, associé à un brin complémentaire ont 
montré une seule bande, mettant en évidence la formation du duplex. En revanche, en 
présence d’agents réducteurs, deux bandes correspondant à des espèces plus courtes sont 
observées, correspondant à la coupure du pont disulfure produisant deux fragments séparés. 
De plus, la reconnaissance par une ADN polymérase n’a pas été impactée, permettant la 
réplication malgré un taux légèrement plus élevé de mutations détectées, indiquant la 
biocompatibilité de cette liaison disulfure.  
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Figure 8 : Structure du dinucléotide  3’-5’ disulfure 
Bien que remplacer complètement les liens internucléosidiques soit possible, une 
autre alternative est de les modifier31, pour pallier la dégradation enzymatique, puisqu’il s’agit 
du site de coupure des nucléases, et à la faible pénétration cellulaire, limitée à cause des 
charges négatives sur les phosphates.32 Leur modification a ainsi pour but d’améliorer ces 
propriétés. 
Une première approche pour introduire des thiols est d’utiliser des phosphoramidates. 
Un H-phosphonate introduit sur l’oligonucléotide a été converti en phosphoramidate par 
réaction avec la cystamine (Schéma 5A).33 Cette dernière a ensuite permis, après réduction 
en thiol, de lier deux brins d’un duplex ADN (Schéma 5B).34 L’équipe de T. Majima a modifié 
un brin auto-complémentaire avec un phosphoramidate portant des liens diamines disulfures 
de longueurs variables.35 Après association des deux brins par auto-complémentarité, les 
ponts disulfures ont été coupés avec du dithiothréitol (DTT), libérant deux thiols qui ont 
ensuite formé le pont disulfure entre les deux brins. L’étude biophysique de ces 
interconnections ou « cross-links » a révélé une forte influence de la stéréochimie des 
phosphoramidates. Deux diastéréoisomères ont été isolés, et uniquement l’un des deux a 
démontré une augmentation de la stabilité thermique résultant de la formation d’un duplex 
stabilisé. 
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Schéma 5 : Synthèse du phosphoramidate portant une cystamine (A), permettant d’effectuer des 
réactions de conjugaison entre brins auto-complémentaires (B) 
Enfin, les phosphorothioates sont des cibles naturelles pour le couplage via des ponts 
disulfures en raison de leur structure. La réaction entre deux phosphorothioates situés aux 
extrémités de deux ADNs distincts, avait été décrite en 1993 par S. Gryaznov et R. Letsinger 
grâce à l’appariement à un ADN guide (Schéma 6).36  
 
Schéma 6 : Ligation guidée de deux ADNs par leurs fonctions phosphorothioates 
Nous terminerons cette partie par un exemple particulier de ponts disulfures au niveau 
du lien internucléosidique, qui mérite d’être mentionné en raison de son intérêt pour la 
conjugaison de molécules sur n’importe quelle position d’un ADN ou d’un ARN. Le pont S-S 
est porté par un lien introduit entre deux nucléosides successifs sous la forme d’un 
phosphoramidite non nucléosidique.37 L’équipe de R. Eritja a ainsi inséré une modification 
disulfanyl-tert-butyle en plusieurs positions lors de la synthèse des oligonucléotides par la 
méthode aux phosphoramidites.38 L’intérêt de ce groupement réside dans sa stabilité durant 
les différentes étapes du cycle de synthèse automatisée. Après réduction du pont disulfure, la 
fonction thiol obtenue est disponible pour conjuguer différents composés (Schéma 7). 
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Schéma 7 : Incorporation d’un phosphoramidite non nucléosidique portant un pont disulfure et 
conjugaison à une biomolécule R 
2.2.2. Ponts S-S au niveau des nucléobases 
Les modifications sur les bases ont été particulièrement explorées. En effet, elles 
permettent de modifier des oligonucléotides en toutes positions et peuvent ainsi être 
exploitées pour de la multi-conjugaison. La présence naturelle de ponts disulfures sur les 
bases a été pour la première fois identifiée en 1966 par M. Lipsett.39 Leur formation spontanée 
en condition oxydante a été constatée entre deux thiouridines natives d’un ARN d’Escherichia 
Coli. Ce résultat a mis en évidence la possibilité d’introduire chimiquement des ponts 
disulfures sur les bases d’oligonucléotides sans induire de fortes déstabilisations.  
Une première méthode consiste à synthétiser des oligonucléotides à partir de 
synthons phosphoramidites comportant des ponts disulfures sur les bases. En particulier, les 
groupes tert-butyldisulfanylalkyles, qui présentent une stabilité suffisante pour éviter la 
dégradation lors des cycles d’incorporation durant la synthèse automatisée, ont été employés.  
L’équipe de G. Glick a travaillé sur des pyrimidines modifiées par des groupements tert-
butyldisulfanyléthyles introduits sur l’azote N3 de l’uracile et de la thymine.40  L’hybridation 
permet de mettre à proximité les modifications portées respectivement par les deux brins. La 
coupure des ponts disulfures a généré des fonctions thiols, avant que le pont disulfure 
interbrin ne soit formé en milieu oxydant (Figure 9A). Des oligonucléotides auto-
complémentaires portant une modification à chaque extrémité ont également été 
synthétisés. Après appariement dû à l’auto-complémentarité, un pont disulfure interbrin est 
formé à chaque extrémité du duplex, induisant une très forte stabilisation thermique (ΔTm > 
35 °C) (Figure 9B).41 Cette réaction a par ailleurs été mise en œuvre avec succès sur des duplex 
d’oligonucléotides formés de brins non auto-complémentaires.42  
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Figure 9 : Introduction d’un (A) ou deux (B) ponts disulfures interbrins dans un ADN auto-
complémentaire et structure des nucléotides modifiés de l’uridine et de la thymidine 
De même, la position C5 de l’uracile présente un intérêt. L’équipe de J. Piccirilli l’a 
utilisée pour des C-alkylations, permettant l’insertion de liens tert-butyldisulfanylalkyles de 
longueurs variables (Figure 10).43 Des stratégies de C et N-alkylations ont en outre été 
employées, respectivement sur le carbone C8 et l’azote N2 de la guanine, pour insérer des 
groupements tert-butyldisulfanylpropyles (Figure 10).44 L’objectif de ces différentes 
modifications est de faciliter la conjugaison sur des oligonucléotides de peptides, de protéines 
ou d’autres oligonucléotides par exemple. 
 
Figure 10 : Exemples de nucléosides modifiés par des groupements tert-butyldisulfanylalkyles 
Le groupe de G. Verdine a utilisé une approche de nucléoside convertible pour une 
formation post-synthétique du pont disulfure sur l’adénosine.45 Un ADN contenant une O6-
phenyl-2’-désoxyinosine a été traité en solution par différents réactifs 
bis(alkylamine)disulfures pour former un lien disulfure en position N6 (Schéma 8). Cette 
approche a par la suite été étendue à des guanosines et des cytidines.45f, 46   
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Schéma 8 : Stratégie des nucléosides convertibles 
Une double hélice d’ADNs auto-complémentaires comportant des adénosines 
modifiées par un lien aminoalkyldisulfanylalkyle a été préparée. La réduction des ponts 
disulfures libère deux thiols, pouvant ensuite lier de façon covalente les deux brins via un 
pont disulfure (Schéma 9).45a, 47 Ces « cross-links » ont ainsi été mis en évidence dans des 
duplex d’ADNs compris entre 10 et 18 nucléosides.48 
 
Schéma 9 : Couplage interbrin d’ADNs auto-complémentaires par des ponts disulfures en position 6 
de l’adénosine  
De plus, plusieurs exemples utilisent les ponts disulfures sur les bases pour coupler des 
molécules non-nucléosidiques. La technique est en particulier efficace pour la conjugaison à 
des protéines (Schéma 10).49 Un pont disulfure présent sur une base modifiée est attaqué par 
une fonction thiol libre d’une cystéine de la protéine ciblée.50 La première protéine ainsi fixée 
est une (méthylguanine)-DNA méthyltransférase (MGMTase), dont la structure a été 
déterminée grâce au conjugué obtenu.51 La structure du complexe de transcription inverse du 
virus de l’immunodéficience humaine (VIH) a elle aussi été obtenue de cette manière, par 
conjugaison à de courts ADNs viraux.52 
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Schéma 10 : Fixation d’un ADN à une protéine par un pont disulfure entre la position N6 d’une 
adénosine et un résidu cystéine de la protéine 
Une autre méthode de formation post-synthétique des ponts disulfures consiste en la 
réaction entre la 6-thio-2’-désoxyinosine et la 4-thio-2’-thymidine53 ou la 4-thio-2’-
désoxyuridine41b, introduites dans deux brins d’ADNs complémentaires (Schéma 11). La 
synthèse des ADNs a été effectuée en protégeant les fonctions thiols par des groupements 
cyanoéthyles, enlevés ultérieurement par un traitement à la DBU sur support avant 
déprotection des oligonucléotides. La liaison covalente disulfure est ensuite formée 
spontanément en conditions oxydantes à partir des deux thiolates libérés. 
 
Schéma 11 : Formation d’un pont disulfure entre la 6-thio-2’-désoxyinosine et la 4-thio-2’-
désoxyuridine 
Enfin, des triples hélices d’ADNs, composés d’un brin s’insérant dans le grand sillon 
d’une double hélice d’ADN, ont été étudiées.54 Ces structures modifiées induisent 
l’hybridation d’oligonucléotides avec des affinités différentes des appariements classiques 
selon Watson-Crick, en raison de la formation supplémentaire de liaisons hydrogènes par des 
appariements Hoogsteen sur les bases purines (Schéma 12).55 L’introduction d’un pont 
disulfure entre deux thiopropynyluridines pour lier de façon covalente les deux brins du 
duplex a engendré une nette augmentation de la stabilité thermique de ces triplex ADNs (+ 
35 °C à pH 7) et une affinité accrue pour le brin complémentaire introduit (Schéma 13).56  
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Schéma 12 : Appariements Watson-Crick et Hoogsteen dans des triplex ADN  
(schéma issu de Chembiochem 2015 Mar 2;16(4):651-854a) 
 
 
Schéma 13 : Formations de triplex en absence ou en présence d’un pont disulfure entre les deux 
brins complémentaires d’ADN 
2.2.3. Ponts S-S aux extrémités 5’ et 3’  
Les hydroxyles aux extrémités des oligonucléotides sont des sites très favorables à la 
conjugaison en raison de leur accessibilité et leur réactivité. Une grande variété d’approches 
de conjugaison via des ponts disulfures a ainsi été mise en place sur ces positions.  
2.2.3.1. Introduction des fonctions thiols 
La première étape de la conjugaison en position 5’ ou 3’ consiste en l’introduction 
d’une fonction thiol ou d’un pont disulfure sur l’oligonucléotide. Les fonctions peuvent être 
directement introduites, ou insérées sous la forme de précurseurs modifiés ultérieurement. 
Les méthodes employées pour les deux positions sont différentes.  Pour l’extrémité 3’, 
le pont disulfure est majoritairement issu de supports de synthèse modifiés.57 Des supports 
solides contenant des ponts disulfures permettent notamment le décrochage des 
oligonucléotides en milieu réducteur, par exemple avec du DTT (Figure 11).  
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Figure 11 : Exemples de supports de synthèse pour introduire un thiol à l’extrémité 3’ : support non 
nucléosidique (à gauche) et support avec une thymidine greffée (à droite) 
La conjugaison sur la position 3’ s’effectue ensuite en activant le thiol libéré lors du 
décrochage du support par un dérivé disulfanylpyridine, permettant la formation ultérieure 
d’un pont disulfure avec des composés comportant une fonction thiol (Schéma 14).58  
 
Schéma 14 : Introduction d’un thiol activé à l’extrémité 3’ d’un oligonucléotide 
Le thiol en position 5’ est facilement introduit par différentes méthodes rapportées 
dans la littérature (Schéma 15) :  
- Une fonction amide peut être formée par réaction entre un oligonucléotide modifié à 
l’extrémité 5’ par un lien contenant une fonction amine et un ester N-hydroxysuccinimide 
(NHS) activé, fonctionnalisé par un groupement disulfanylpyridine.59 La conjugaison est 
ensuite effectuée par attaque du thiol d’un composé sur ce pont disulfure activé. Des 
« cross-linkers » à motifs disulfures (Sulfo-LC-SPDP, LC-SPDP, Sulfo- SPDP, SPDP), 
développés par la société Pierce (groupe ThermoFisher Scientific), sont ainsi couramment 
utilisés en bioconjugaison.60   
  
- Une deuxième stratégie consiste en l’introduction de cystamine sur l’oligonucléotide, par 
attaque nucléophile d’une amine sur un carbonyle activé, par exemple sous forme d’un 
carbonylimidazole. Après coupure du pont disulfure en conditions réductrices, par 
exemple avec du DTT, le thiol libéré est activé sous forme disulfanylpyridine pour effectuer 
des réactions de conjugaison.61 
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- L’extrémité 5’ d’un oligonucléotide peut également être modifiée par un thiol protégé par 
un groupement trityle.62 Ce dernier est déprotégé en présence de nitrate d’argent, 
permettant au thiol libéré de réagir avec un dérivé thiopyridine préparé préalablement. 
 
- Un groupement acétate permet enfin de protéger un thiol durant l’élongation de 
l’oligonucléotide. Puis, en présence d’amines nucléophiles, le thiol est déprotégé, 
réagissant alors avec de la 2,2’-dithiodipyridine. La liaison disulfanylpyridine activée ainsi 
formée sert ensuite dans des réactions d’échange thiol-disulfure avec des dérivés 
comportant des fonctions thiols.63 Cette dernière stratégie sera développée dans la suite 
de ce manuscrit pour introduire des ponts disulfures sur la position 2’OH d’ARNs. 
 
Schéma 15 : Stratégies d’introduction d’un thiol activé à l’extrémité 5’ 
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2.2.3.2. Applications des ponts disulfures liés aux extrémités 5’ et 3’ 
2.2.3.2.1. Conjugaison à des peptides et protéines 
 
Tout d’abord, à l’extrémité 5’, l’accessibilité du thiol permet des conjugaisons efficaces 
avec les cystéines libres de peptides, tels le peptide Tat61, 64 ou la pénétratine65, connus pour 
favoriser la pénétration cellulaire66, ou la bradykinine, une hormone peptidique agissant sur 
les muscles.67 Des protéines ont également été introduites sur des ADNs, telles qu’une 
peroxidase et une immunoglobuline par exemple.67 De la même manière, l’équipe de M. 
Yarmush a fixé une asialoglycoprotéine, une protéine liée de façon covalente à des 
oligosaccharides, et en particulier à des galactoses ciblant les hépatocytes.68 Cette méthode 
n’est ainsi pas limitée à l’utilisation de peptides de quelques dizaines d’acides aminés. 
L’extrémité 3’, malgré une gêne stérique plus importante qu’à l’extrémité 5’, a aussi 
été utilisée pour la conjugaison de peptides, tels que la séquence de transport nucléaire de 
l’antigène T du virus SV40, pour effectuer du transport nucléaire58b, 62a ; ou un 
cyclopentapeptide contenant le motif arginine – glycine – acide aspartique (peptide RGD) pour 
cibler les récepteurs des intégrines et favoriser l’adhésion cellulaire.69  
2.2.3.2.2. Conjugaison à des petites molécules non peptidiques 
 
D’autres classes de composés ont également été conjugués aux extrémités 5’ et 3’, 
pour effectuer de l’adressage ou de la détection.  
Par exemple, pour cibler des cellules cancéreuses, des oligonucléotides ont été 
conjugués à de la vitamine B9, également appelée acide folique (Schéma 16).70  Cette dernière 
possède une forte affinité pour les récepteurs des folates, surexprimés par certaines cellules 
cancéreuses, telles les tumeurs des ovaires ou du cerveau.71 Ces récepteurs favorisant 
l’internalisation des ligands, ils représentent des cibles intéressantes pour permettre une 
meilleure pénétration cellulaire.72 Un mécanisme similaire a été utilisé avec la biotine, 
également introduite à l’extrémité 5’ pour évaluer l’amélioration de la pénétration cellulaire 
d’oligonucléotides.73 
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Schéma 16 : Mécanisme d’internalisation des oligonucléotides couplés à l’acide folique 
2.2.3.2.3. Formation de complexes macromoléculaires 
 
En raison des fortes contraintes stériques dues à la taille des composés, les travaux 
réalisés concernent essentiellement l’extrémité 5’ du brin. 
Des polymères comportant des fonctions thiols ont été conjugués à des 
oligonucléotides possédant un thiol en 5’.74  Les propriétés du polymère (cationique, 
lipophile,…) par exemple, sont transmises à l’oligonucléotide, améliorant ainsi sa pénétration 
cellulaire par exemple. L’avantage des polymères est la répétition des monomères portant les 
fonctions thiols, permettant des conjugaisons multiples (Schéma 17). Cette multiplicité 
renforce l’effet biologique, en introduisant un grand nombre d’oligonucléotides dans les 
cellules. 
Introduction générale
 
 
40 
 
 
Schéma 17 : Polymère conjugué à des oligonucléotides  
Une autre approche consiste à greffer un oligonucléotide sur un thio-polyéthylène 
glycol, ce polymère étant compatible avec les oligonucléotides et ne perturbant pas leur 
activité.75 De plus, en utilisant des polymères cationiques, les interactions électrostatiques 
engendrent la formation de micelles encapsulant les oligonucléotides, facilitant ainsi leur 
accès au milieu intracellulaire.76  
La synthèse de polymères de siARNs est également rapportée, en modifiant les 
extrémités 5’ des brins sens et antisens par un thiol. Ces fonctions libres s’associent en solution 
pour former un polymère d’ARN double brin (Schéma 18A).77 En présence d’un polymère 
cationique (polyéthylènimine PEI), les interactions électrostatiques engendrent la formation 
d’un complexe oligonucléotide – PEI possédant une stabilité enzymatique et une pénétration 
cellulaire améliorées. L’équipe d’A. Grandas a développé une approche similaire sur des ADNs 
auto-complémentaires. Ils ont été liés par leur extrémité 3’ à un peptide, puis des structures 
doubles brins ont été formées en raison de l’auto-complémentarité des séquences. La 
polymérisation de ces différents duplex a ensuite été effectuée grâce à la formation de ponts 
disulfures entre deux résidus cystéines porté par les peptides (Schéma 18B).78  
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Schéma 18 : (A) Formation de polymères de duplex d’ARNs liés par les extrémités 5’ (B) Formation de 
nanostructures ADNs-peptides liés par les extrémités 3’ de brins auto-complémentaires 
Des dendrimères peuvent par ailleurs être couplés à l’extrémité 5’ d’un ARN. Ils 
démontrent un potentiel intéressant pour la pénétration cellulaire, avec des résultats 
similaires à des agents de transfection.79 Un exemple classique concerne les dendrimères 
comportant neuf extrémités guanidinium portées par des motifs oligoarginines80, connues 
pour faciliter l’endocytose de différentes molécules.81. La conjugaison a été effectuée sur un 
thiol porté par une chaîne hexyle introduite à l’extrémité 5’ d’un des brins du duplex (Schéma 
19). 
 
 
Schéma 19 : Conjugaison d’un oligonucléotide à un dendrimère 
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Une dernière application consiste à fixer des oligonucléotides sur des nanoparticules. 
Ces dernières peuvent être de nature lipidique ou métallique par exemple.82 Les différentes 
stratégies peuvent notamment être mises en œuvre en parallèle. Des oligonucléotides greffés 
à des polymères via des ponts disulfures ont été fixés par interaction électrostatique à des 
nanoparticules, permettant une meilleure stabilité en milieu biologique et une meilleure 
pénétration cellulaire.83  
2.2.4. Ponts S-S en positions 2’ du ribose 
  Parmi les sites de modifications possibles sur un ARN, la position 2’ du ribose a été la 
plus délaissée pour introduire des groupes ou des liens contenant un pont disulfure. En 
conséquence, seuls quelques exemples de cette modification en 2’ et de leurs applications 
sont rapportés dans la littérature. Nous ne les décrirons pas ici mais nous les détaillerons dans 
les introductions de chaque partie pour une meilleure présentation de l’état de l’art et une 
justification de notre travail. 
3. Objectifs de la thèse : ARNs modifiés en position 2’ par des groupes 
ou des liens avec des ponts disulfures  
Au cours de ces travaux de thèse, nous nous sommes concentrés sur l’introduction des 
ponts disulfures en position 2’ d’ARNs pour différentes applications. La position 2’ présente 
des avantages. Contrairement aux extrémités 5’ ou 3’, plusieurs modifications peuvent être 
introduites sur des nucléosides en des positions choisies de la séquence de l’oligonucléotide. 
De plus, elles peuvent être combinées avec d’autres modifications aux positions 5’ et 3’, en 
les introduisant par des réactions orthogonales. De plus, dans les ARNs 2’ modifiés, le 
squelette phosphodiester reste intact, évitant des changements de structures ou de 
propriétés de l’ARN qui apparaissent lorsque les liens internucléosidiques ne sont pas 
naturels. Enfin, la position 2’ étant orientée vers l’extérieur de la double hélice, les 
modifications ne perturbent pas l’appariement des bases et l’agencement régulier des 
nucléotides.  
Dans ce paragraphe, nous présenterons succinctement le travail décrit dans les quatre 
chapitres de ce manuscrit au travers de trois utilisations différentes de la liaison disulfure 
placée en position 2’ d’ARNs. 
3.1. Ponts S-S dans des groupements protecteurs en position 2’ 
Les ponts disulfures peuvent être présents dans des groupements protecteurs de la 
position 2’ des oligonucléotides, avec deux objectifs distincts :  
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- La première est l’utilisation des groupements 2’-O-tert-butydithiométhyles comme 
protections des 2’OH au cours de la synthèse chimique d’ARNs par la méthode aux 
phosphoramidites (Figure 12A).44c, 84  En effet, l’orthogonalité de leurs conditions de 
déprotection en milieu réducteur par rapport à celles utilisées pour les autres 
groupements protecteurs usuellement présents sur des oligonucléotides est 
intéressante.85 
 
- La deuxième est l’utilisation de groupements à ponts disulfures dans une approche 
prodrogue de siARN. Par exemple, l’équipe de H. Urata a introduit des groupements 2’-O-
méthyldithiométhyles sur des siARNs (Figure 12B).86  
 
Une stratégie similaire a été initiée par notre laboratoire durant la thèse d’Annabelle 
Biscans.87 Plusieurs uridines portant des groupements 2’-O-alkyldithiométhyles, avec des 
groupements alkyles R variés, ont été introduites dans des ARNs interférents (Figure 12C). 
Une amélioration de la stabilité enzymatique a été observée et le démasquage efficace des 
positions 2’ a confirmé la sensibilité aux conditions réductrices de ces groupements.88  
 
Figure 12 : Groupements contenant des ponts disulfures introduits en position 2’ 
Suite à ces résultats prometteurs, nous avons étudié plus particulièrement l’effet des 
groupements 2’-O-benzyldithiométhyles (2’-O-BnSSM) qui, grâce à leurs noyaux aromatiques, 
apportent de la lipophilie aux ARNs pour contrebalancer leur hydrophilie naturelle due aux 
phosphates (Figure 12D). Plusieurs groupements BnSSM ont été introduits à des positions 
variables des séquences. Les différents ARNs synthétisés ont permis de construire une série 
de siARNs modifiés dont la stabilité, le démasquage en milieu réducteur et l’activité biologique 
ont été évalués. Ces résultats sont exposés dans le chapitre I de ce manuscrit. La présentation 
des ARNs interférents et les travaux antérieurs effectués sur les prodrogues de siARNs sont 
également détaillés. 
3.2. Conjugaison à des petites molécules d’intérêt biologique 
Des petites molécules d’intérêt biologique ont été couplées sur la position 2’ 
d’oligonucléotides via des ponts disulfures pour favoriser un ciblage efficace du conjugué et 
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que les deux partenaires soient libérés en milieu réducteur pour être fonctionnels. Deux 
approches distinctes ont ainsi concentré notre attention : 
 La première s’inscrit dans la continuité du travail sur les siARNs, dans une optique de 
co-thérapie. De nombreuses stratégies de co-délivrance d’oligonucléotides et de drogues 
anticancéreuses ont été décrites, mais aucune n’existe avec un lien covalent entre les deux 
partenaires. La fixation d’une molécule anticancéreuse, la doxorubicine, à un siARN via des 
liens auto-immolables contenant des ponts disulfures a donc été effectuée. Ce caractère auto-
immolable permet la libération des deux composés natifs dans la cellule en milieu réducteur 
(Schéma 20). La synthèse de ces conjugués ARN-doxorubicine et l’étude de leurs propriétés 
sont décrites dans le chapitre II de ce manuscrit. 
 
Schéma 20 : Mécanisme de démasquage du siARN et de la doxorubicine en milieu réducteur 
 La seconde approche a pour but de développer une méthode de conjugaison d’ARNs 
avec des biomolécules qui permette la fixation d’une grande diversité de molécules par une 
réaction d’échange thiol-disulfure. Pour ce faire, la stratégie repose sur l’introduction dans un 
ARN, lors de la synthèse automatisée, d’un phosphoramidite d’une uridine modifiée en 
position 2’ par une fonction carbamate portant un lien contenant un pont disulfure activé, sur 
lequel peut ensuite réagir un thiol porté par une biomolécule. Plusieurs ARNs ont été couplés 
avec différentes biomolécules, telles que des sucres, des fluorophores, des drogues ou des 
vitamines (Schéma 21). La synthèse du phosphoramidite de l’uridine 2’-O-modifiée et la 
stratégie de conjugaison des différents composés, ainsi que leur devenir en milieu réducteur 
sont développés dans le chapitre III. 
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Schéma 21 : Conjugaison de biomolécules par réaction d’échange thiol-disulfure 
3.3.  Etude d’ARNs contraints par un lien à pont disulfure intrabrin 
Comme nous l’avons présenté dans la partie 2 de cette introduction, les liens disulfures 
se sont révélés très utiles pour effectuer des couplages entre des oligonucléotides et étudier 
la structure de ces assemblages. En revanche, ces liaisons disulfures ont été très peu utilisées 
pour lier deux nucléotides adjacents dans un même brin d’acide nucléique, afin d’introduire 
des contraintes ou une rigidité dans la structure.  
Dans une dernière partie de ce travail de thèse, nous avons exploité la possibilité 
d’introduire un lien diméthylène disulfure entre les positions 2’ de deux ribonucléotides 
adjacents par une réaction supportée.87  
+
+
F
 
Schéma 22 : Structures modifiées par un pont disulfure intrabrin 
L’effet de ce lien à pont S-S a été étudié dans un duplex d’ARN et dans des boucles de 
structures hairpins ARNs. En particulier, l’influence de ce pont disulfure a été étudiée sur 
l’équilibre hairpin - duplex d’un fragment d’ARN impliqué dans le cycle de réplication du HIV-
1. Le comportement en présence d’agents réducteurs a également été évalué (Schéma 22). 
Ces différents résultats sont présentés dans le chapitre IV de ce manuscrit.
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Introduction   
Dans ce chapitre, nous avons étudié la synthèse de prodrogues d’ARNs modifiées en 
position 2’ du ribose par des groupements contenant des ponts disulfures. Ces modifications 
labiles en milieu réducteur, comme le milieu intracellulaire, ont pour but d’améliorer les 
propriétés des ARNs qui les portent de manière à les utiliser comme outils biologiques ou 
thérapeutiques.  
Nous introduirons ce chapitre en rappelant le mécanisme d’ARN interférence et ses 
applications potentielles. Nous aborderons ensuite les difficultés rencontrées avec les ARNs 
interférents et l’intérêt de les modifier par une approche prodrogue. Nous décrirons ensuite 
la synthèse des phosphoramidites modifiés permettant d’introduire des modifications 
contenant des ponts disulfures et la stratégie de synthèse d’oligonucléotides ainsi modifiés. 
Leurs propriétés biophysiques et biochimiques seront ensuite étudiées, ainsi que leur 
démasquage en milieu réducteur. Enfin, leur évaluation biologique sur des modèles cellulaires 
permettra de déterminer la pénétration cellulaire et l’inhibition engendrées par ces siARNs 
modifiés. 
1. Le contexte biologique : l’ARN interférence 
1.1.  Présentation de l’ARN interférence 
L’ARN interférence (ARNi) est un mécanisme biologique d’inhibition post-
transcriptionnelle de l’expression des gènes.  Ce phénomène apparait suite à l’interaction d’un 
d’ARN double brin (ARNdb) avec un ARNm spécifique, engendrant sa dégradation et ainsi une 
diminution de sa traduction en protéines.  Une première observation a été effectuée en 1990 
par R. Jorgensen et al sur des pétunias.89   
En 1998, les groupes de C. Mello et A. Fire90 (Prix Nobel de Physiologie et de Médecine 
en 2006) ont mis en évidence des effets de co-suppression sur C. elegans et ont pu définir le 
mécanisme de l’ARN interférence : l’introduction d’ARN double brin (ARNdb) dans les cellules 
provoque l’extinction spécifique de l’expression de gènes cibles.  
La taille des ARNdb a également une influence. L’introduction de longs ARNdb dans 
des cellules de mammifères aboutit à une réaction immunitaire non spécifique et à la mort 
cellulaire par un phénomène appelé réponse interféron. Cette réponse immunitaire a été 
contournée avec succès en utilisant des ARNs courts. En effet, le groupe de T. Tuschl a montré 
en 200091 que ces longs ARNs étaient coupés dans la cellule en petits fragments d’ARNdb de 
21 à 23 nucléotides nommés siARNs. Ces derniers, testés sur des embryons de drosophiles92
et des cellules de mammifères93, ont abouti dans les deux cas à l’inhibition sélective du gène 
ciblé. Ces découvertes ont ainsi permis d’ouvrir un grand nombre de nouvelles perspectives 
de recherche.94 
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1.2.  Mécanisme de l’ARN interférence 
Les siARNs sont constitués de deux brins complémentaires constitués de 19 à 21 
nucléotides appariés, phosphorylés à l’extrémité 5’, et de deux ou trois nucléotides non 
appariés à l’extrémité 3’. Le mécanisme de l’ARN interférence se décompose en deux phases 
(Schéma 23).95 La première, la phase d’initiation, correspond à la production des siARNs à 
partir d’ARNdb après coupure par l’endoribonucléase Dicer. Cette enzyme possède entre 
autres un domaine de liaison à l’ARNdb, un domaine hélicase séparant les deux brins et deux 
domaines de types RNase III permettant la coupure de l’ARN.96  
 
Schéma 23 : Mécanisme de l’ARN interférence 
 La phase suivante est la phase effectrice, dans laquelle l’interaction des siARNs avec 
un complexe enzymatique multi-protéique nommé RISC (RNA-Induced Silencing Complex) 
aboutit à la dégradation des ARNs messagers.97 La première étape consiste en la séparation 
des deux brins du siARN pour ne garder que le brin antisens, complémentaire de l’ARNm ciblé.  
La discrimination du brin antisens est liée à la stabilité thermodynamique. D’après la 
littérature, le brin sélectionné est celui possédant la plus grande proportion de nucléosides A 
et U à l’extrémité 5’, engendrant une stabilité locale plus faible.98 Cette séparation est 
effectuée par une hélicase, et induit l’activation du complexe RISC. 99 Le brin antisens 
sélectionné par le complexe enzymatique est alors utilisé comme guide pour s’associer avec 
l’ARNm, par appariement des bases selon Watson-Crick.1 Le brin antisens se complexe avec 
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l’ARNm au niveau de la région de rupture, dite « seed region », située entre les nucléotides 2 
et 8. Cet ARNm est ensuite dégradé par une endonucléase incluse dans le complexe RISC, la 
protéine Argonaute 2, qui hydrolyse la liaison phosphodiester de l’ARNm au niveau des 10ème  
et 11ème nucléotides appariés à partir de l’extrémité 5’ du brin antisens.100 En conséquence, la 
traduction de cet ARNm est impossible, et la production de la protéine associée est réduite 
voire arrêtée. 
 Après dégradation de l’ARNm, le complexe RISC activé n’est pas dissocié, entraînant la 
réutilisation du brin antisens pour la dégradation de multiples ARNm, permettant une 
efficacité importante à partir de quantités très faibles de matériel injecté.101 Les dégradations 
peuvent être renforcées par l’utilisation de plusieurs siARNs différents ciblant le même ARNm, 
pouvant ainsi être sélectionné et dégradé par différents complexes RISC activés.  
1.3.  Synthèse des siARNs 
Quatre principales méthodes d’obtention des siARNs peuvent être distinguées 
(Schéma 24) :  
 
Schéma 24 : Méthodes de productions des siARNs 
Méthode 1 : La machinerie cellulaire est utilisée pour produire directement les siARNs 
à l’intérieur des cellules. Ces dernières sont transfectées par l’intermédiaire de plasmides à 
ADN dont la séquence a été prédéfinie.102 Ces plasmides doivent nécessairement être 
composés des séquences des siARNs (21-23 nucléotides), pouvant être répétées plusieurs fois. 
Ils doivent également comporter une séquence promotrice d’une polymérase et une 
séquence terminatrice, permettant sa transcription en ARN simple brin (Schéma 25). Le design 
doit être élaboré pour obtenir une séquence auto-complémentaire, et récupérer une 
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structure « short hairpin RNA » (shARN). Cette hairpin est ensuite coupée par l’enzyme Dicer, 
générant les siARNs fonctionnels.  
 
Schéma 25 : Structure des plasmides à ADN 
Méthode 2 : Par rapport à la méthode précédente, des particules lentivirales sont 
utilisées pour introduire des siARNs dans la cellule.103 La transfection, beaucoup moins 
invasive, permet une utilisation sur tout type de cellules. Une fois à l’intérieur, la production 
du siARN se fait selon le même mécanisme que la méthode 1. Ces deux premières méthodes 
permettent la production des siARNs directement au sein de la cellule. 
Méthode 3 : Les siARNs sont produits in vitro par une ARN polymérase. Cette dernière 
transcrit un ADN cible pour produire les brins ARNs sens et antisens qui seront ensuite 
hybridés pour former le siARN. Une méthode de transfection est ensuite utilisée pour faire 
pénétrer ce siARN à l’intérieur des cellules. 
Méthode 4 : Les siARNs peuvent enfin être efficacement préparés par synthèse 
chimique automatisée sur support solide. Cette méthode est particulièrement intéressante 
pour obtenir des oligonucléotides contenant des nucléosides modifiés. Ces derniers devront 
ensuite être hybridés puis introduits dans les cellules par différentes méthodes de 
transfection. Il s’agit de la méthode utilisée pour la synthèse des siARNs modifiés dans la suite 
de ce manuscrit.  
1.4.  Applications thérapeutiques et biologiques des siARNs 
Les altérations du génome peuvent être à l’origine de la synthèse de protéines mutées 
ou surexprimées. Ainsi, les siARNs sont rapidement devenus des outils biologiques de choix 
pour dégrader de grandes quantités d’ARNm et bloquer la production des protéines associées. 
Il s’agit donc d’une technique puissante et rapide pour caractériser des nouvelles cibles 
thérapeutiques potentielles en vue du développement de médicaments. En effet, l’ARN 
interférence repose sur un effet spécifique puisqu’elle se base sur l’appariement des bases 
des ARNs. Des siARNs peuvent également cibler simultanément des protéines de structures 
en partie similaires, grâce aux parties communes de leurs séquences respectives. La fonction 
de certaines protéines a ainsi été beaucoup plus aisément déterminée. 
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De nombreuses études visent à utiliser l’ARN interférence pour lutter contre 
l’expression de gènes viraux ou anormaux.  Ces dernières années ont été marquées par des 
investissements à la hausse de la part des industries pharmaceutiques dans ce domaine.13b, 104 
La première utilisation des siARNs in vivo a été réalisée par l’équipe d’E. Song en 2003. Ils ont 
présenté la possibilité de réduire, chez la souris, l’expression de la protéine Fas, impliquée 
dans la mort des cellules du foie en cas d’insuffisance hépatique.105 En effet, le foie est un 
organe intéressant étant donné son rôle physiologique central qui le rend plus accessible.106 
Plusieurs exemples de pathologies dans lesquels les siARNs présentent un potentiel 
intéressant ont été identifiés, et pourraient suivre l’exemple précurseur du patisiran 
(ONPATTRO™), le premier siARN ayant reçu une autorisation de mise sur le marché.13a, 107 En 
particulier, la persistance du siARN dans le RISC permet une action longue durée avec une 
fréquence d’administration plus faible. Cet effet a été notamment expérimenté sur la 
drépanocytose108 ou le déficit en alpha 1-antitrypsine.109 La recherche a également porté sur 
les traitements contre les virus, par exemple à la suite des dernières épidémies du virus Ebola 
en Afrique, aboutissant au développement de siARNs visant deux gènes du virus. 110 Le virus 
de l’immunodéficience humaine (VIH) est lui aussi une cible d’étude, dans le but de bloquer la 
production de protéines de capsides indispensables à la réplication du virus lors d’expériences 
in vitro. 111 
Enfin, une autre approche intéressante concerne l’utilisation de l’ARN interférence 
dans le cadre du traitement des cancers.112 De nombreuses tumeurs ont pour cause une 
surexpression de certaines protéines ou une division cellulaire trop importante.113 L’extinction 
de l’expression des gènes responsables serait donc une avancée importante dans laquelle 
l’ARNi semble particulièrement indiquée. 
1.5.  Limitation des ARNs interférents 
Les siARNs possèdent différentes applications très prometteuses. Néanmoins, 
plusieurs limitations freinent le développement de l’utilisation des siARNs non modifiés. Tout 
d’abord, des problèmes peuvent apparaître, non pas liés au siARN en lui-même, mais à la 
réaction biologique de l’hôte. Une trop grande concentration de siARNs engendre l’activation 
de gènes impliqués dans leur dégradation.114 Les réactions immunitaires provoquées par 
l’introduction de composés exogènes doivent également être considérées.115 Elles induisent 
une sécrétion d’interférons, de cytokines et d’interleukines impliqués dans des processus de 
mort cellulaire.116 
Ensuite, la séquence doit être spécifique et choisie avec soin pour obtenir une action 
ciblée, sans effets non spécifiques sur d’autres protéines.117 Par exemple, dans le cas de 
l’inhibition d’une protéine pathologique, l’oligonucléotide doit reconnaître spécifiquement 
l’ARNm codant pour la protéine mutée, tout en gardant une affinité faible pour l’ARNm non 
muté ou d’autres ARNs messagers. Cette contrainte est particulièrement importante pour 
l’industrie pharmaceutique. En effet, ces problèmes de non-sélectivité peuvent bloquer la 
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commercialisation de composés s’ils engendrent des effets secondaires trop importants lors 
des tests cliniques. 
De plus, les siARNs non modifiés présentent des difficultés pour pénétrer dans le 
cytoplasme des cellules. En effet, ce sont des macromolécules hydrophiles et chargées 
négativement par la présence des phosphates, rendant difficile le transport à travers les 
membranes cellulaires hydrophobes. Ainsi, les moyens de faciliter cette pénétration cellulaire 
sont largement étudiés.13b, 118 Les ARNs non modifiés sont également très sensibles aux 
nucléases, présentes en grande quantité dans le milieu extracellulaire et en particulier dans le 
sérum. La plupart des siARNs sont donc inutilisables car dégradés avant même d’avoir atteint 
les cellules cibles.  
Pour remédier à toutes ces limitations, développer des modifications chimiques des 
siARNs est nécessaire. Plusieurs stratégies ont été envisagées depuis une quinzaine d’années. 
La plus classique consiste à l’introduction de modifications permanentes sur la nucléobase, le 
sucre ou le lien internucléosidique.119 En rapport avec notre axe de recherche, seules les 
modifications introduites en position 2’ du ribose seront abordées dans ce chapitre. Les 
groupements en position 2’ permettent généralement d’augmenter les stabilités thermiques 
et enzymatiques des oligonucléotides, mais induisent souvent en conséquence une baisse de 
l’efficacité de mise en silence du gène. En effet, peu de modifications introduites sur le brin 
antisens, impliqué dans le mécanisme d’ARN interférence, ont eu un effet bénéfique. En 
particulier, l’introduction de groupements au niveau de la « seed region » se solde 
fréquemment par l’inefficacité du siARN. 
La position 2’ du ribose a été modifiée par différents groupements, dont les plus 
étudiés ont été présentés dans l’introduction générale, et présentent des résultats très 
variables. Une activité biologique a été démontrée pour des siARNs portant sur quelques 
positions des deux brins des modifications 2’F.120  Un résultat similaire a été obtenu en 
utilisant des siARNs mixtes portant des groupements 2’-O-Me sur le brin sens et 2’F sur le brin 
antisens. En revanche, les modifications 2’-O-MOE ou 2’-O-Me introduites sur le brin antisens 
n’ont pas engendré d’activité d’interférence significative, alors qu’elles sont tolérées sur le 
brin sens.121 L’équipe de M. Damha a également modifié le sucre, utilisant un arabinose à la 
place du ribose, pour synthétiser des mimes d’ARN 2ʹ-désoxy-2ʹ-fluoro-β-D-arabinonucleic 
acid (2’F-ANA)122 qui ont permis l’augmentation de la stabilité enzymatique.123 Il a également 
été prouvé que les 2’F-ANA introduits sur le brin antisens au niveau de la « seed region » 
permettent la conservation d’une activité biologique.124  
 L’activité biologique est donc sensible à la présence des modifications permanentes, 
ce qui est une limitation majeure vis-à-vis de leur utilisation. De nouvelles approches pour 
tenter d’améliorer l’efficacité des siARNs ont donc été envisagées.125  
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1.6.  Approche prodrogue d’ARNs interférents 
Une approche prodrogue, avec des modifications non-permanentes biolabiles en 
position 2’, s’est ainsi avérée particulièrement intéressante. L’intérêt réside dans le masquage 
et la protection temporaire des siARNs pour améliorer leur stabilité enzymatique et leur 
pénétration cellulaire (Schéma 26). Une fois les siARNs délivrés dans les cellules, les 
modifications sont éliminées sous l’action de stimuli présents dans le milieu intracellulaire 
(enzymes, glutathion,…) libérant progressivement dans la cellule le siARN non modifié qui 
pourra exercer sa fonction.126  
 
Schéma 26 : Stratégie prodrogue de siARN avec des modifications biolabiles en position 2’ du ribose 
2. Modification des ARNs interférents par des groupements biolabiles 
en position 2’ du ribose 
2.1.  Oligonucléotides modifiés par des groupements 2’-O-acétalesters et 2’-O-
thioacétalesters 
 Pendant une quinzaine d’années, notre équipe a travaillé sur le développement de 
prodrogues de siARNs portant des groupements biolabiles en position 2’. En particulier, les 
groupements acétalesters, dont la fonction ester peut être coupée dans les cellules par les 
estérases, ont été utilisés pour modifier les ARNs (Schéma 27).127 La coupure de la liaison ester 
engendre la formation d’un hémiacétal instable, qui permet de récupérer l’ARN non modifié 
par départ de formaldéhyde. Un mécanisme similaire intervient dans le cas des 
thioacétalesters, où l’hémithioacétal intermédiaire redonne l’ARN natif par départ de 
thioformaldéhyde. 
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Schéma 27 : Démasquage en présence d’estérases de fonctions 2’-OH portant des modifications 
acétalesters et thioacétalesters 
Les groupements 2’-O-acétyloxyméthyle (2’-O-AcOM), 2’-O-propionyloxyméthyle (2’-
O-PrOM), 2’-O-butyryloxyméthyle (2’-O-BuOM), 2’-O-pivaloyloxyméthyle (2’-O-PivOM), 2’-O-
isobutyryloxyméthyle (2’-O-iBuOM), 2’-O-acétylthiométhyle (2’-O-AcSM) et 2’-O-
pivaloylthiométhyle (2’-O-PivSM) ont été tout d’abord étudiés sur des modèles 
d’homopolymères d’uridines. Ils ont entrainé une amélioration de la stabilité enzymatique 
tout en possédant un caractère enzymolabile.127-128 Parmi ces sept modifications, le 
groupement PivOM a présenté les meilleures propriétés et a été sélectionné pour être 
incorporé sur le brin sens d’un siARN, afin d’évaluer sa capacité à inhiber l’expression des 
gènes.  
L’introduction de cinq groupements 2’-O-PivOM129 sur l’extrémité 5’ du brin sens a 
permis d’augmenter la stabilité enzymatique des siARNs et d’obtenir une meilleure inhibition 
de l’expression de la luciférase par rapport au duplex non modifié. Néanmoins, des études 
effectuées avec un siARN portant huit modifications 2’-O-PivOM à l’extrémité 5’ n’ont montré 
qu’une faible amélioration de la pénétration cellulaire, et en conséquence, une augmentation 
limitée de l’interférence ARN détectée.130  
Une seconde approche consistait donc à utiliser des groupements portant des charges 
positives, par exemple les 2’-O-2-aminométhyl-2-éthylbutyryloxyméthyle (2’-O-AMEBuOM),  
pour compenser les charges négatives portées par les phosphates.131 Leur incorporation dans 
des homopolymères d’uridines n’a pas apporté l’effet escompté en raison de l’instabilité 
chimique de la modification.  
De nouvelles études ont ensuite été effectuées sur un nouveau groupement 
acétalester plus lipophile que le groupe PivOM, le groupe 2’-O-phénylisobutyryloxyméthyle 
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(2’-O-PiBuOM), dans lequel un groupement méthyle du PivOM a été remplacé par un 
groupement phényle. Ces modifications, introduites sur le brin sens à l’extrémité 5’, ont 
amélioré la pénétration cellulaire et une inhibition a été obtenue sur le sarcome d’Ewing. En 
revanche, elles se sont révélées trop stables pour être enlevées par les estérases. Introduites 
sur le brin sens, elles peuvent être envisagées comme une aide au transport du brin antisens 
non modifié.130 Le projet sur les prodrogues d’ARN a été poursuivi par l’introduction de 
nouvelles modifications biolabiles avec des ponts disulfures en position 2’ du sucre. 
2.2.  Oligonucléotides modifiés par des groupements 2’-O-alkyldithiométhyles 
 Le pont disulfure S-S constitue une autre entité biolabile suscitant un intérêt pour 
modifier des oligonucléotides en position 2’par des groupements alkyldithiométhyles (RSSM) 
(Schéma 28). En présence d’agents réducteurs tels que le glutathion, le pont disulfure est 
coupé, formant un hémithioacétal instable, qui entraîne le départ spontané de 
thioformaldéhyde et la libération de l’ARN natif. Ce siARN non modifié libéré joue alors son 
rôle d’ARN interférant.
 
Schéma 28 : Démasquage en milieu réducteur des ARNs 2’-O-RSSM modifiés 
 Comme nous l’avons expliqué dans l’introduction générale, l’équipe de H. Urata a été 
la première à démontrer le démasquage de siARNs par coupure de groupements 
méthyldithiométhyles en position 2’ (2’-O-MDTM) en présence de glutathion (10 mM). Ces 
modifications à ponts S-S introduites dans un siARN ont permis une inhibition de l’expression 
du gène de la luciférase.132 Récemment, une interférence notable a été démontrée avec un 
siARN modifié sur le brin antisens par des groupes MDTM, alors qu’un ARN correspondant 
modifié par des groupes 2’-O-Me n’avait aucune activité biologique.133 
Ces résultats confirment donc le caractère biolabile des modifications MDMT dans le 
milieu réducteur intracellulaire et ainsi valident leur utilisation pour une potentielle approche 
prodrogue.86 Néanmoins, leur stratégie de synthèse présente deux limitations majeures. En 
effet, la synthèse a été effectuée après incorporation dans un ARN d’une uridine modifiée en 
position 2’ par un groupement 2,4,6-triméthoxybenzylthiométhyle, précurseur du groupe 2’-
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O-MDTM. La conversion s’effectue ensuite en présence de diméthyl(méthylthio)sulfonium 
tétraborate. (Schéma 29). Cette méthode est limitée car elle ne permet donc pas d’introduire 
d’autres modifications que le MDTM, avec un groupement méthyle sur le pont S-S. De plus, 
uniquement l’uridine 2’-O-MDTM a été préparée, limitant le nombre d’incorporations dans un 
oligonucléotide.  
Schéma 29 : Stratégie de synthèse des ARNs 2’-O-MDTM 
Dans le même objectif d’obtenir des ARNs modifiés en position 2’ par des groupes 
contenant un pont S-S, notre équipe a mis au point une stratégie de synthèse plus flexible, par 
une modification post-synthétique sur support solide.88 Des ARNs modifiés par différents 
groupements RSSM ont été préparés à partir de synthons uridine phosphoramidite 2’-O-
AcSM, précurseurs des 2’-O-RSSM, et 2’-O-PivOM commerciaux, précurseurs des nucléosides 
2’-OH (Schéma 30). 
 
Schéma 30 : Stratégie de synthèse des ARNs mixtes 2’-O-RSSM / 2’-OH et groupements RSSM 
introduits sur des siARNs 
Cette synthèse est basée sur une réaction d’échange thiol-disulfure entre un thiolate 
et un dérivé alkyldisulfanylpyridine, en présence de butylamine. L’augmentation du caractère 
électrophile de la liaison disulfure par la présence du motif S-pyridine favorise l’attaque du 
thiolate, entraînant le départ de la 2-thiopyridone comme sous-produit (Schéma 31). La 
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butylamine permet simultanément la déprotection des groupements cyanoéthyles (CNE) des 
phosphates. Un traitement à l’ammoniaque est ensuite utilisé pour enlever les protections 
basolabiles des bases A, C et G, couper le lien succinyle liant l’ARN au support solide et enlever 
les groupements PivOM pour uniquement conserver les modifications RSSM. Cette réaction 
présente l’avantage d’introduire une gamme variée de groupements R polaires ou lipophiles 
via un pont disulfure en position 2’-OH des quatre nucléotides. 
 
Schéma 31 : Mécanisme de la réaction d’échange thiol-disulfure 
Cependant, notre méthode de synthèse présente une limitation. Lorsque deux 
nucléosides 2’-O-AcSM sont adjacents dans un ARN, la formation d’un pont disulfure entre les 
positions 2’ des deux nucléosides a été remarquée. L’intérêt de ce pont disulfure entre deux 
nucléosides adjacents sera étudié dans le chapitre IV de ce manuscrit. La synthèse de 
prodrogues de siARNs mixtes 2’-O-RSSM / 2’-OH a donc été effectuée en positionnant les 
nucléosides modifiés séparés par au moins un nucléoside 2’-OH. 
L’introduction de quatre groupements RSSM sur le brin sens d’un siARN a amélioré sa 
stabilité enzymatique. De plus, ces groupements ont été facilement coupés en présence d’un 
agent réducteur.88 A la suite de ces premiers résultats prometteurs, nous avons choisi 
d’exploiter cette stratégie pour préparer et tester biologiquement des siARNs modifiés avec 
des groupements 2’-O-benzyldithiométhyles (BnSSM). En effet, nous avons pensé que la 
présence de groupes benzyles lipophiles pourrait favoriser la stabilité enzymatique et la 
pénétration cellulaire de la même façon qu’avec la modification PiBuOM, où un groupe 
méthyle du PivOM avait été remplacé par un groupe phényle.130 
3. Synthèse et évaluation de siARNs mixtes 2’-O-BnSSM / 2’-OH 
3.1.  Stratégie de synthèse des ARNs mixtes 
3.1.1. Présentation de la cible biologique 
Pour évaluer l’approche prodrogue de siARN, nous avons choisi de travailler sur un 
siARN ciblant une protéine impliquée dans le sarcome d’Ewing. Ce cancer est une forme rare 
de tumeur osseuse qui touche principalement les jeunes, avec une moyenne d’âge d’incidence 
d’environ 13 ans. La maladie a la particularité d’être à fort potentiel métastatique, engendrant 
rapidement une généralisation du cancer, et des taux de survie à 5 ans variant de 60% à 20% 
selon l’avancée au moment de la détection. La cause de la maladie est dans la plupart des cas 
une translocation entre deux chromosomes non homologues, donnant lieu à la production de 
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la protéine de fusion EWS-Fli1.134 Celle-ci permet l’activation des récepteurs membranaires 
IGF-1, impliqués dans la prolifération cellulaire, engendrant des divisions anormales à l’origine 
de la tumeur.135 
Cette cible biologique intéresse depuis plusieurs années le Dr. Jean-Rémi Bertrand, à 
l’Institut Gustave Roussy à Villejuif, avec qui nous collaborons pour tester les siARNs modifiés. 
Le siARN siEF-4 formé des ARNs 1 (brin sens siEF-4S) et 2 (brin antisens siEF-4AS), sur lequel 
nous avons travaillé, cible l’ARNm codant pour la protéine EWS-Fli1 (Tableau 1).  
N°  Séquence 5’ à 3’ 
1 Brin sens siEF-4S 5’GCA GCA GAA CCC UUC UUA UGA3’ 
2 Brin antisens siEF-4AS 5’AUA AGA AGG GUU CUG CUG CCC3’ 
Tableau 1 : Séquences des brins sens et antisens du siARN siEF-4 étudié 
3.1.2. Synthèse du réactif benzyldisulfanylpyridine 3 
L’introduction des modifications BnSSM sur les ARNs nécessite de préparer 
préalablement le réactif benzyldisulfanylpyridine 3. La réaction d’échange thiol-disulfure 
s’effectue à partir du phénylméthanethiol et de la 2,2’-dithiodipyridine dans le méthanol à 
température ambiante en 1 h 30 (Schéma 32).  
 
Schéma 32 : Préparation du réactif benzyldisulfanylpyridine 3 
 Après purification par chromatographie sur colonne, le produit 3 a été obtenu avec un 
rendement de 86%. 
3.1.3. Préparation des synthons 2’-O-acétylthiométhyles 
Pour introduire des modifications BnSSM à des positions choisies de la séquence 
d’ARN, les trois synthons phosphoramidites 2’-O-AcSM de l’adénosine, de la cytidine et de la 
guanosine ont été synthétisés par une procédure similaire à celle utilisée pour l’uridine 2’-O-
AcSM 4 décrite précédemment par notre équipe.136 Les amines présentes sur les nucléobases 
ont été protégées par un groupement acétyle (Ac) pour la cytidine et un groupement 
phénoxyacétyle (Pac) sur l’adénosine et la guanosine. 
La première étape de la synthèse consiste à l’introduction du groupement thioacétyle 
à partir des dérivés 2’-O-méthylthiométhyles (2’-O-MTM) des nucléosides A, C et G 5a-c 
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protégés  en position 5’ et 3’ par le groupe tétraisopropyldisiloxane-1,3-diyl (TIPS), décrit par 
Markiewicz, à partir d’une procédure décrite par notre équipe.127a Les composés 2’-O-MTM 
5a-b ont été activés par du chlorure de sulfuryle afin de former des intermédiaires 2’-O-
chlorométhyléthers 6a-b dans le DCM pour la cytidine et l’adénosine. Pour la guanosine 5c, 
du 4-chlorostyrène a été ajouté pour éviter des réactions secondaires sur la base lors de la 
formation de l’intermédiaire 6c. Ces intermédiaires 6a-c n’ont pas été isolés et ont été 
directement mis en présence de thioacétate de potassium et d’éther 18-couronne-6 pour 
former les nucléosides 2’-O-AcSM-3’-5’-O-TIPS 7a-c avec des rendements compris entre 60% 
et 73%. La déprotection des hydroxyles en 5’ et 3’ a été réalisée en milieu acide grâce au 
complexe triéthylamine trihydrofluorure (Et3N, 3HF) pour donner les nucléosides 2’-O-AcSM 
8a-c avec des rendements compris entre 70% et 88%. La protection de l’hydroxyle en 5’ des 
nucléosides 2’-O-AcSM 8a-c a ensuite été réalisée de manière classique avec un groupement 
diméthoxytriyle (DMTr) en présence de diisopropyléthylamine (DIEA) dans le DCM pour 
former les produits 2’-O-AcSM-5’-O-DMTr 9a-c avec des rendements de 73% à 87%. Enfin, la 
dernière étape de la synthèse a consisté en l’introduction de la fonction phosphoramidite en 
position 3’. Les composés 9a-c ont réagi avec la 2-cyanoéthyl-N,N-diisopropylchlorophosphine 
en présence de DIEA dans le DCM afin d’obtenir les phosphoramidites 2’-O-AcSM de C, A et G 
10a-c avec des rendements compris entre 68% et 84% (Schéma 33). 
 
Schéma 33 : Synthèse des synthons phosphoramidites  2’-O-AcSM 10a-c 
Les phosphoramidites 10a-c ont été obtenus en 4 étapes à partir des nucléosides 2’-O-
MTM-3’,5’-O-TIPS avec des rendements globaux de 26% pour la cytidine 10a, de 39% pour 
l’adénosine 10b et de 33% pour la guanosine 10c.  
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3.2.  Choix de la structure des différents ARNs partiellement modifiés 
Nous avons modifié les brins sens 1 et antisens 2 du siARN siEF-4, qui sont composés 
de 21 nucléotides dont 19 complémentaires. Pour évaluer l’influence du nombre et du 
positionnement des modifications BnSSM, la préparation de plusieurs ARNs a été envisagée 
(Tableau 2), possédant :  
- 4 modifications à l’extrémité 5’ (11 pour le brin sens et 15 pour le brin antisens) 
- 3 modifications à l’extrémité 3’ (12 pour le brin sens et 16 pour le brin antisens), 
- 3 modifications aux extrémités 5’ et 3’ (13 pour le brin sens et 17 pour le brin antisens)  
- 7 modifications réparties sur la séquence (14 pour le brin sens et 18 pour le brin antisens)  
 
Tableau 2 : Séquences et représentation schématique des brins siARNs 2’-O-BnSSM modifiés 
aCR, AR, GR, UR = 2’-O-BnSSM ribonucléotides; G, C, A, U = 2’-OH ribonucléotides 
b● = modification 2’-O-BnSSM 
3.3.  Synthèse des ARNs mixtes 2’-O-BnSSM / 2’-OH 
Les oligonucléotides 11 à 18 ont été obtenus en deux étapes. Dans un premier temps, 
les ARNs ont été assemblés sur support solide sur synthétiseur automatique 
d’oligonucléotides à l’échelle de la micromole à partir des phosphoramidites 2’-O-PivOM et 
2’-O-AcSM. 
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Schéma 34 : Stratégie de synthèse des ARNs mixtes 2’-O-BnSSM / 2’-OH 
Les conditions standards d’élongation d’ARN ont été utilisées : 180 s de couplage,      
160 s de capping, 15 s d’oxydation et 65 s de détritylation. Les rendements d’incorporation 
obtenus ont été supérieurs à 98% pour tous les phosphoramidites.  
Dans un deuxième temps, la transformation des dérivés 2’-O-AcSM en 2’-O-BnSSM a 
été réalisée sur l’ARN toujours accroché au support solide par la stratégie présentée 
précédemment (Schéma 34). Les oligonucléotides ont été traités avec 100 équivalents de 
réactif 3 par nucléoside 2’-O-AcSM (soit 400 équiv. pour 11 et 15, 300 équiv. pour 12 et 16, 
600 équiv. pour 13 et 17 et 700 équiv. pour 14 et 18) dans un mélange THF / BuNH2 (3:1, v/v) 
pendant 15 min. Le large excès de réactif 3 permet de favoriser l’introduction des 
groupements 2’-O-BnSSM par rapport à la formation de ponts disulfures interbrins.87 La 
dernière étape est une déprotection avec une solution d’ammoniaque pendant 3 h.  
  Les oligonucléotides bruts ont été analysés puis purifiés par HPLC échangeuse d’ions 
(IEX-HPLC) et caractérisés par spectroscopie de masse MALDI-TOF. Sur les chromatogrammes 
HPLC, les ARNs 2’-O-BnSSM / 2’-OH obtenus représentent des proportions variant de 35% à 
55% dans les bruts de déprotection, indiquant que la méthode est efficace pour obtenir les 
différents ARNs modifiés (Tableau 3). 
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Brin ARN 
m/z 
calculée 
m/z 
obtenuea 
ARN d’intérêtb 
(%) 
Quantités isoléesc 
(nmol) 
Sens 
11 7329,1 7328,7 35 35,5 
12 7160,8 7159,9 55 40,6 
13 7665,7 7664,2 50 27,9 
14 7834,0 7832,9 35 34,3 
Antisens  
15 7385,2 7384,1 42 31,3 
16 7216,9 7215,7 50 57,5 
17 7721,7 7719,6 42 36,1 
18 7890,0 7889,5 37 32,1 
Tableau 3 : ARNs 11 à 18 modifiés par les groupements 2’-O-BnSSM 
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC du brut de déprotection à 
260 nm  
cQuantités isolées après purification mesurées par spectrophotométrie à 260 nm à partir d’une synthèse à 
l’échelle de 1 µmol 
 
Une corrélation entre le nombre de modifications BnSSM et les quantités 
d’oligonucléotides isolées peut être identifiée. En effet, les meilleurs résultats sont obtenus 
pour les ARNs 12 (55% dans le brut, 40,6 nmol isolées) et 16 (50% dans le brut, 57,5 nmol 
isolées) portant trois modifications à l’extrémité 3’, et de moins bons résultats pour les ARNs 
13 (50% dans le brut, 27,9 nmol isolées), 14 (35% dans le brut, 34,3 nmol isolées), et 18 (37% 
dans le brut, 32,1 nmol isolées) portant six ou sept groupements BnSSM. 
Ce résultat s’explique par la formation incomplète du pont disulfure entre les thiolates 
et le dérivé benzyldisulfanylpyridine, entraînant la formation de sous-produits avec un ou 
plusieurs groupes BnSSM en moins. Sur la Figure 13, le chromatogramme HPLC et le spectre 
de masse MALDI-TOF montrent l’oligonucléotide 16 attendu, comportant trois modifications, 
présent à 50% et seulement 8% d’ARN avec un groupe BnSSM non incorporé. A l’inverse, pour 
l’ARN 14, contenant sept modifications (Figure 14), la proportion de l’oligonucléotide attendu 
est plus faible (35%), alors qu’une proportion plus importante de sous-produits comportant 
une (11%) ou deux (7%) modifications non incorporées est détectée. 
Après purification, les ARNs sont obtenus avec une grande pureté (Tableau 3). Les 
différentes synthèses montrent ainsi l’efficacité de la méthode d’introduction de 
modifications 2’-O-BnSSM alternées sur les siARNs.  
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Figure 13 : Chromatogramme IEX-HPLC et spectre MALDI-TOF du brut de déprotection (à gauche) et 
du produit purifié (à droite) de l’ARN 16 contenant trois modifications BnSSM 
 
 
Figure 14 : Chromatogramme IEX-HPLC et spectre MALDI-TOF du brut de déprotection (à gauche) et 
du produit purifié (à droite) de l’ARN 14 contenant sept modifications BnSSM 
3.4.  Evaluation des siARNs 2’-O-BnSSM modifiés 
En combinant les cinq brins sens, non modifié 1 et modifiés 11 – 14, et les cinq brins 
antisens, non modifié 2 et modifiés 15 – 18, 21 siARNs ont été formés et ont ensuite été 
évalués. Ils seront désignés sous la forme brin sens (1, 11, 12, 13 ou 14) / brin antisens (2, 15, 
16, 17 ou 18). Les différents tableaux de ce chapitre seront présentés de haut en bas avec : les 
duplex formés avec le brin antisens non modifié 2 (sens / 2) puis, formés avec le brin sens non 
modifié 1 (1 / antisens), formés avec le brin antisens 15 (sens / 15), avec le brin antisens 16 
(sens / 16), avec le brin antisens 17 (sens / 17) et enfin avec le brin antisens 18 (sens / 18). 
3.4.1. Stabilité thermique des siARNs modifiés  
L’incorporation de modifications dans un siARN peut perturber l’appariement des deux 
brins et ainsi entraîner une instabilité pouvant être problématique pour l’efficacité biologique. 
En particulier si la déstabilisation thermique du duplex est importante au point de ne plus 
former de duplex stables à la température physiologique de 37°C, le siARN n’existera plus sous 
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une forme active pouvant être reconnu par les complexes enzymatiques impliqués dans l’ARN 
interférence. 
Pour vérifier la stabilité des siARNs modifiés, des études de dénaturation thermique 
ont été effectuées par spectrophotométrie UV à 260 nm. En effet, l’association ou la 
dissociation de la double hélice, en réponse à un gradient de température, engendre une 
variation de l’absorbance : l’absorbance des deux brins dissociés est supérieure à celle des 
deux brins appariés, en raison d’un effet hyperchrome lors de la montée en température. La 
mesure de ces variations aboutit à une courbe d’allure sigmoïdale (courbe de fusion ou de 
dénaturation de l’ARN). Son point d’inflexion correspond à la température pour laquelle un 
mélange équimolaire entre les formes duplex et libres des deux brins est obtenu. Cette 
température de fusion, notée Tm (« melting temperature »), rend compte de la stabilité 
thermique du duplex (Figure 15).  
Nous avons étudié les stabilités thermiques de 21 duplex formés des brins sens 1 et 
11-14 et antisens 2 et 15-18 modifiés et non modifiés. Les différentes valeurs de Tm obtenues 
ont été déterminées grâce au maximum de leurs courbes dérivées respectives et comparées 
à celle du duplex non modifié 1 / 2. Les résultats sont calculés à partir de la moyenne des Tm 
de deux courbes d’hybridation et de deux courbes de fusion. Les valeurs sont rapportées dans 
le Tableau 4. 
 
Figure 15 : Exemples de courbes de dénaturation thermique obtenues lors de l’analyse des siARNs 
modifiés 
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Tableau 4 : Valeurs des Tm des siARNs modifiés avec les groupements 2’-O-BnSSM 
aValeur de Tm obtenu par spectrophotométrie UV à 260 nm. CARN = 1,5 µM, tampon = cacodylate de sodium 10 
mM, NaCl 100 mM pH 7. La valeur obtenue correspond à la moyenne de 2 cycles dénaturation / hybridation 
(gradient entre 0 °C et 90 °C). Erreur estimée : Tm = ± 0,5 °C 
b ΔTm = Différence entre la valeur de Tm du duplex et la valeur de Tm du duplex siEF 1 / 2 non modifié 
cValeur de ΔTm rapportée au nombre de modifications 2’-O-BnSSM portées par le duplex 
 
Tous les duplex étudiés présentent une courbe sigmoïdale avec une transition nette 
montrant une bonne coopérativité dans l’hybridation des brins sens et antisens, quels que 
soient le nombre et le positionnement des modifications (Figure 15).  A l’exception du duplex 
12 / 2 pour lequel une légère stabilisation (ΔTm = + 0,9 °C) est observée, tous les siARNs sont 
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moins stables que le siARN non modifié 1 / 2, de – 0,7 °C (pour 12 / 15) à – 14,6 °C (pour 11 / 
15). Cet effet est néanmoins à nuancer en considérant ces valeurs rapportées au nombre de 
modifications du siARN, la déstabilisation n’étant que d’environ 1 °C par modification. 
Une relation entre les déstabilisations et les positions des modifications a été 
identifiée. Les valeurs de ΔTm / modification autour de - 2 °C pour les duplex 11 / 2 et 11 / 15 
indiquent que les modifications à l’extrémité 5’ du brin sens sont plus déstabilisantes.  A 
l’inverse, la légère stabilisation du duplex 12 / 2 par rapport au duplex non modifié montre un 
effet bénéfique des modifications introduites à l’extrémité 3’ du brin sens. Cet effet n’est pas 
retrouvé avec le duplex 1 / 16 comportant le brin antisens modifié à l’extrémité 3’ et 
présentant un ΔTm / modification de – 1,2 °C. Les ARNs formés du brin sens 13, avec des 
modifications aux deux extrémités, affichent des valeurs de ΔTm / modification comprises 
entre -0,9 °C et – 0,2 °C. A l’inverse, les duplex formés du brin sens 11, avec des modifications 
uniquement à l’extrémité 5’, engendrent entre – 2,1 °C et – 0,8 °C de déstabilisation par 
modification. Ces résultats montrent que les modifications sur le brin sens du siARN du 
sarcome d’Ewing ont une influence importante sur la stabilité thermique des duplex. Les 
modifications à l’extrémité 3’ sont favorables, alors qu’à l’inverse, les modifications à 
l’extrémité 5’ sont déstabilisantes. 
Enfin, tous les duplex fortement modifiés, avec plus de dix groupements BnSSM 
répartis sur les deux brins, c’est-à-dire les siARNs 14 / 16, 11 / 17, 13 / 17, 14 / 17, 12 / 18, 13 
/ 18 et 14 / 18, ont des stabilités très similaires, avec des valeurs de ΔTm comprises entre -0,7 
°C et -0,8 °C, quel que soit leur positionnement sur les brins sens ou antisens. Ce résultat 
confirme la possibilité d’introduire un grand nombre de modifications BnSSM sur les siARNs 
en position 2’ tout en gardant une stabilité thermique satisfaisante. 
Toutes les valeurs de Tm sont supérieures à 60 °C, confirmant une stabilité thermique 
à 37 °C suffisante pour permettre l’évaluation des siARNs dans les cellules. 
3.4.2. Etude de la conformation des siARNs par dichroïsme circulaire 
Les empreintes spectrales des 21 siARNs ont été déterminées par dichroïsme circulaire. 
Cette technique de spectropolarimétrie permet de distinguer des différences de 
conformations de biomolécules telles que des peptides ou des acides nucléiques. Dans le cas 
des oligonucléotides, l’empreinte spectrale est spécifique de la nature de l’hélice des duplex : 
forme A pour des ARNs et forme B pour des ADNs. La détermination de la structure des siARNs 
modifiés est importante car la forme A est nécessaire pour engendrer l’ARN interférence dans 
la cellule. 
Nous avons comparé les siARNs modifiés au duplex 1 / 2 non modifié pour suivre les 
variations de la forme de l’hélice A. Cette empreinte est caractérisée par une bande positive 
intense autour de 265 nm et une bande négative intense autour de 210 nm. 
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Le maintien de la forme d’hélice A pour tous les duplex est observé, comme en 
attestent la conservation des bandes caractéristiques par rapport au duplex non modifié 
(courbe noire) (Figure 16). Néanmoins, une diminution de l’intensité de la bande positive à 
265 nm est à noter, en particulier pour les duplex 13 / 17, 13 / 18, 14 / 17 et 14 / 18 portant 
six ou sept modifications sur chaque brin. Il peut s’agir d’une conséquence du nombre 
important de modifications sur le duplex, engendrant un effet sur l’empilement des bases de 
l’ARN, tout en conservant la géométrie globale de l’hélice. 
 
Figure 16 : Spectres de dichroïsme circulaire des siARNs modifiés en comparaison avec le duplex non 
modifié 1 / 2 
CARN = 1,5 µM, tampon = cacodylate de sodium 10 mM, NaCl 100 mM pH 7. Moyennes de 2 mesures. Température 
d’analyse : 1 °C 
3.4.3. Etude de la stabilité des siARNs modifiés en présence de sérum  
Une limitation très problématique des siARNs naturels est leur sensibilité aux 
nucléases. Pour vérifier si les modifications BnSSM permettent l’augmentation de la stabilité 
enzymatique, les siARNs modifiés ont été incubés en présence de sérum afin de simuler les 
conditions enzymatiques extracellulaires. Les différentes analyses ont été effectuées par 
électrophorèse sur gel de polyacrylamide. En travaillant à pH constant, l’électrophorèse 
permet de séparer les échantillons en fonction de leur taille, et donc de distinguer des duplex 
selon leur longueur : les dégradations enzymatiques engendrent des siARNs plus courts, dont 
la migration est plus importante que celle du duplex de départ. La demi-vie des différents 
siARN est ensuite déterminée par quantification des bandes correspondantes au siARN intact. 
3.4.3.1. Etude en sérum humain 
La stabilité enzymatique a tout d’abord été évaluée après incubation des siARNs en 
présence de 10% de sérum humain pendant 8 h à 37 °C. L’analyse par électrophorèse a été 
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effectuée à différents temps d’incubation (1 min, 5 min, 15 min, 30 min, 60 min, 120 min, 240 
min, 480 min). Pour chaque analyse, une référence avec le duplex incubé en l’absence de 
sérum est également réalisée pour évaluer la dégradation chimique des ARNs. Les demi-vies 
sont compilées dans le Tableau 5. 
Comme attendu, le duplex non modifié 1 / 2 est très rapidement dégradé et possède 
une demi-vie inférieure à 5 min (Figure 17). Aucune amélioration de la stabilité n’est 
engendrée par les modifications à l’extrémité 5’, les duplex 11 / 15 (Figure 17), 11 / 2 ou 1 / 
15 portant ces modifications sont très rapidement dégradés et possèdent également une 
demi-vie inférieure à 5 min. Il a été rapporté qu’en sérum humain, la dégradation commence 
préférentiellement par l’extrémité 3’.137 L’absence d’amélioration de la stabilité due aux 
groupements BnSSM à l’extrémité 5’ uniquement est donc cohérente avec la littérature.  
En revanche, les modifications aux extrémités 3’ seules, aux deux extrémités ou 
réparties sur chaque brin des siARNs ont effectivement permis l’augmentation de la stabilité 
enzymatique. La plus grande résistance est obtenue pour le duplex 14 / 18, avec sept 
modifications sur chaque brin, qui présente une demi-vie de 316 min (Figure 17). Mis à part 
les siARNs formés des brins 11 ou 15 modifiés à l’extrémité 5’, un seul siARN (1 / 18) a subi 
une forte dégradation. Tous les autres duplex ont une demi-vie augmentée. En particulier, 
huit siARNs ont présenté des demi-vies supérieures à 1 h. 
 
Figure 17 : Gels d’électrophorèse et suivi de la dégradation en sérum humain des duplex non 
modifiés 1 / 2 et modifiés par des groupes BnSSM en 5’ 11 / 15 ou réparties sur la séquence 14 / 18 
Il a été rapporté dans la littérature des sites de coupure préférentiels des siARNs par 
les nucléases. En effet, les couples de nucléotides UA/AU sont décrits comme particulièrement 
sensibles aux enzymes. Modifier ces positions, en particulier sur l’uridine, améliore 
significativement la stabilité du siARN.138  Ce couple de nucléosides est présent sur le siEF-4 
d’intérêt (Figure 18). Les dégradations très rapides observées en sérum sur le siARN 11 / 15, 
qui ne possède aucun groupe BnSSM sur ces uridines, confirment cette observation. En 
revanche, les duplex (14 / 2, 12 / 16, 12 / 17, 13 / 17, 14 / 17, 12 / 18, 13 / 18, 14 / 18) 
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possédant une modification BnSSM sur cette uridine du brin sens montrent une nette 
amélioration de leur stabilité enzymatique. 
 
Figure 18 : Site sensible aux coupures par les nucléases sur la séquence du duplex siEF-4  
 
Tableau 5 : Demi-vies calculées pour les siARNs en présence de 10% de sérum humain ou de SVF 
a Calcul de la demi-vie sous l’hypothèse d’une cinétique enzymatique d’ordre 1 de la forme ! = "#$%& modélisée 
par Microsoft Excel. Coefficients de corrélation :  0,90' ( )* ( 1,00 
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Modélisation non effectuée pour les duplex trop rapidement dégradés par manque de points expérimentaux et 
pour les duplex trop stables (quantité de produit non dégradé > 50% après 8h) 
3.4.3.2. Etude en sérum de veau fœtal 
Pour conforter les résultats en sérum humain, nous avons étudié la stabilité des duplex 
en présence de 10% de sérum de veau fœtal (SVF), utilisé dans le milieu de culture des cellules 
A673 du sarcome d’Ewing lors des tests d’ARN interférence.   
Le siARN non modifié 1 / 2 et les siARNs modifiés 14 / 2, 12 / 16, 12 / 17, 13 / 17, 14 / 
17, 12 / 18, 13 / 18, et 14 / 18 présentant une demi-vie en sérum humain supérieure à 1 h ont 
été testés. Le siARN 11 / 15 avec une demi-vie inférieure à 5 min a également été sélectionné, 
pour comparer les résultats obtenus sur les huit duplex stables et un ARN rapidement 
dégradé. Comme précédemment, la stabilité de ces siARNs a été suivie par électrophorèse sur 
gel de polyacrylamide.  
Dans ces conditions, le duplex non modifié 1 / 2 est plus stable que dans le sérum 
humain, avec une demi-vie de 137 min (Figure 19, Tableau 5). Les siARNs apparaissent donc 
moins sensibles au SVF qu’au sérum humain, ce qui est un avantage pour les tests cellulaires, 
étant donné que les cellules sont cultivées dans ce sérum. Pour le duplex 11 / 15, instable dans 
le sérum humain, une dégradation très rapide est également observée avec une demi-vie 
inférieure à 5 min, indiquant une plus forte sensibilité aux nucléases que le duplex non 
modifié. Ce résultat confirme l’hypothèse que les modifications BnSSM à l’extrémité 5’ 
engendrent une modification déstabilisante (Figure 19). Cette tendance avait déjà été 
observée lors la mesure des températures de fusion, les modifications à cette extrémité étant 
responsables des plus fortes déstabilisations.  
Tous les autres siARNs sont plus stables dans le SVF que dans le sérum humain. Pour 
quatre duplex (14 / 2, 12 / 17, 14 / 17, 14 / 18), plus de 50% de l’ARN reste intact après 8 h 
d’incubation, confirmant la stabilisation déterminée en sérum humain par rapport au siARN 
non modifié. En particulier, pour le siARN 14 / 18, moins de 20% de dégradations sont 
observables après 8 h, démontrant une très grande stabilité dans ces conditions. 
Pour la suite des évaluations des siARNs modifiés, nous avons décidé de conserver 
uniquement les huit duplex avec une stabilité enzymatique fortement améliorée : 14 / 2, 12 / 
16, 12 / 17, 13 / 17, 14 / 17, 12 / 18, 13 / 18, 14 / 18. Un seul duplex (14 / 2) ne possédant 
aucun groupement BnSSM sur le brin antisens a été sélectionné. A l’inverse, tous les autres 
sont modifiés sur les brins sens et antisens, et permettent de comparer l’influence des 
groupements sur le brin antisens sur l’activité biologique d’ARN interférence.  
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Figure 19 : Gels d’électrophorèse et suivi de la dégradation en SVF des duplex non modifiés 1 / 2 et 
modifiés avec des modifications en 5’ 11 / 15 ou réparties sur la séquence 14 / 18 
3.4.4. Démasquage des siARNs en présence de glutathion 
Bien que l’augmentation de la stabilité des siARNs 2’-O-BnSSM modifiés soit un critère  
important dans l’efficacité de l’approche prodrogue, le démasquage des siARNs en milieu 
réducteur est primordial pour valider cette approche. Ainsi, les huit duplex sélectionnés ont 
été incubés à 37 °C en présence de glutathion (GSH) à 5,6 mM dans un tampon HEPES à pH 8 
pendant 24 h. Des prélèvements ont été réalisés à 1 min, 1 h, 2 h, 4 h et 8 h pour suivre le 
démasquage des siARNs par IEX-HPLC (Figure 20).  
Après 1 min, les chromatogrammes montrent la disparition du pic correspondant au 
siARN étudié, indiquant la coupure très rapide des ponts disulfures quel que soit le duplex. 
Cette coupure induit la libération des intermédiaires hémithioacétals, puis l’évolution pour 
régénérer le 2’-OH est très différente selon les duplex. Sur des durées inférieures à 2 h, peu 
de différences apparaissent. En revanche, à 4 h, les pics correspondants aux siARNs 
totalement démasqués sont peu présents (< 20%) (Figure 21). Des massifs de pics larges sont 
à noter et ont été caractérisés par spectrométrie de masse MALDI-TOF. Ils correspondent à 
des mélanges de molécules d’ARNs portant des hémithioacétals en diverses positions. En 
effet, à pH 8, la forme thiol SH, stable, est en équilibre avec la forme thiolate S-, pouvant 
expliquer la cinétique de départ lente du thioformaldéhyde.84, 88 Le duplex 12 / 16 fait 
néanmoins exception. Après 4h d’incubation avec le GSH, environ 90% de siARN non modifié 
est régénéré. Le faible nombre de modifications BnSSM sur le duplex et leur positionnement 
très éloigné (trois groupes à l’extrémité 3’ de chaque brin) favorisent le départ des 
groupements et explique la vitesse de démasquage rapide (Figure 21). 
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Figure 20 : Chromatogrammes IEX-HPLC des cinétiques de démasquage des siARNs sélectionnés dans 
5,6 mM de GSH dans un tampon (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0,05 mM EDTA, 7,5 mM HEPES, pH 8)  
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Figure 21 : Démasquage des siARN modifiés après 4 h et 24 h d’incubation dans 5,6 mM de GSH dans 
un tampon (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0,05 mM EDTA, 7,5 mM HEPES, pH 8)  
A l’inverse, au regard des résultats après 24h, des différences significatives sont 
obtenues en fonction des siARNs. Par exemple, les duplex 14 / 2, 12 / 18 et 13 / 18, sont 
démasqués à plus de 80% alors que 12 / 17, 13 / 17 et 14 / 17 ne le sont qu’à 40%. Une 
exception est à noter pour 12 / 16, pour lequel la proportion de 2‘-OH diminue entre 4 h et  
24 h en raison d’un début de dégradation chimique du siARN, constaté à partir de 8 h.  
En étudiant plus en détail le positionnement des groupements BnSSM, l’efficacité du 
démasquage semble liée au nombre de modifications portées par des nucléotides appariés 
dans le duplex (Tableau 6). En effet, pour 14 / 2, présentant uniquement des modifications 
BnSSM sur le brin sens, 94% du siARN natif est récupéré après 24 h. De plus, les siARNs 13 / 
18 et 14 / 18, qui portent deux nucléotides appariés et modifiés en 2’ sont rapidement 
démasqués. En revanche, pour 12 / 17, 13 / 17 et 14 / 17, qui présentent respectivement trois, 
six et quatre nucléotides appariés modifiés, le démasquage est faible avec respectivement 
22%, 42% et 37%. 
Une explication possible à cette différence de démasquage des siARNs serait la 
formation de ponts disulfures interbrins à partir de deux hémithioacétals. Une telle liaison 
serait stable et moins accessible au glutathion, expliquant les difficultés de démasquage 
observées. Ce comportement pourrait induire une réponse biologique différée selon le 
positionnement et le nombre des modifications, en conséquence du temps requis pour 
récupérer les siARNs 2’-OH.  
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Tableau 6 : Nombre de modifications sur des nucléotides 2’-O-BnSSM appariés sur les duplex 
sélectionnés et proportions de siARN démasqué après 24 h 
3.4.5. Démasquage des siARNs en extraits cellulaires 
Le milieu cellulaire ne se compose pas uniquement de tampon contenant une forte 
concentration de glutathion. Pour conforter ces résultats, nous avons donc suivi par IEX-HPLC 
le devenir du duplex 12 / 16 après incubation dans des extraits cellulaires. Il s’agit du seul 
duplex sélectionné qui ne possède pas de modifications BnSSM sur des nucléosides appariés, 
empêchant ainsi la formation potentielle de liaisons interbrins. Deux lignées cellulaires 
humaines ont été utilisées : les cellules A673 du sarcome d’Ewing139 et les cellules Huh-7 issues 
d’une tumeur hépatique, qui contiennent théoriquement une forte concentration de 
glutathion.140  
Les milieux d’incubation ont été analysés par HPLC en utilisant au préalable une 
filtration en ligne par une technique mise au point au laboratoire.141 Dans un premier temps, 
le milieu réactionnel est injecté sur une pré-colonne C-18 phase inverse pour éliminer les 
protéines contenues dans les extraits cellulaires. Puis, à l’aide d’une vanne rhéodyne, les 
composés de nature nucléosidique fixés sur la colonne C-18 sont transférés sur une colonne 
analytique échangeuse d’ions afin de les séparer.   
Le duplex 12 / 16 a d’abord été incubé dans les extraits des cellules Huh-7 pendant 24 
h à 37 °C (Figure 22). Des prélèvements ont été réalisés après 1 min, 1 h, 3 h, 6 h et 24 h pour 
suivre l’évolution. Comme avec le glutathion, la disparition du pic correspondant au duplex de 
départ est rapidement observée, indiquant une coupure rapide des ponts disulfures. Un 
mélange d’intermédiaires hémithioacétals est obtenu, en quantités plus importantes qu’avec 
le glutathion seul, pouvant indiquer une cinétique de départ du thioformaldéhyde plus lente. 
Après 24 h, le duplex totalement démasqué n’est présent qu’à 10%, alors que les 
intermédiaires sont encore présents sur le chromatogramme. 
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Figure 22 : Chromatogrammes IEX-HPLC des cinétiques de démasquage du siARN 12 / 16 incubés 
dans les extraits cellulaires des cellules Huh-7 (à gauche) et A673 (à droite) 
La même expérience a été réalisée sur le duplex 12 /16 avec les extraits des cellules 
A673 du sarcome d’Ewing (Figure 22). La cinétique de démasquage est beaucoup plus rapide 
puisque le pic du siARN totalement démasqué représente 51% après uniquement 6 h. Cette 
proportion augmente même à 72% après 24 h. Ce résultat est cohérent avec ceux obtenus en 
présence de 5,6 mM de glutathion en milieu tamponné. Le démasquage plus efficace dans les 
cellules A673 semble indiquer une différence de composition ou de concentration en 
glutathion des deux extraits. Cependant, ce résultat a permis de démontrer qu’en extraits 
cellulaires, le démasquage a lieu, en particulier avec les cellules A673 de notre cible 
biologique, et ainsi d’envisager de tester l’activité des siARNs modifiés en cellules. 
3.5. Evaluation biologique des différents siARNs sélectionnés 
Dans le cadre de notre collaboration avec le Dr. Jean-Rémi Bertrand, les huit siARNs 
sélectionnés (14 / 2, 12 / 16, 12 / 17, 13 / 17, 14 / 17, 12 / 18, 13 / 18 et 14 / 18) ont été testés 
sur l’inhibition de l’expression de la protéine EWS-Fli1 du sarcome d’Ewing. Le duplex 11 / 15, 
le plus instable en sérum, a également été testé pour évaluer l’influence de la stabilité 
enzymatique sur la réponse biologique. 
3.5.1. Activité en présence d’agents de transfection 
Nous avons tout d’abord étudié l’inhibition de l’expression de EWS-Fli1 par les cellules 
A673 en présence d’un agent de transfection. Les siARNs ont été utilisés à une concentration 
de 50 nM, en présence de Lipofectamine 2000®, un agent de transfection formant des 
liposomes cationiques, capables de se lier par interaction électrostatique avec les 
oligonucléotides chargés négativement pour les aider à traverser efficacement les membranes 
cellulaires.142 La capacité d’inhibition des siARNs a été mesurée après 24 h par RT-qPCR 
(reverse transcription quantitative polymerase chain reaction). Cette technique permet 
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d’évaluer l’inhibition apportée par les siARNs en dosant quantitativement les ARNm présents 
dans la cellule. Après 24 h d’incubation, les cellules ont été lysées et les ARNs récupérés ont 
été retranscrits en ADN, en utilisant l’enzyme transcriptase inverse. Ensuite, ils ont été 
amplifiés par PCR en utilisant une amorce spécifique de la séquence de l’ADN codant pour la 
protéine EWS-Fli1.  
Dans ces conditions, le siARN non modifié 1 / 2 montre 80% d’inhibition de l’expression 
de EWS-Fli1. Tous les siARNs modifiés, y compris le duplex le moins stable 11 / 15, ont une 
activité biologique, comprise entre 68% pour 14 / 18 et 88% pour 14 / 2 (Figure 23). L’activité 
de tous les siARNs tend à confirmer leur démasquage effectif dans les cellules. Ces résultats 
sont en accord avec ceux obtenus par Urata et al.132, qui a aussi décrit une activité avec des 
siARNs aux deux brins modifiés, et en particulier sur le brin antisens impliqué dans le complexe 
RISC.  
 
Figure 23 : Expression de l’ARNm codant pour EWS-Fli1 dans les cellules incubées avec les siARNs en 
présence de Lipofectamine® 
CARN = 50 nM, transfection avec de la Lipofectamine® dans du milieu OptiMEM sans sérum puis une incubation 
dans le milieu DMEM 10% SVF 
Témoin correspondant à l’expression de l’ARNm sans traitement des cellules 
Expressions exprimées en pourcentage du témoin obtenu avec des cellules non traitées, mesurées en triplicat et 
normalisées par l’expression de la G3PDH  
Temps de transfection : 2 h ; temps d’incubation : 24 h 
Le siARN 14 / 2, présentant la meilleure activité, ne possède toutefois pas de 
modifications sur le brin antisens. Cette réponse biologique peut s’expliquer par la 
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disponibilité immédiate du brin antisens pour le complexe RISC. A l’inverse, le duplex le moins 
actif est le siARN 14 / 18 portant le plus grand nombre de modifications (14), avec sept 
groupements BnSSM sur le brin sens et le brin antisens. Une explication potentielle est la 
cinétique de démasquage plus lente pour récupérer le siARN natif qui doit exercer son action 
d’inhibition dans les cellules.  
3.5.2. Activité en l’absence d’agents de transfection 
Pour évaluer l’apport des modifications BnSSM sur une amélioration de la pénétration 
cellulaire des siARNs, les mêmes expériences ont été réalisées en absence de Lipofectamine®. 
L’expression de EWS-Fli1 a une nouvelle fois été mesurée par RT-qPCR après 24 h d’incubation, 
avec une concentration de 500 nM en siARNs.  
Dans ces conditions, le siARN naturel 1 / 2 ne montre pas d’activité significative, 
corroborant l’incapacité des siARNs non modifiés à pénétrer dans les cellules sans agent de 
transfection. De même, les siARNs modifiés 12 / 16, 12 / 17, 13 / 17, 12 / 18, 13 / 18 et 14 / 
18 ne démontrent pas de résultats d’interférence notables. En revanche, les duplex 14 / 2 et 
14 / 17, comportant le même brin sens 14 avec sept modifications BnSSM, présentent 
respectivement des inhibitions de 50% et 30% (Figure 24).  
 
Figure 24 : Expression de l’ARNm codant pour EWS-Fli1 dans les cellules incubées avec les siARNs en 
absence d’un agent de transfection 
CARN = 500 nM, incubation dans le milieu DMEM 10% SVF 
Témoin correspondant à l’expression de l’ARNm sans traitement des cellules 
Expressions exprimées en pourcentage du témoin obtenu avec des cellules non traitées, mesurées en triplicat et 
normalisées par l’expression de la G3PDH 
Temps d’incubation : 24 h 
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Comme le siARN 14 / 2 est le plus actif en présence de Lipofectamine®, nous pouvons 
supposer que les sept groupements BnSSM présents sur le brin sens 14 apportent la lipophilie 
nécessaire au siARN pour faciliter sa pénétration cellulaire. Cet effet est cohérent avec des 
résultats antérieurs du laboratoire, dans lesquels les modifications lipophiles acétalesters 2’-
O-PiBuOM, introduites sur le brin sens uniquement, permettaient une augmentation de la 
pénétration cellulaire du siARN et le maintien de l’activité biologique.130 Néanmoins, 
l’inhibition est largement inférieure à celle détectée en présence d’un agent de transfection. 
 De plus, pour le même brin sens 14, des résultats variables sont obtenus selon le 
nombre de modifications sur le brin antisens. En comparant les trois siARNs avec ce brin 14, 
14 / 2 (aucune modification sur le brin antisens), 14 / 17 (six modifications sur le brin antisens) 
et 14 / 18 (sept modifications sur le brin antisens), des inhibitions respectives de 50%, 25% et 
18% sont obtenues. Le pourcentage d’inhibition est décroissant avec l’augmentation du 
nombre de groupes BnSSM. Ces résultats confortent l’hypothèse que la cinétique de 
démasquage joue un rôle important dans l’efficacité. Urata et al. ont observé que des siARNs 
avec des groupements 2‘-O-MDTM présentaient la meilleure activité après 96 h 
d’incubation.133 Ainsi, l’activité de ces trois siARNs a été mesurée après des temps 
d’incubation plus longs (Figure 25). 
  
 
Figure 25 : Expression à 24 h et 48 h de l’ARNm codant pour EWS-Fli1 dans les cellules incubées avec 
les siARNs 14 / 2, 14 / 17 et 14 / 18 en absence d’agents de transfection 
CARN = 500 nM, incubation dans du milieu DMEM 10% SVF 
Expressions exprimées en pourcentage du témoin obtenu avec des cellules non traitées, mesurées en triplicat et 
normalisées par l’expression de la G3PDH 
Temps d’incubation : 24 h ou 48 h 
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 Dans un premier temps, pour vérifier si une durée de démasquage plus longue permet 
de libérer les brins antisens non modifiés pour une action à plus long terme, l’inhibition a été 
remesurée à 24 h mais également à 48 h. 
Lors de cette expérience, après 24 h d’incubation, des résultats similaires ont été 
obtenus, avec des inhibitions légèrement meilleures, de 65% pour 14 / 2 à 17% pour 14 / 18. 
A l’inverse, les différences d’activité sont beaucoup moins marquées après 48 h (Figure 25). 
En effet, le siARN 14 / 2 présente une baisse d’efficacité à 48 h, avec une inhibition de 
seulement 42% contre 65% à 24 h. En revanche, pour les deux autres siARNs, l’inhibition à 48 
h est maintenue avec environ 25% pour 14 / 18 et 40% pour 14 / 17.  
Deux conclusions peuvent être tirées de ce résultat. Tout d’abord, le duplex 14 / 2 avec 
le brin antisens non modifié est immédiatement utilisable par le RISC, et induit ainsi 
rapidement une activité notable à 24 h. La dégradation enzymatique dans la cellule entraîne 
ensuite la baisse d’activité détectée à 48 h. A l’inverse, la conservation de l’efficacité entre 24 
h et 48 h pour les duplex modifiés sur le brin antisens 14 / 18 et 14 / 17 tend à confirmer que 
la cinétique de démasquage lente induit une réponse biologique à plus long terme.  
3.5.3. Evaluation des siARNs avec sept modifications sur le brin sens   
3.5.3.1. Etude de la toxicité des siARNs 
La cytotoxicité des duplex 14 / 2, 14 / 17 et 14 / 18  a été évaluée en utilisant un test 
MTT. Ce dernier consiste en une méthode rapide de comptage du nombre de cellules vivantes, 
permettant d’évaluer si la présence d’inhibiteurs potentiels réduit le nombre de cellules. Les 
siARNs ont été incubés pendant 24 h en présence des cellules, avant que ces dernières ne 
soient mises en réaction avec le sel tétrazolium MTT (bromure de 3-(4,5-diméthylthiazol-2-yl)-
2,5-diphényl tétrazolium) pendant 3 h. Dans les cellules vivantes, le sel tétrazolium est réduit 
par une déshydrogénase mitochondriale, engendrant une coloration bleue proportionnelle au 
nombre de cellules vivantes. Après lyse des cellules, un dosage à 570 nm est réalisé. 
Le duplex non modifié 1 / 2 ne présente aucune toxicité pour les cellules (Figure 26). A 
l’inverse, les trois siARNs modifiés entraînent une légère diminution de la viabilité cellulaire, 
entre 5% et 35%. Le duplex 14 / 18, avec sept modifications BnSSM sur chaque brin, présente 
la plus forte diminution (35%). Aucun effet cytotoxique majeur n’est néanmoins détecté, 
confirmant la possibilité d’utiliser ces siARNs modifiés dans les cellules.  
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Figure 26 : Comparaison de la viabilité des cellules A673 par test MTT après 24 h d’incubation avec 
les siARNs 1 / 2, 14 / 2, 14 / 17 et 14 / 18  
CARN = 500 nM, incubation dans le milieu DMEM 10% SVF 
Résultats exprimés en pourcentage du témoin obtenu avec des cellules non traitées 
 Résultat moyen de six mesures 
3.5.3.2. Synthèse des siARNs modifiés marqués avec de la Cy3 
Pour visualiser par microscopie électronique les siARNs dans les cellules, le brin sens 
modifié 19, avec sept modifications BnSSM comme le brin sens 14, et le brin sens non modifié 
20 ont été préparés avec le fluorophore Cyanine 3 (Cy3), introduit sous la forme du 
phosphoramidite commercial à leur extrémité 5’ (Tableau 7).  
Brin sens 
siEF-4S 
N° 
m/z 
calculée 
m/z 
obtenue a 
ARN d’intérêt b 
(%) 
Quantités isolées c 
(nmol) 
7 BnSSM 19 8360,5 8359,9 21 43 
Non modifié 20 7161,6 7161,1 60 96 
Tableau 7 : ARNs 19 et 20 marqués à l’extrémité 5’ par la Cy3  
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC du brut de déprotection à 
260 nm  
dQuantités isolées après purification mesurées par spectrophotométrie à 260 nm et 550 nm   (ε = 150000 M-1 
cm-1) à partir d’une synthèse à l’échelle 1 µmol 
3.5.3.3. Etude de la pénétration cellulaire par microscopie de fluorescence 
Les cellules A673 ont été incubées en présence des siARNs 19 / 2, 19 / 17 et 19 / 18 à 
une concentration de 500 nM dans du milieu de culture cellulaire, en présence de 10% de 
sérum de veau fœtal et sans agent de transfection. Après 3 h et 24 h d’incubation, les cellules 
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ont été observées par microscopie de fluorescence, en prenant pour référence le siARN non 
modifié 20 / 2.  
 L’analyse après 3h d’incubation montre qu’aucune fluorescence n’est obtenue avec le 
duplex non modifié 20 / 2, confirmant l’absence de pénétration cellulaire des siARNs non 
modifiés seuls. Par contre, les images de microscopie révèlent une coloration rouge assez 
uniforme dans toutes les cellules pour le siARN 19 / 2, ce qui démontre une pénétration 
cellulaire très efficace pour ce siARN non modifié sur le brin antisens. Une coloration plus 
faible est à noter pour les siARNs 19 / 17 et 19 / 18 comportant des groupements BnSSM sur 
le brin antisens. 
Ce résultat est cohérent avec les inhibitions mesurées précédemment, car il corrobore 
la meilleure activité obtenue avec le siARN 14 / 2 ne portant pas de modifications sur le brin 
antisens. Néanmoins, une pénétration cellulaire supérieure était attendue pour les deux 
autres siARNs 19 / 17 et 19 / 18 qui portent le double de modifications lipophiles BnSSM (13 
et 14). Une hypothèse pourrait être que la pénétration cellulaire est réduite à partir d’un 
certain seuil de lipophilie, en raison du blocage des siARNs dans les membranes cellulaires ou 
de problèmes au niveau de la sortie des endosomes.  
Après 24 h, une diminution de la fluorescence pour le duplex 19 / 2 (Figure 27) est 
observée, à nouveau en cohérence avec les résultats obtenus en interférence pour laquelle 
l’activité à 48 h a diminué par rapport à 24 h. Le renouvellement des protéines prenant 
plusieurs heures, un délai est nécessaire entre l’entrée dans les cellules et la détection d’un 
effet biologique. Une approximation possible consiste donc à considérer que le résultat de 
pénétration cellulaire à 3 h peut correspondre à l’activité à 24 h, et la pénétration à 24 h à 
l’activité à 48 h. Ainsi, le siARN 19 / 2 pénètre efficacement dans les cellules et engendre une 
réponse biologique rapide grâce au brin antisens natif. Ensuite, sous l’effet de dégradations 
enzymatiques, l’effet s’estompe, expliquant la baisse d’activité à 48h. De plus, après 
dissociation du duplex par le complexe RISC, le brin sens seul est plus sensible aux nucléases. 
Après dégradation, les résidus de brin sens modifié par la Cy3  peuvent donc être excrétés par 
la cellule entraînant une baisse de fluorescence. 
Pour les deux autres siARNs 19 / 17 et 19 / 18, les fluorescences restent similaires à celles 
obtenues à 3 h, confirmant des activités constantes entre 24 h et 48 h. La cinétique lente de 
démasquage des siARNs entraîne donc une réponse biologique différée. En effet, l’obtention 
des siARNs démasqués est progressive, induisant une incorporation sur le RISC plus faible mais 
étalée sur une période plus longue, contrairement au duplex 19 / 2 pour lequel un pic 
d’activité est atteint en moins de 24 h avant une décroissance. 
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Figure 27 : Images de fluorescence obtenues après 3 h et 24 h d’incubation des siARNs  
CARN = 500 nM, incubation à 37 °C dans le milieu DMEM 10% de SVF 
Coloration bleue des noyaux par le DAPI, marquage des siARNs en rouge 
 
 
Chapitre I : Synthèse de prodrogues de siARNs modifiées par des groupements  
2’-O-benzyldithiométhyles 
 
87 
 
4. Conclusion 
Dans ce chapitre, la synthèse de prodrogues de siARNs mixtes 2’-O-BnSSM / 2’-OH a 
été réalisée grâce à une méthode utilisant deux types de ribonucléosides phosphoramidites : 
des synthons 2’-O-PivOM comme précurseur des nucléosides 2’-OH et des synthons 2’-O- 
AcSM comme précurseur des groupements BnSSM contenant des ponts disulfures. Pour 
permettre une liberté totale dans le choix des modifications, les quatre phosphoramidites 2’-
O-AcSM des nucléosides U, A, G et C ont été synthétisés, autorisant l’introduction de 
modifications sur n’importe quelle position de l’ARN, en évitant d’avoir deux nucléosides 
adjacents porteurs de la modification pour ne pas former de pont disulfure intrabrin. Le 
groupement 2’-O-BnSSM a été sélectionné pour son apport de lipophilie aux ARNs, supposée 
favoriser la pénétration cellulaire des siARNs. 
Des siARNs modifiés ciblant l’ARNm d’une protéine impliquée dans le sarcome d’Ewing 
ont été synthétisés, avec des modifications 2’-O-BnSSM placées à l’extrémité 5’, à l’extrémité 
3’, aux deux extrémités ou réparties sur toute la séquence, avec des rendements et une pureté 
satisfaisante. Plusieurs siARNs formés de ces quatre brins sens et quatre brins antisens 
modifiés ont été obtenus.  
La stabilité thermique de ces 21 siARNs modifiés ainsi que leur structuration en hélice 
A ont été démontrées dans les conditions physiologiques. Leur stabilité enzymatique en sérum 
a permis de sélectionner huit siARNs possédant une résistance aux nucléases supérieure à        
1 h. Nous avons montré que ces siARNs étaient bien démasqués par l’action du glutathion, 
avec des cinétiques plus ou moins lentes selon les positions de groupes BnSSM dans le siARN. 
Il semblerait que la présence des modifications sur deux nucléotides appariés ne soit pas 
favorable à un démasquage rapide et efficace.  
De plus, les groupements BnSSM semblent bien éliminés dans les cellules car tous les 
siARNs modifiés sur les brins sens et/ou antisens ont inhibé efficacement la production de la 
protéine EWS-Fli1 après transfection dans les cellules avec la Lipofectamine®. Sans agent de 
transfection, le siARN avec le brin sens modifié par sept groupements BnSSM et le brin 
antisens non modifié a démontré la plus forte activité à 24 h, corroborée par la meilleure 
pénétration cellulaire. Pour deux autres siARNs comportant ce même brin sens et un brin 
antisens modifié,  l’activité biologique est similaire à 24 h et à 48 h, perdurant donc dans le 
temps, certainement en conséquence d’un démasquage lent des siARNs. Les pénétrations 
cellulaires de ces deux siARNs sont plus faibles mais constantes entre 3 h et 24 h, expliquant 
l’inhibition à plus long terme. 
A la vue des résultats obtenus, nous pouvons conclure que les siARNs modifiés par les 
groupements BnSSM remplissent les critères requis pour être des prodrogues de siARNs : ils 
sont stables dans les fluides biologiques, pénètrent sans agent de transfection dans les cellules 
où ils sont démasqués, et induisent une inhibition de l’expression de protéines avec peu 
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d’effet cytotoxique. Néanmoins, cette inhibition n’est pas obtenue dans tous les cas et est 
fortement dépendante de la position et du nombre de modifications dans le siARN, ce qui 
influence aussi l’efficacité de la pénétration cellulaire. Cependant, obtenir une activité 
biologique avec des siARNs modifiés sur le brin antisens est une avancée intéressante, mais 
les résultats de pénétration cellulaire confirment la nécessité d’un suivi à plus long terme, 
pour étudier les effets d’un démasquage lent.  
Ces travaux ont fait l’objet d’une publication dans le journal Bioorganic & Medicinal 
Chemistry (en annexe).143
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5. Partie expérimentale 
Cycle de synthèse supportée des oligonucléotides par la méthode aux phosphoramidites 
Le cycle de synthèse aux phosphoramidites utilisé se compose de quatre étapes successives : 
- Couplage : Lors de l’étape de couplage, l’oligonucléotide en formation possède un 
hydroxyle libre à son extrémité 5’. L’addition du phosphoramidite correspondant au 
nucléoside suivant en présence de benzylmercaptotétrazole (BMT) aboutit à la formation 
d’une liaison phosphite triester. Cette étape dure généralement une minute pour des 
ADNs et trois minutes pour des ARNs. 
- Capping : La réaction de couplage n’étant jamais totale, l’étape de capping permet de 
bloquer les hydroxyles n’ayant pas réagi, évitant ainsi de poursuivre la synthèse 
d’oligonucléotides comportant des délétions. Cette réaction est réalisée en 30 secondes 
avec de l’anhydride acétique pour les ADNs et 160 secondes avec de l’anhydride 
phénoxyacétique pour les ARNs. 
- Oxydation : Pour stabiliser la liaison phosphite triester obtenue lors du couplage, un 
traitement de 15 secondes avec une solution de diiode dans du tetrahydrofurane (THF) 
est effectuée, générant une liaison phosphate diester stable. 
- Déprotection : Un traitement à l’aide d’acide trichloroacétique permet la coupure du 
groupement diméthoxytrityle (DMTr) à l’extrémité 5’ pour récupérer un oligonucléotide 
5’-OH. L'efficacité d’incorporation est évaluée par une mesure spectrophotométrique ou 
conductimétrique de la quantité de cation 4,4’-diméthoxytrityle libéré. Le cycle est ensuite 
répété pour incorporer le nucléoside suivant. 
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General experimental procedures 
Pyridine and DIEA were distilled over calcium hydride and MeOH was distilled over sodium. 
All other anhydrous solvents are commercial and used as is. All reactions were performed in 
anhydrous conditions under argon. Thin-layer chromatographies (TLC) were performed on 
silica plate 60 F254 Merck and the different spots were revealed at 254 nm. Column 
chromatography purifications were performed on silica gel (40 - 63 µm) silica from Merck-
Millipore. NMR experiments were accomplished on a Bruker 400 spectrometer or a Bruker 
300 spectrometer at 20°C. HRMS analyses were obtained with electrospray ionization (ESI) in 
positive mode on a Q-TOF Micromass spectrometer. 
Analytical and semi-preparative high performance liquid chromatography were performed on 
a Dionex DX 600 HPLC system equipped with anion-exchange DNAPac PA 100 columns (4 x 
250 mm for analysis or 9 x 250 mm for semi-preparative purpose, Dionex), UV detection at 
260 nm. The following HPLC solvent systems were used: 20% CH3CN in 25 mM Tris-HCl buffer, 
pH 8 (buffer A) and 20% CH3CN containing 200 mM NaClO4 in 25 mM Tris-HCl buffer, pH 8 
(buffer B). Flow rates were 1.0 mL.min-1 and 4 mL.min-1 for analysis and semi-preparative 
purposes, respectively. MALDI-TOF mass spectra were recorded on a Voyager-DE 
spectrometer equipped with a N2 laser (337 nm) (Perseptive Biosystems, USA) or a Axima 
assurance spectrometer equipped with a N2 laser (337 nm) (Shimadzu Biotech) using 2,4,6-
trihydroxyacetophenone (THAP) as a saturated solution in a mixture of acetonitrile / 0.1 M 
ammonium citrate solution (1:1, v/v) for the matrix. Analytical samples were mixed with the 
matrix in a (1:5, v/v) ratio, crystallized on a stainless steel plate and analysed. UV 
quantifications of RNAs were performed on a Varian Cary 300 Bio UV / Visible spectrometer 
by measuring absorbance at 260 nm. 
Synthesis of benzyldisulfanylpyridine 3 (CAS 133616-49-6) 
To a stirred solution of 2,2’-dithiodipyridine (1.33 g,  6.04 mmol, 1.50 equiv) in 1:1 MeOH / 
DMF (50 mL), was added dropwise a solution of benzyl mercaptan (0.50 g, 4.03 mmol, 1.00 
equiv) in 8 mL of MeOH / DMF (1:1, v/v). The yellow mixture was stirred under argon 
atmosphere at room temperature for 30 minutes. Then the mixture was diluted with EtOAc 
(80 mL) and washed with saturated aqueous NaHCO3 (3 x 40 mL) and brine (40 mL). The 
organic layer was dried over anhydrous Na2SO4, filtered and concentrated under reduced 
pressure. The crude material was purified by silica gel column chromatography with a mixture 
of cyclohexane and EtOAc (80:20, v/v). The desired compound 3 was obtained as clear oil (759 
mg, 3.25 mmol, 81%). 1H-NMR (300 MHz, CDCl3) δ 8.43 (dq, J = 4.8 Hz, J = 2.4 Hz, 1 H, Hpyridyl) ; 
7.54 - 7.50 (m, 2 H, Hpyridyl) ; 7.32 - 7.20 (m, 5 H, Haro) ; 7.09 (ddd, J = 6.3 Hz, J = 4.8 Hz, J = 2.4 
Hz, 1 H, Hpyridyl) ; 4.02 (s, 2 H, CH2). 13C-NMR (100 MHz, CDCl3) δ 160.0 (Cq) ; 149.3 (Cpy) ; 136.8 
(Cpy) ; 136.5 (Cq) ; 129.3, 128.5, 127.6 (Carom) ; 120.5 (Cpy) ; 119.6 (Cpy) ; 43.7 (CH2). HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C12H11NS2 [M + H]+ 234.0411, Found 234.0410. 
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Synthesis of 2’-O-AcSM-3’,5’-O-TIPS cytidine 7a 
To a solution of 2’-O-methylthiomethyl-3’,5’-O-(tetraisopropyldisiloxane-1,3-diyl) cytidine 5a 
(3.00 g, 5.11 mmol, 1.0 equiv) in dry CH2Cl2 (34 mL) was added dropwise under argon a 1.0 M 
SO2Cl2 solution in CH2Cl2  (8.00 mL, 7.67 mmol, 1.5 equiv). The mixture was stirred for 1.5 h at 
room temperature. After completion of the reaction, the chloromethylether derivative 6a was 
obtained as brown foam after evaporation of the solvent and was directly used in the next 
step. 18-crown-6 (18-C-6) (1.01 g, 3.83 mmol, 0.75 equiv) was added to potassium thioacetate 
(1.00 g, 8.79 mmol, 1.72 equiv) solution in CH2Cl2 (13 mL). The solution was added dropwise 
to the chloromethyl ether derivative in dry CH2Cl2 (13 mL). After stirring at room temperature 
for 3 h, the mixture was evaporated and diluted in EtOAc. The solution was filtered and 
washed with water. The aqueous layer was then extracted with EtOAc. The organic layer was 
washed with brine and dried over anhydrous Na2SO4. The solvent was concentrated under 
reduced pressure. The crude material was purified by silica gel column chromatography with 
cyclohexane/EtOAc (7:3, v/v). The desired compound 7a was obtained as white foam (1.89 g, 
3.07 mmol, 60%). 1H-NMR (400 MHz, CDCl3) δ 10.06 (s, 1 H, NH) ; 8.26 (d, J = 7.6 Hz, 1 H, H6) ; 
7.41 (d, J = 7.2 Hz, 1 H, H5) ; 5.79 (s, 1 H, H1’) ; 5.46, 5.35 (2dAB, JAB = 11.2 Hz, 2 H, OCH2S) ; 4.25 
(d, J = 13.6 Hz, 1 H, H5’) ; 4.16 - 4.07 (m, 3 H, H2’, H3’, H4’) ; 3.96 (dd, J = 13.6 Hz, J = 2.0 Hz, 1 H, 
H5’’) ; 2.36 (s, 3 H, SCOCH3) ; 2.28 (s, 3 H, CH3 Ac) ; 1.09 - 0.98 (m, 28 H, iPr).  13C-NMR (100 
MHz, CDCl3) δ 194.2 (SC=O) ; 171.0 (C=O) ; 162.9 (C=O), 144.3 (C6) ; 96.3 (C5) ; 89.5 (C1’) ; 81.9 
(C4’) ; 80.7 (C2’) ; 69.9 (OCH2S) ; 67.3 (C3’) ; 59.3 (C5’) ; 30.9 (SCOCH3) ; 24.9 (CH3) ; 17.4-16.8 
(CH3, iPr) ; 13.4 - 12.5 (CH, iPr). HRMS (ESI+) m/z calcd for C26H45N3O8Si2S [M + H]+ 616.2544, 
Found 616.2550. 
Synthesis of 2’-O-AcSM-3’,5’-O-TIPS adenosine 7b  
Using the same procedure as for the synthesis of 7a, starting from 5b (7.52 g, 10.70 mmol), 
compound 7b was obtained as a white foam (5.69 g, 7.78 mmol, 73%). Purification conditions: 
silica gel column chromatography with cyclohexane / EtOAc (6/4, v/v). 1H-NMR (400 MHz, 
CDCl3) δ 9.48 (s, 1 H, NH) ; 8.75 (s, 1 H, H2) ; 8.26 (s, 1 H, H8) ; 7.36 - 7.03 (m, 5 H, Haro) ; 6.02 
(s, 1 H, H1’) ; 5.37 (s, 2 H, OCH2S) ; 4.87 (s, 2 H, CH2 PAC) ; 4.83 (dd, J = 9.6 Hz, J = 5.4 Hz, 1 H, 
H3’) ; 4.54 (d, J = 4.8 Hz, 1 H, H2’) ; 4.18 (dd, J = 13.2 Hz, J = 1.2 Hz, 1 H, H5’) ; 4.11 (dt, J = 9.2 Hz, 
J = 2.0 Hz, 1 H, H4’); 4.01 (dd, J = 13.2 Hz, J = 2.4 Hz, 1 H, H5’’) ; 2.32 (s, 3 H, CH3) ; 1.10 - 1.06 
(m, 28 H, iPr). 13C-NMR (100 MHz, CDCl3) δ 194.2 (SC=O) ; 166.6 (C=O) ; 157.0 (Cq PAC) ; 152.5 
(C2) ; 150.9 (C4) ; 148.3 (C6) ; 141.8 (C8) ; 129.8, 122.4, 115.0 (Caro) ; 122.9 (C5) ; 88.6 (C1’) ; 81.6 
(C4’) ; 80.5 (C2’) ; 70.2 (OCH2S) ; 69.3 (C3’) ; 68.1 (CH2 PAC) ; 59.8 (C5’) ; 30.9 (CH3) ; 17.4-16.9 
(CH3 iPr) ; 13.4-12.6 (CH iPr). HRMS (ESI+) m/z calcd for C33H49N5O8Si2S [M + H]+ 732.2919, 
Found 732.2924. 
Synthesis of 2’-O-AcSM-3’,5’-O-TIPS guanosine 7c  
To a solution of 2’-O-methylthiomethyl-3’,5’-O-(tetraisopropyldisiloxane-1,3-diyl) guanosine 
5c (6.67 g, 9.26 mmol, 1.0 equiv) in dry CH2Cl2 (100 mL) was added dropwise under argon a 
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1.0 M SO2Cl2 solution in CH2Cl2  (11.10 mL, 11.10 mmol, 1.2 equiv) and 4-chloro-styrene (1.23 
mL, 10.19 nmol, 1.1 eq). The mixture was stirred for 1 h at room temperature. After 
completion of the reaction, the chloromethylether derivative 6c was obtained as brown foam 
after evaporation of the solvent and was directly used in the next step. 18-C-6 (1.84 g, 6.95 
mmol, 0.75 equiv) was added to a CH2Cl2 (25 mL) potassium thioacetate solution (1.82 g, 15.93 
mmol, 1.72 equiv). The solution was added dropwise to the chloromethyl ether derivative in 
dry CH2Cl2 (50 mL). After stirring at room temperature for 2 h, the mixture was evaporated 
and diluted in EtOAc. The solution was filtered and washed with water. The aqueous layer was 
then extracted with EtOAc. The organic layer was washed with brine and dried over anhydrous 
Na2SO4. The solvent was concentrated under reduced pressure. The crude material was 
purified by silica gel column chromatography with CH2Cl2 / MeOH (99:1, v/v). The desired 
compound 7c was obtained as white foam (4.52 g, 6.04 mmol, 65%). 1H-NMR (400 MHz, CDCl3) 
δ 11.84 (s, 1  H, NH) ; 9.60 (s, 1 H, NH) ; 8.01 (s, 1 H, H8) ; 7.36 - 6.97 (m, 5 H, Haro) ; 5.88 (s, 1 
H, H1’) ; 5.48, 5.39 (2dAB, JAB = 11.2 Hz, 1 H + 1 H, OCH2S) ; 4.72 (s, 2 H, CH2 PAC) ; 4.44 (dd, J = 
9.2 Hz, J = 4.4 Hz, 1 H, H3’) ; 4.33 (d, J = 4.4 Hz, 1 H, H2’) ; 4.19 (d, J = 13.2 Hz, 1 H, H5’) ; 4.11 (dt, 
J = 9.3 Hz, J = 2.0 Hz, 1H, H4’); 3.98 (dd, J = 13.2 Hz, J = 2.4 Hz, 1 H, H5’’) ; 2.26 (s, 3 H, CH3) ; 1.09 
- 0.99 (m, 28 H, iPr). 13C-NMR (100 MHz, CDCl3) δ 194.7 (SC=O) ; 169.8 (C=O) ; 156.5 (Cq PAC) ; 
155.2 (C6) ; 146.6 (C4) ; 146.4 (C8) ; 136.7 (C2) ; 129.9, 122.9, 114.9 (Caro) ; 122.2 (C5) ; 87.8 (C1’) ; 
81.7 (C4’) ; 80.9 (C2’) ; 70.2 (OCH2O) ; 68.6 (C3’) ; 67.0 (CH2 PAC) ; 59.6 (C5’) ; 30.8 (CH3) ; 17.4 - 
16.8 (CH3iPr) ; 13.4-12.5 (CHiPr). HRMS (ESI+) m/z calcd for C33H49N5O9Si2S [M + H]+ 748.2868, 
Found 748.2869. 
Synthesis of 2’-O-AcSM cytidine 8a  
To a solution of 7a (3.58 g, 5.82 mmol, 1.0 equiv) in anhydrous THF (83 mL) was added Et3N-
3HF solution (1.90 mL, 11.63 mmol, 2.0 equiv). After stirring for 2 h at room temperature, the 
reaction mixture was treated with triethylammoniumacetate buffer (2 M, pH 7). The solvent 
was concentrated under reduced pressure. The crude material was coevaporated with water 
and ACN. The residue was purified by silica gel column chromatography with a step gradient 
of CH2Cl2 and MeOH (0 - 5%). The desired compound 8a was obtained as white foam (1.61 g, 
4.31 mmol, 74%).1H-NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.88 (s, 1 H, NH) ; 8.39 (d, J = 7.6 Hz, 1 H, 
H6) ; 7.19 (d, J = 7.6 Hz, 1 H, H5) ; 5.86 (d, J = 2.8 Hz, 1 H, H1’) ; 5.25 (s, 2 H, OCH2S) ; 5.19 (m, 1 
H, OH) ; 4.09 (dd, J = 6.4 Hz, J = 5.2 Hz, 1 H, H3’) ; 4.01 (dd, J = 5.2 Hz, J = 3.2 Hz, 1 H, H2’) ; 3.88 
(m, 1 H, H4’) ; 3.73 (dd, J = 12.4 Hz, J = 2.8 Hz, 1 H, H5’) ; 3.57 (dd, J = 12.4 Hz, J = 3.2 Hz, 1 H, 
H5’’) ; 3.38 (d, J = 9.2 Hz, 1 H, OH) ; 2.35 (s, 3 H, SCOCH3) ; 2.10 (s, 3 H, CH3 Ac). 13C-NMR (100 
MHz, DMSO-d6) δ 194.4 (SC=O) ; 171.0 (C=O) ; 162.4 (C=O), 154.6 (C6) ; 145.2 (Cq); 95.4 (C5) ; 
87.9 (C1’) ; 84.4 (C4’) ; 81.1 (C2’) ; 69.1 (OCH2S) ; 67.4 (C3’) ; 59.5 (C5’) ; 30.8 (SCOCH3) ; 24.3 (CH3). 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C14H19N3O7S [M + H]+ 374.1022, Found 374.1021. 
Synthesis of 2’-O-AcSM adenosine 8b 
Using the same procedure as for synthesis of 8a, starting from 7b (5.59 g, 7.65 mmol), 
compound 8b was obtained as white foam (3.31 g, 6.77 mmol, 88%). Purification conditions: 
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silica gel column chromatography with a step gradient of CH2Cl2 and MeOH (0 - 5%). 1H-NMR 
(400 MHz, CDCl3) δ 9.63 (s, 1 H, NH) ; 8.78 (s, 1 H, H2) ; 8.10 (s, 1 H, H8) ; 7.36 - 7.03 (m, 5 H, 
Haro) ; 5.95 (d, J = 7.6 Hz, 1 H, H1’) ; 4.98, 4.83 (2dAB, JAB = 11.2 Hz, 2 H, OCH2S) ; 4.88 (s, 2 H, CH2 
PAC) ; 4.85 (dd, J = 4.8 Hz, J = 2.8 Hz, 1 H, H2’) ; 4.64 (d, J = 4.8 Hz, 1 H, H3’) ; 4.37 (s, 1 H, H4’) ; 
3.96 (dd, J = 12.8 Hz, J = 1.6 Hz, 1 H, H5’); 3.77 (dd, J = 13.6 Hz, J = 1.2 Hz, 1 H, H5’’) ; 2.22 (s, 3 
H, CH3). 13C-NMR (100 MHz, CDCl3) δ 194.4 (SC=O) ; 166.8 (C=O) ; 156.9 (Cq PAC) ; 152.1 (C2) ; 
150.6 (C4) ; 149.1 (C6) ; 143.6 (C8) ; 129.8, 122.5, 114.9 (Caro) ; 124.0 (C5) ; 89.1 (C1’) ; 88.0 (C4’) ; 
80.7 (C2’) ; 70.8 (C3’) ; 69.4 (OCH2S) ;  68.1 (CH2 PAC) ; 63.0 (C5’) ; 30.7 (CH3). HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C21H23N5O7S [M + H]+ 490.1396, Found 490.1396. 
Synthesis of 2’-O-AcSM guanosine 8c 
Using the same procedure as for synthesis of 8a, starting from 7c (4.52 g, 6.04 mmol), 
compound 8c was obtained as white foam (2.12 g, 4.20 mmol, 70%). Purification conditions: 
silica gel column chromatography with a step gradient of CH2Cl2 and MeOH (0 - 5%). 1H-NMR 
(400 MHz, DMSO-d6) δ 11.82 (s, 1 H, NH) ; 9.25 (s, 1 H, NH) ; 7.88 (s, 1 H, H8) ; 7.43 - 6.80  (m, 
19 H, Haro) ; 6.99 (d, J = 4.8 Hz, 1 H, H1’) ; 5.21, 5.16 (2dAB, JAB = 11.2 Hz, 1 H + 1 H, OCH2S) ; 4.64 
- 4.62 (m, 2 H + 1 H, CH2 PAC + H2’) ; 4.47 (q, J = 4.8 Hz, 1 H, H3’) ; 4.22 (q, J = 4.0 Hz, 1 H, H4’) ; 
3.77 (s, 6 H, OCH3) ; 3.44 (dd, J = 10.4 Hz, J = 2.8 Hz, 1 H, H5’) ; 3.37 (dd, J = 10.8 Hz, J = 4.0 Hz, 
1 H, H5’’) ; 2.27 (s, 3 H, CH3). 13C-NMR (100 MHz, DMSO-d6) δ 194.4 (SC=O) ; 169.6 (C=O) ; 
158.6, 144.4, 137.4, 135.5, 135.4 (Cq DMTr) ; 156.4 (Cq PAC) ; 155.3 (C6) ; 147.8 (C4) ; 146.3 
(C8) ; 137.8 (C2) ; 130.1, 130.0, 129.9, 129.0, 128.2, 128.1, 127.9, 127.0, 125.3, 122.9, 114.8, 
113.2 (Caro) ; 122.1 (C5) ; 86.7 (C1’) ; 85.8 (C4’) ; 84.2 (OCq, DMTr) ; 81.2 (C2’) ; 70.0 (OCH2S) ; 
69.8 (C3’) ; 66.9 (CH2 PAC) ; 63.3 (C5’) ; 55.2 (OCH3, DMTr) ; 30.9 (CH3). HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C42H41N5O10S [M + H]+ 808.2652, Found 808.2652. 
Synthesis of 2’-O-AcSM-5’-O-DMTr cytidine 9a 
A solution of 8a (1.61 g, 4.31 mmol, 1.0 equiv) in anhydrous CH2Cl2 (22 mL) was treated under 
argon with DIEA (1.21 mL, 6.89 mmol, 1.6 equiv) and dimethoxytrityl chloride (2.48 g, 7.32 
mmol, 1.7 equiv) was added in small portions over 15 min. The mixture was stirred for 1.5h at 
room temperature. A saturated aqueous NaHCO3 solution was added. The aqueous layer was 
then extracted with CH2Cl2. The organic layer was washed with water then brine and dried 
over anhydrous Na2SO4. The solvent was concentrated under reduced pressure. The crude 
material was purified by silica gel column chromatography with a step gradient of CH2Cl2 and 
MeOH (0 -2%) containing 1% pyridine. The desired compound 9a was obtained as yellow foam 
(2.51 g, 3.72 mmol, 86%). 1H-NMR (400 MHz, CDCl3) δ 9.62 (s, 1 H, NH) ; 8.46 (d, J = 7.2 Hz, 1 
H, H6) ; 7.42 - 7.16 (m, 9 H, Haro DMTr) ; 7.13 (d, J = 7.2 Hz, 1 H, H5) ; 6.88 - 6.84 (m, 4 H, Haro 
DMTr) ; 5.96 (s, 1 H, H1’) ; 5.50, 5.37 (2dAB, JAB = 11.2 Hz, 1 H + 1 H, OCH2S) ; 4.44 (m, 1 H, H3’) ; 
4.15 (d, J = 5.2 Hz, 1 H, H2’) ; 4.04 (dt, J = 9.2 Hz, J = 2.4 Hz, 1 H, H4’) ; 3.81 (d, J = 1.6 Hz, 6 H, 
2*OCH3) ; 3.54 (qd, J = 11.2 Hz, J = 2.0 Hz, 2 H, H5’ + H5’’) ; 2.38 (s, 3 H, SCOCH3) ; 2.26 (s, 3 H, 
CH3 Ac). 13C-NMR (100 MHz, CDCl3) δ 194.9 (SC=O) ; 170.4 (C=O) ; 162.9 (C=O) ; 158.7, 155.0, 
144.3, 135.5, 135.2 (Cq, Caro) ; 144.6 (C6) ; 130.1, 129.0, 128.2, 128.1, 128.0, 127.1, 125.3, 113.3 
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(CH, Caro); 96.7 (C5) ; 88.9 (C1’); 87.0 (OCq, DMTr) ; 83.1 (C4’); 81.3 (C2’) ; 69.7 (OCH2S) ; 67.6 (C3’) 
; 60.7 (C5’) ; 55.2 (OCH3, DMTr) ; 31.0 (SCOCH3) ; 24.9 (CH3 Ac). HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C35H37N3O9S [M + H]+ 676.2329, Found 676.2335. 
Synthesis of 2’-O-AcSM-5’-O-DMTr adenosine 9b 
Using the same procedure as for synthesis of 9a, starting from 8b (3.10 g, 6.33 mmol), 
compound 9b was obtained as white foam (3.67 g, 4.63 mmol, 73%). Purification conditions: 
silica gel column chromatography with a step gradient of CH2Cl2 and MeOH (0 - 2%) containing 
1% pyridine. 1H-NMR (400 MHz, CDCl3) δ 9.48 (s, 1 H, NH) ; 8.72 (s, 1 H, H2) ; 8.24 (s, 1 H, H8) ; 
7.44 - 6.81 (m, 18 H, Haro) ; 6.19 (d, J = 4.8 Hz, 1 H, H1’) ; 5.18 (s, 2 H, OCH2S) ; 4.87 (s, 2 H, CH2 
PAC) ; 4.85 (t, J = 4.8 Hz, 1 H, H2’) ; 4.59 (q, J = 5.2 Hz, 1 H, H3’) ; 4.25 (q, J = 4.0 Hz, 1 H, H4’) ; 
3.78, 3.77 (s + s, 3 H + 3 H, 2*OCH3) ; 3.52 (dd, J = 10.4 Hz, J = 3.2 Hz, 1 H, H5’); 3.40 (dd, J = 
10.8 Hz, J = 4.0 Hz, 1 H, H5’’) ; 2.28 (s, 3 H, CH3). 13C-NMR (100 MHz, CDCl3) δ 194.4 (SC=O) ; 
166.6 (C=O) ; 158.5, 144.5, 137.8, 135.6, 135.5 (Cq DMTr) ; 157.0 (Cq PAC) ; 152.5 (C2) ; 151.5 
(C4) ; 148.3 (C6) ; 142.2 (C8) ; 130.0, 129.8, 129.0, 128.2, 128.1, 127.9, 126.9, 125.2, 122.4, 
114.9, 113.2 (Caro) ; 123.1 (C5) ; 86.9 (C1’) ; 86.6 (OCq, DMTr) ; 84.2 (C4’) ; 80.7 (C2’) ; 70.0 
(OCH2S)  ; 69.7 (C3’) ; 68.1 (CH2 PAC) ; 62.9 (C5’) ; 55.2 (OCH3, DMTr) ; 30.8 (CH3). HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C42H41N5O9S [M + H]+ 792.2703, Found 792.2711. 
Synthesis of 2’-O-AcSM-5’-O-DMTr guanosine 9c 
Using the same procedure as for synthesis of 9a, starting from 8c (0.85 g, 1.69 mmol), 
compound 9c was obtained as yellow foam (1.21 g, 1.50 mmol, 87%). Purification conditions: 
silica gel column chromatography with a step gradient of CH2Cl2 and MeOH (0 - 1%) containing  
1% pyridine. 1H-NMR (400 MHz, CDCl3) δ 11.82 (s, 1 H, NH) ; 9.25 (s, 1 H, NH) ; 7.88 (s, 1 H, H8) 
; 7.43 - 6.80  (m, 19 H, Haro) ; 6.99 (d, J = 4.8 Hz, 1 H, H1’) ; 5.21, 5.16 (2dAB, JAB = 11.2 Hz, 1 H + 
1 H, OCH2S) ; 4.64 - 4.62 (m, 2 H + 1 H, CH2 PAC + H2’) ; 4.47 (q, J = 4.8 Hz, 1 H, H3’) ; 4.22 (q, J = 
4.0 Hz, 1 H, H4’) ; 3.77 (s, 6 H, OCH3) ; 3.44 (dd, J = 10.4 Hz, J = 2.8 Hz, 1 H, H5’) ; 3.37 (dd, J = 
10.8 Hz, J = 4.0 Hz, 1 H, H5’’) ; 2.27 (s, 3 H, CH3). 13C-NMR (100 MHz, CDCl3) δ 194.4 (SC=O) ; 
169.6 (C=O) ; 158.6, 144.4, 137.4, 135.5, 135.4 (Cq DMTr) ; 156.4 (Cq PAC) ; 155.3 (C6) ; 147.8 
(C4) ; 146.3 (C8) ; 137.8 (C2) ; 130.1, 130.0, 129.9, 129.0, 128.2, 128.1, 127.9, 127.0, 125.3, 
122.9, 114.8, 113.2 (Caro) ; 122.1 (C5) ; 86.7 (C1’) ; 85.8 (C4’) ; 84.2 (OCq, DMTr) ; 81.2 (C2’) ; 70.0 
(OCH2S) ; 69.8 (C3’) ; 66.9 (CH2 PAC) ; 63.3 (C5’) ; 55.2 (OCH3, DMTr) ; 30.9 (CH3). HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C42H41N5O10S [M + H]+ 808.2652, Found 808.2652. 
Synthesis of 2’-O-AcSM-3’-O-(2-cyanoethyl-N,N-diisopropylphosphoramidite)-5’-O-DMTr-
cytidine 10a 
To a solution of 9a (1.83 g, 2.71 mmol, 1.0 equiv) in anhydrous CH2Cl2 (20 mL) previously 
passed through an alumina column was added dropwise a mixture of N,N-
diisopropylethylamine (0.94 mL, 5.42 mmol, 2.0 equiv) and 2-cyanoethyl N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite (10.03 mL, 4.61 mmol, 1.7 equiv) in CH2Cl2 (4 mL). The 
mixture was stirred for 2h at room temperature under argon. After reaction completion, 
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EtOAc previously washed with a saturated aqueous NaHCO3 solution was added and the 
reaction mixture was poured into saturated NaCl/NaHCO3 solution (1:1, v/v). The aqueous 
layer was extracted with EtOAc and organic layers were dried over anhydrous Na2SO4. The 
solvent was concentrated under reduced pressure. The crude material was purified by silica 
gel column chromatography with an isocratic elution of EtOAc / Cyclohexane (9:1, v/v) 
containing 1% pyridine. The desired phosphoramidite 10a was obtained as white foam (1.62 
g, 1.85 mmol, 68%) as two diastereoisomers. 31P-NMR (121 MHz, CD3CN): δ 150.1, 148.7; 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C42H54N5O10PS [M + H]+ 876.3407, Found 876.3406. 
Synthesis of 2’-O-AcSM-3’-O-(2-cyanoethyl-N,N-diisopropylphosphoramidite)-5’-O-DMTr-
adenosine 10b 
Using the same procedure as for synthesis of 10a, starting from 9b (3.08 g, 3.88 mmol), 
compound 10b was obtained as white foam (3.20 g, 3.23 mmol, 83%) as two diastereoisomers. 
Purification conditions: silica gel column chromatography with an isocratic elution of CH2Cl2 / 
EtOAc (7:3, v/v) containing 1% pyridine. 31P-NMR (121 MHz, CD3CN): δ 149.9, 149.8; HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C51H58N7O10PS [M + H]+ 992.3791, Found 992.3782. 
Synthesis of 2’-O-AcSM-3’-O-(2-cyanoethyl-N,N-diisopropylphosphoramidite)-5’-O-DMTr-
guanosine 10c 
Using the same procedure as for synthesis of 10a, starting from 9c (0.86 g, 1.07 mmol), 
compound 10c was obtained as white foam (0.90 g, 0.89 mmol, 84%) as two diastereoisomers. 
Purification conditions: silica gel column chromatography with an isocratic elution of CH2Cl2 / 
EtOAc (1:1, v/v). 31P-NMR (121 MHz, CD3CN): δ 150.1, 149.8; HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C51H59N7O11PS [M + H]+ 1008.3730, Found 1008.3731. 
Oligonucleotide synthesis and purification 
RNA oligonucleotides 11 - 18 were synthesized using an ABI model 394 DNA / RNA synthesizer 
on a 1 µmol scale using commercially available 2’-O-PivOM phosphoramidites (Chemgenes) or 
2’-O-AcSM phosphoramidites 3 and 10a-c and a long chain alkylamine (LCAA) controlled-pore 
glass (CPG) as solid support. Cy3-5’ labeled ON 19 and 20 were synthesized by using Cy3-
phosphoramidite (GE Healthcare).  
 
Structure of Cy3-phosphoramidite 
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Oligonucleotides were assembled in a TWISTTM synthesis columns (Glen Research). 
Phosphoramidites were vacuum dried prior to their dissolution in extra dry acetonitrile 
(Biosolve) at 0.1 M concentration. Coupling for 180 s was performed with 5-
benzylmercaptotetrazole (BMT, 0.3 M) as the activator. The oxidizing solution was 0.1 M 
iodine in THF / pyridine / H2O (78:20:2; v/v/v) (Link Technologies). The capping step was 
performed for 160 s with a mixture of 5% phenoxyacetic anhydride (Pac2O) in THF and 10% N-
méthylimidazole in THF (Link Technologies). Detritylation was performed with 3% TCA in 
CH2Cl2. After RNA assembly completion, the column was removed from the synthesizer and 
dried under a stream of argon. 
After RNA elongation, the solid support was treated with 1.5 mL of a 0.4 to 0.7 M solution of 
benzyldisulfanylpyridine 3 (100 equiv. by modification) in 2.5 M butylamine (0.4 mL) and 
anhydrous THF (1.1 mL) using two glass syringes filled with 4 Å molecular sieves (5 beads each). 
The solution was pushed back and forth through the synthesis column for 15 min. After 
removal of the solution, the solid support was washed with anhydrous THF followed by a 1 
min flush with argon. The solid support was treated with a 30% aqueous ammonia solution 
for 3 h at 30°C. The deprotection solution was evaporated in the presence of isopropylamine 
(13% of total volume) under reduced pressure. The residue was dissolved in 1.5 mL of water 
and transferred to a 2 mL Eppendorf-vial and lyophilized. 
The crude 2’-O-BnSSM oligonucleotides were purified by IEX-HPLC. The fractions containing 
pure ON were pooled in a 100 mL round-bottomed flask and were concentrated to dryness 
under reduced pressure. The residue was dissolved in 100 mL TEAAc buffer, pH 7 and the 
solution was desalted using a C18 cartridge (Sep-Pak®, Waters) equilibrated with a 100 mM 
TEAAc buffer solution. The desired compound was eluted with a 12.5 mM TEAAc / CH3CN (1:1, 
v/v) solution in a 100 mL round-bottomed flask and was lyophilized. The residue was dissolved 
in 1.5 mL water (divided in 3 portions 0.8 mL, 0.4 mL and 0.3 mL for flask rinse), transferred to 
a 2 mL Eppendorf-vial and lyophilized. Purified RNAs were characterized by MALDI-TOF 
spectrometry and were quantified by UV measurement.  Lyophilized RNAs were stored at -20 
°C for several months without any degradation. 
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HPLC analyses of modified oligonucleotides 
 
aCR, AR, GR, UR = 2’-O-BnSSM ribonucleotides; G, C, A, U = 2’-OH ribonucleotides 
b● = modification 2’-O-BnSSM 
cIEX-HPLC  analysis : Dionex DNAPac Pa100, 4x250 mm, buffer A : 20% CH3CN in 25 mM Tris HCl pH 8,  
Buffer B : 20% CH3CN containing 200 mM NaClO4 in 25 mM Tris HCl pH 8,  
flow rate : 1 mL / min, detection at 260 nm 
dTemperature of the column during analysis 
Thermal denaturation studies 
Tm experiments were performed using a CARY 300 UV Spectrophotometer (Varian Inc.) 
equipped with a Peltier temperature controller and thermal analysis software. The samples 
were prepared by mixing ON solutions of RNA sense and antisense strands together to give 
1.5 µM final concentration in 1 mL of buffer (10 mM sodium cacodylate, 100 mM NaCl, pH 7) 
in a 1 cm path length quartz cell. A heating-cooling-heating cycle in the 0 – 90 °C temperature 
range with a gradient of 0.5 °C.min-1 was applied. Tm values were determined from the maxima 
of the first derivative plots of absorbance versus temperature. The Tm values from two 
independent experiments were accurate within ± 0.5 °C. The solutions were stored after 
analysis in 2 mL Eppendorf-vials at - 80 °C. 
CD Spectroscopy studies 
CD spectra were recorded on a Jasco J-815 spectropolarimeter. The samples were prepared 
by mixing ON solutions of RNA sense and antisense strands together to give 1.5 µM final 
concentration in 1 mL of buffer (10 mM sodium cacodylate, 100 mM NaCl, pH 7) in a 1 cm path 
length quartz cell.  Measurements were performed at 1 °C with the wavelength range set to 
340-200 nm with a scanning speed of 100 nm.min-1. Raw data were acquired over 2 scans.
Serum Stability 
For annealing complementary RNA strands, equimolar amounts of sense and antisense strand 
were incubated in H2O milliQ for 5 min at 90 °C followed by slow cooling to room temperature. 
siRNAs (C = 100 µM, V = 4 µL) were incubated with a Phosphate Buffered Saline solution (PBS) 
10X (2.4 µL), H2O milliQ (15.2 µL) and a human serum AB type solution (Sigma) or a foetal 
bovine serum solution (FBS) (Sigma) (2.4 µL) at 37 °C. After 1 min, 5 min, 15 min, 30 min, 60 
min, 120 min, 240 min and 480 min, 3 µL were withdrawn and immediately frozen in liquid 
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nitrogen and stored at -80 °C until analysis. Each sample was then analysed by gel 
electrophoresis (15% Polyacrylamide) 20 W, 1.5 h h 30 at 4 °C. The gels were stained with 
GelRed 3X (VWR) in a 0.1 M NaCl solution for 1 h and revealed with UV transilluminator. Band 
analysis was performed using ImageJ Software (Broken Symmetry Software V:1.4.3.67). Half-
life lives were determined by the hypothesis of a 1 first-order kinetic, the calculation were 
performed on Microsoft Office Excel with an exponential trend line given by y(t)=Ae-kt (0.90 ≤ 
R2 ≤ 1.00). 
Glutathione treatment  
siRNA duplexes were annealed as previously described. 2 nmol of duplexes (10 µL) were mixed 
with 40 µL of a glutathione-HEPES buffer (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0.05 mM EDTA, 7.5 mM 
HEPES, 10 mM glutathione, pH 8) and incubated at 37 °C. After 1 min, 60 min, 120 min, 240 
min, 480 min and 1440 min, aliquots (10 µL) were collected and immediately frozen in liquid 
nitrogen and stored at -80°C until analysis. Samples were diluted with water and analysed by 
IEX-HPLC and MALDI-TOF MS.  
Cellular uptake (Epi-fluorescence microscopy) 
For cell delivery measurement, 5x104 A673 cells were seeded on day before treatment in 
DMEM medium (Gibco, Life Technologies) containing 10% foetal calf serum (Gibco, Life 
Technologies) and 1% Penicillin, streptomycin solution (Gibco, Life Technologies) in 12 wells-
plate containing a glass cover slide rinsed once in ethanol bath and once in sterile water and 
then incubated at 37 °C, with 5% CO2 and 95% hygrometry. Medium was discarded and 
replaced by 500 µL of 500 nM Cy3-siRNA in DMEM medium containing 10% foetal calf serum 
and 1% penicillin, streptomycin solution for 3 h, 24 h or 48 h at 37 °C, 5% CO2 and 95% 
hygrometry. The medium was discarded and the cells are gently washed with PBS and 
incubated in dark at room temperature with 4% formalin in PBS buffer. After three washes 
with PBS, cells are mounted on slide with DAPI fluoromount G (SouthernBiotech) before being 
observed with an epi-fluorescence microscope (Observer; Zeiss) to confirm the presence of 
intracytoplasmic siRNA. Untreated cells present only a blue fluorescence due to nucleus 
coloration. 
Inhibition of EWS-Fli1 measurement by RT-qPCR 
One day before treatment, 3x105 human Ewing sarcoma cells A673 were seeded in 12 wells-
plate in DMEM medium (Gibco, Life Technologies) containing 10% fetal calf serum (Gibco, Life 
Technologies) and 1% Penicillin, streptomycin solution (Gibco, Life Technologies) and then 
incubated at 37 °C, with 5% CO2 and 95% hygrometry. Then medium was discarded and 
replaced by 500 µL of siRNA (50 nM with Lipofectamine® or 500 nM without Lipofectamine®) 
in DMEM medium containing 10% fetal calf serum and 1% penicillin, streptomycin solution for 
24 h at 37°C, 5% CO2 and 95% hygrometry. After the medium was discarded, cells were lysed 
by 400 µL of Trizol solution (Invitrogen) and collected in Eppendorf tubes. Total RNA were 
extracted by adding 60 µL of chlorophorm:isoamyl alcool (49:1). After centrifugation 13000 
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rpm for 15 min at 10 °C, 150 µL of the aqueous phase was precipitated by isopropanol (150 
µL) for 15 min at room temperature followed by centrifugation for 15 min at 13000 rpm. The 
pellets were washed twice with 70% ethanol solution and dried. The pellets were solubilized 
with water (10 µL) containing 0.5 U / µL of RNasin (Promega) and RNA were quantified with a 
nanodrop (Thermo). The cDNA was prepared by heating 1.5 µg of RNA in 12.5 µL of water at 
75 °C for 5 min and 2 µL of 50 µg/mL random primer (Promega). Then 4 µL of 5x M-MLV buffer 
(Promega), 0.5 µL dNTP 20 mM (Promega), 0.5 µL RNasin 40 U / µL (Promega) and 0.5 µL M-
MLV RT 200U / µL (Promega) were added and incubation was performed for 15 min at 25 °C 
followed by 1 h at 42°C. qPCR was performed on 5 µL of 1/20 diluted cDNA, 0.4 µL of each one 
primer 10 mM, 4.2 µL H2O and 10 µL of 2X master mix Kapa syber fast (KAPABiosystems). PCR 
was performed for 40 cycles in fast mode on StepOne plus (Applied Biosystems). EWS-Fli1 
gene was amplified with EWS-forward primer: 5’-AGC AGT TAC TCT CAG CAG AAC ACC-3’ and 
Fli1 reverse: 5’-CCA GGA TCT GAT ACG GAT CTG GCC-3’. As a control, we used GAPDH gene 
with forward primer. The comparative Ct method was used to normalize the target Ct by the 
GAPDH control gene Ct.  
Inhibition of cell growth 
One day before treatment, 104 human Ewing sarcoma cells A673 were seeded in 96 wells-
plate in DMEM medium (Gibco, Life Technologies) containing 10% foetal bovine serum (Gibco, 
Life Technologies) and 1% penicillin, streptomycin solution (Gibco, Life Technologies) and then 
incubated at 37°C, with 5% CO2 and 95% hygrometry. For treatment, the medium was 
removed and replaced by 100 µL of same medium containing 500 nM of siRNAs to be tested. 
Each dose was repeated 6 times. The cells were incubated for 24 h before performing a MTT 
test as following. We added 10 µL of 5 mg / mL MTT (Sigma) in PBS buffer for 1 h at 37 °C, 5% 
CO2 and 95% hygrometry. The cells are lysed and formazan was solubilized by 100 µL of 10% 
SDS and 10 mM HCl solution overnight. Produced formazan was measured with a plate reader 
at 570 nm (EL 808, BioTek). Results are expressed as the percentage of untreated cells.
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Introduction 
 Dans le chapitre précédent, nous avons étudié la synthèse de prodrogues de siARNs 
modifiés par des groupements BnSSM. Ces ARNs ont permis d’inhiber l’expression d’une 
protéine responsable d’un cancer, le sarcome d’Ewing. Une amélioration de la pénétration 
cellulaire et une inhibition de 50% de l’expression de la protéine ciblée a été mesurée. Ce 
résultat démontre néanmoins qu’une marge d’amélioration existe pour renforcer l’activité 
biologique. 
 La complexité des processus cancéreux et les phénomènes de résistances aux 
traitements ont incité les laboratoires à développer des thérapies combinées plus efficaces. 
En effet, les traitements uniques génèrent souvent des résultats limités.144 Une attention 
particulière a donc été portée à la co-délivrance de siARNs et de drogues anticancéreuses pour 
développer des effets synergiques au niveau cellulaire.145 Une même chaîne enzymatique 
pathologique peut par exemple être ciblée à différents niveaux, pour renforcer l’efficacité. 
Cette synergie permet par ailleurs d’utiliser des quantités plus faibles de drogues 
anticancéreuses. Elles sont connues pour être toxiques, avec de forts effets secondaires. Ces 
actions simultanées permettent de réduire les doses, et donc de réduire les risques. 
Nous avons donc cherché à conjuguer un siARN à une drogue anticancéreuse, la 
doxorubicine, par un lien covalent. L’objectif est de cumuler les avantages des deux 
composés : solubiliser la drogue grâce à l’hydrophilie de l’oligonucléotide et faciliter la 
pénétration cellulaire de l’oligonucléotide grâce à lipophilie de la drogue. Notre approche 
consiste à conjuguer la position 2’ de l’ARN et la doxorubicine par des liens auto-immolables 
contenant des ponts disulfures, pour libérer ensuite les deux composés natifs dans le milieu 
réducteur de la cellule. 
 Dans un premier temps, nous décrirons les caractéristiques de la doxorubicine et les 
différents systèmes de co-délivrance utilisés, puis nous nous intéresserons à l’intérêt des liens 
auto-immolables. Nous présenterons ensuite notre stratégie de couplage sur les positions 2’ 
des nucléosides 2’-O-AcSM, ainsi que la synthèse des précurseurs des liens auto-immolables 
et de la doxorubicine modifiée. Nous verrons enfin les conditions de synthèse des 
oligonucléotides conjugués à la doxorubicine, et l’évaluation de leurs propriétés biophysiques 
et biochimiques.
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1. Présentation des systèmes de co-délivrance de la doxorubicine et 
de siARNs 
1.1.  Caractéristiques de la doxorubicine 
La doxorubicine (Figure 28), brevetée en 1980, fait partie de la classe des 
anthracyclines, une famille de médicaments anticancéreux issus de composés naturels. Il s’agit 
de l’une des molécules les plus efficaces actuellement. Elle possède un squelette de type 
aglyconique, composé de trois cycles aromatiques et d’un quatrième substitué par une chaîne 
portant une fonction carbonyle et deux hydroxyles, et un sucre aminé, la daunosamine, lié à 
ce cycle par une liaison glycosidique. Sa structure aromatique lui confère des propriétés 
fluorescentes (λexcitation = 480 nm, λémission = 585 nm), utiles pour son suivi par microscopie lors 
d’études biologiques malgré un rendement quantique inférieur à 10 % en milieu aqueux 
tamponné.146 
 
Figure 28 : Structure de la doxorubicine 
 Elle est encore indispensable dans le traitement des leucémies, des lymphomes ou des 
cancers du sein.147 Néanmoins, au même titre qu’un grand nombre de molécules du même 
type, elle présente une forte toxicité pour les cellules saines.148 En particulier, des doses 
élevées se sont avérées dangereuses pour certains organes (cerveau, foie, reins), et en 
particulier le cœur149, aboutissant à la dégradation de l’état de santé des patients. Le 
développement de systèmes favorisant une délivrance ciblée est donc nécessaire. 
 Son activité provient de son intercalation au sein de la double hélice d’ADN au niveau 
des paires de bases G-C (Schéma 35).150  La doxorubicine possède une affinité particulière 
pour les guanines, en raison de sa capacité à former plusieurs liaisons hydrogènes. Le stacking 
joue également un rôle, les interactions avec la doxorubicine perturbant l’empilement 
classique des bases.151 De plus, l’intercalation est renforcée par la formation d’un lien 
covalent, induit par le formaldéhyde cellulaire.152 Ce dernier est naturellement présent dans 
les cellules, produit à partir des lipides par des mécanismes radicalaires catalysés par le fer par 
exemple.153 Le formaldéhyde réagit avec l’amine de la daunosamine de la doxorubicine, pour 
former une imine, réagissant ensuite avec l’amine exocyclique de la guanine pour créer un 
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lien aminal. Ce lien covalent est favorisé dans les cellules cancéreuses, en raison du stress 
oxydatif plus intense, ce qui est donc intéressant pour le ciblage des tumeurs. L’intercalation 
bloque l’activité des enzymes impliquées dans la réplication et la transcription, en particulier 
la topoisomérase II.154 Cette enzyme contrôle la structure topologique de l’ADN par des 
coupures et des ligations successives des liens phosphodiesters. La doxorubicine perturbe le 
complexe enzymatique, empêchant la ligation. Cette action rompt les liens 
internucléosidiques, déclenchant les processus apoptotiques. La doxorubicine agit également 
au niveau de l’ADN mitochondrial, et des études montent une activité potentielle comme 
initiateur de radicaux engendrant du stress oxydatif.155 
 
Schéma 35 : Mécanismes d’intercalation de la doxorubicine dans la double hélice d’ADN 
A l’inverse, le comportement de la doxorubicine vis-à-vis des ARNs est différent. 
L’étude des interactions avec des ARNt a mis en évidence des liaisons hydrogènes, 
principalement avec les guanines, après la fixation de la doxorubicine dans le petit et le grand 
sillon de l’hélice.156 Néanmoins, aucune modification de la structure globale de l’hélice et 
aucune intercalation de la doxorubicine n’ont été détectées par dichroïsme circulaire, 
contrairement aux observations réalisées sur l’ADN.  
1.2.  Vectorisation de la doxorubicine 
Différentes méthodes de vectorisation de la doxorubicine ont été décrites.9a, 157 Tout 
d’abord, des approches prodrogues ont permis d’améliorer ses propriétés thérapeutiques, en 
particulier par l’introduction de groupements sur la fonction amine. Des sucres ou des 
peptides ont notamment été introduits, libérant la doxorubicine après coupure par des 
enzymes cellulaires (peptidase, glucuronidase, carboxyestérases).158 Des prodrogues 
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nitroarylméthylcarbamates de la doxorubicine ont aussi été synthétisées à partir de l’amine 
de la daunosamine (Figure 29), permettant la libération de la molécule via l’activité 
nitroréductase cellulaire activant la prodrogue.159  
 
Figure 29 : Structure des prodrogues nitroarylméthylcarbamates de la doxorubicine 
Des doxorubicines conjuguées à des polypeptides hydrophiles par des fonctions 
hydrazones se sont également avérées très efficaces (Schéma 36). Ces structures évoluent 
spontanément vers la formation de micelles, composées d’un cœur hydrophobe contenant 
les doxorubicines entourées par les polypeptides stables en milieu aqueux. Les liens 
hydrazones sont ensuite coupés à pH acide dans les lysosomes, libérant les molécules dans les 
cellules.160 
 
Schéma 36 : Structure des conjugués doxorubicine-peptides 
 (structure du conjugué issue de Nat Mater 2009, 8 (12), 993-999160)  
Des nanoparticules magnétiques161, lipidiques162 ou de silice163, des liposomes164, des 
polymères165, des dendrimères166 et des cyclodextrines167 ont par ailleurs été employés avec 
succès comme transporteurs de la doxorubicine. 
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La co-délivrance de siARNs et de drogues par des nanoparticules a été étudiée en 
raison de leur capacité à s’accumuler au niveau des tumeurs, engendrant une augmentation 
de la perméabilité des cellules (Schéma 37).168 Elles se présentent sous la forme de 
dendrimères, de polymères ou de composés inorganiques.169 Des exemples de leur 
conjugaison à des oligonucléotides via des liens contenant des ponts disulfures ont été décrits 
dans l’introduction générale. Néanmoins, des difficultés persistent, en particulier concernant 
la libération des composés dans les cellules. En effet, les composés véhiculés doivent être 
libérés des nanoparticules puis sortir des endosomes suffisamment rapidement pour ne pas 
être dégradés dans les lysosomes.170 
 
Schéma 37 : Mécanisme général de co-délivrance de molécules anticancéreuses et 
d’oligonucléotides en utilisant des nanoparticules 
Une autre difficulté de la co-délivrance de siARNs et de molécules anticancéreuses 
réside dans leurs propriétés physicochimiques antinomiques. Les oligonucléotides ont des 
difficultés à pénétrer dans les cellules de par leurs charges négatives alors que les drogues ont 
des problèmes de solubilité et d’hydrophobie. Des résultats intéressants ont néanmoins été 
obtenus, par exemple sur des lignées cellulaires de cancer du sein.171 Des micelles formées de 
copolymères blocs poly(éthylène oxyde) (PEO) et poly(propylène oxyde) (PPO) et d’un dérivé 
de la vitamine E, le D-α-tocophérol polyéthylène glycol succinate (TPGS), servant de 
surfactant, ont permis l’encapsulation de la doxorubicine. Ces micelles ont ensuite été 
fonctionnalisées par du chitosan cationique, ce dernier fixant les siARNs par interactions 
électrostatiques. De l’acide folique a enfin été greffé pour favoriser la pénétration cellulaire 
(Figure 30). Les tests biologiques ont démontré une efficacité accrue par rapport à la 
délivrance de composés uniques. 
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Figure 30 : Vectorisation de siARNs et de doxorubicine par une nanomicelle 
Une stratégie similaire a été appliquée sur des cellules ovariennes résistantes aux 
traitements classiques.163b Des nanoparticules de silice mésoporeuse ont été modifiées avec 
du 3-(triéthoxysilyl)propylisocyanate, pour fonctionnaliser les nanoparticules. La doxorubicine 
a été encapsulée dans les pores puis la surface a été fonctionnalisée par des dendrimères 
grâce à des fonctions urées, permettant ensuite la fixation des siARNs. Une efficacité 
anticancéreuse 132 fois supérieure à celle de la doxorubicine seule a ainsi été mesurée, en 
raison de l’inhibition des voies génétiques induisant la multirésistance aux drogues. 
Un dernier exemple, publié par l’équipe de B. Zhu, utilise comme vecteur de co-
délivrance des nanoparticules de sélénium fonctionnalisées, transportant de la doxorubicine 
et des siARNs ciblant l’homéoprotéine humaine (Schéma 38).172 Cette dernière régule 
l’expression de gènes impliqués dans la prolifération et la différenciation cellulaire, et est 
surexprimée au niveau de tumeurs.   
 
Schéma 38 : Co-délivrance de doxorubicine et de siARNs par des nanoparticules de sélénium  
(schéma adapté d’après Int J Nanomedicine 2018; 13: 143–159172)
Le sélénium a été sélectionné pour sa biocompatibilité et sa faible toxicité en milieu 
biologique. Les nanoparticules ont tout d’abord été greffées avec des peptides RGD favorisant 
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la pénétration cellulaire, puis la doxorubicine a été fixée sur le sélénium. Enfin, les siARNs ont 
été attachés aux peptides chargés positivement par des interactions électrostatiques. A pH 
acide, tel que dans les endosomes, la modification des charges libère alors la doxorubicine et 
les siARNs. Ces nanoparticules ont démontré une forte amélioration de la pénétration 
cellulaire et une activité antitumorale supérieure à celle observée avec chacun des composés 
étudiés individuellement. 
Ces différents exemples ont en commun de vectoriser les différents composés par des 
interactions non covalentes. A notre connaissance, aucune méthode utilisant une 
modification covalente entre les siARNs et des drogues anticancéreuses n’a été décrite. En 
effet, les couplages covalents peuvent modifier voire bloquer l’efficacité des composés. Pour 
pallier ce problème, la stratégie que nous avons développée vise à utiliser un lien covalent 
auto-immolable, permettant la libération du siARN et de la doxorubicine non modifiés. 
2. Présentation des liens auto-immolables 
Les liens auto-immolables permettent de lier deux molécules sous la forme d’un 
conjugué stable, en limitant les gènes stériques. La conjugaison s’effectue par une extrémité 
du lien, tandis que l’autre extrémité est modifiée par une liaison pouvant être coupée en 
réponse à un stimulus.173 La rupture de cette liaison sert de déclencheur au départ du lien, 
aboutissant à la rupture de la liaison à la molécule conjuguée.174  
Ils ont à l’origine été utilisés comme des outils pour le développement de prodrogues 
pouvant répondre à différents types de stimuli.175 La première description remonte à 1981 
par l’équipe de J. Katzenellenbogen, avec une lysine fonctionnalisée par un alcool 
aminobenzylique, conjugué à une 4-nitroaniline par une fonction carbamate (Schéma 39).176 
La coupure de la liaison peptidique par la trypsine engendre un acide carbamique instable par 
un mécanisme d’élimination 1,6, entraînant une décarboxylation libérant la nitroaniline.  
 
 
Schéma 39 : Structure et réarrangement du premier lien auto-immolable décrit dans la littérature176 
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Par la suite, l’intérêt de ces liens a été démontré pour faciliter la délivrance177 ou 
effectuer des études par fluorescence.178 En effet, la fluorescence d’un composé peut par 
exemple être éteinte (ou « quenchée ») par un groupement, puis, dans les conditions 
souhaitées, la rupture de la liaison entraîne la libération du fluorophore, induisant l’émission 
intense de fluorescence.179  
Le stimulus est de nature très variable : par oxydation180, par réduction181, par 
irradiation182, en fonction du pH181a, 183 ou encore en présence d’enzymes.179a, 179c, 184 Des 
polymères179b, 185 ou des dendrimères186 ont également été exploités pour libérer des 
quantités importantes de petites molécules fixées.173, 187 Deux principaux mécanismes sont 
utilisés pour le départ de ces liens auto-immolables188 :  
- Le premier mécanisme utilise des réactions en cascade, en particulier par des transferts 
d’électrons  engendrant des éliminations 1,4 ou 1,6.189 Cette méthode est généralement 
utilisée avec des liens aromatiques conjugués. La rupture de la liaison entre un 
groupement protecteur porté par une amine, un hydroxyle ou un thiol initie une cascade 
électronique aboutissant à la libération de la molécule native, en particulier par une 
réaction de décarboxylation (Schéma 40).178, 190 La cinétique est assez rapide, permettant 
la libération des composés d’intérêt.  
Ce type de lien a notamment servi pour la formation de conjugués drogue-anticorps, 
ou ADC (« antibody-drug conjugate »), en particulier dans le cadre du traitement de 
tumeurs.175, 191 En effet, les anticorps sont connus pour cibler très efficacement les cellules 
cancéreuses.23, 192 Par exemple, une liaison amide sensible aux protéases cellulaires 
permet ensuite la séparation des deux composants dans le cytoplasme, activant l’action 
cytotoxique de la molécule.  
 
Schéma 40 : Libération d’une molécule d’intérêt par décomposition d’un lien auto-immolable par 
cascade de transferts d’électrons 
- Le deuxième mécanisme consiste en la libération des molécules par des réactions de 
cyclisation - élimination intramoléculaires, par attaque d’un nucléophile démasqué 
(amine, alcool, thiol) sur un dérivé d’acide carbonique (ester, amide, carbamate, 
carbonate).178, 193 De nombreux liens basés sur ce mécanisme utilisent des dérivés des 
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acides 4-amino ou 4–hydroxybutanoïques.194 Les premiers exemples décrits sont issus des 
équipes de S. Lane195 et R. Borchardt.196 La libération de la molécule d’intérêt 
s’accompagne de la formation d’urées ou d’amides cycliques, suite au démasquage d’une 
amine terminale (Schéma 41). Ces réactions possèdent généralement une cinétique plus 
lente que celles utilisant des transferts électroniques. 
 
Schéma 41 : Libération d’une molécule d’intérêt par décomposition d’un lien auto-immolable par 
cyclisation intramoléculaire
Néanmoins, ces deux méthodes sont complémentaires et leur combinaison dans une 
approche prodrogue est présentée sur le Schéma 42.189 La déprotection de l’amine engendre 
une cascade électronique, aboutissant à la libération d’une seconde amine. Cette dernière 
initiant ensuite le réarrangement final du lien par cyclisation, suivie par la libération de CO2. 
 
Schéma 42 : Combinaison des deux stratégies de liens auto-immolables 
La seconde méthode est la plus utilisée avec des ponts disulfures.174, 178 En milieu 
réducteur, la libération d’un thiol déclenche le réarrangement  du lien par cyclisation 
intramoléculaire au niveau d’un carbonate, d’un carbamate ou plus rarement d’un ester ou 
d’un amide.197 Deux mécanismes de réarrangement du lien sont proposés (Schéma 43).198 Ces 
derniers interviennent en général simultanément, libérant dans les deux cas la molécule 
d’intérêt.174, 197d 
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· Voie A : Le réarrangement du lien se fait par l’attaque directe du thiolate sur le 
carbonate ou le carbamate, entraînant la formation d’un cycle 1,3-oxathiolan-2-one.199 
 
·  Voie B : Le réarrangement intervient en deux étapes, par la formation de thiirane et 
libération de CO2.200  
 
Schéma 43 : Mécanismes de réarrangement des liens auto-immolables en réponse à des conditions 
réductrices 
Un exemple intéressant de molécules contenant un lien auto-immolable à pont 
disulfure concerne les prodrogues de paclitaxel, une molécule anticancéreuse fréquemment 
utilisée. Des liens disulfanyléthylcarbonates avec des chaînes alkyles portant des acides 
carboxyliques, des hydroxyles ou des amines, ont été fixés sur l’un des hydroxyles du paclitaxel 
(Schéma 44).201 Ce lien est stable dans le milieu extracellulaire, puis, en présence d’agents 
réducteurs, la coupure du pont disulfure libère un thiolate, induisant des réarrangements 
intramoléculaires par les mécanismes décrits précédemment. 
 
Schéma 44 : Exemples de prodrogues de paclitaxel 
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Dans le cadre de notre stratégie de co-délivrance de siARNs conjugués à de la 
doxorubicine, nous avons utilisé un lien auto-immolable disulfanyléthylcarbamate introduit 
sur la fonction amine de la doxorubicine. La conjugaison à des ARNs modifiés a ensuite été 
effectuée par des réactions d’échange thiol-disulfure. 
3. Préparation des ARNs conjugués à la doxorubicine 
3.1.  Principe  
L’objectif de notre étude est de conjuguer le brin sens du siARN ciblant le sarcome 
d’Ewing à la doxorubicine par un lien auto-immolable labile en milieu réducteur introduit en 
position 2’ d’un nucléoside. 
Nous avons pour cela utilisé un lien composé de deux ponts disulfures séparés par une 
chaîne carbonée aliphatique ou aromatique, noté R sur le Schéma 45. 
 
Schéma 45 : Mécanismes de réarrangement du lien auto-immolable entre le siARN et la doxorubicine  
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En milieu réducteur, par exemple en présence de glutathion, les deux ponts sont 
coupés, entraînant la libération du siARN et de la doxorubicine natifs par réarrangement des 
liens auto-immolables. D’une part, pour l’ARN, l’hémithioacétal instable évolue spontanément 
vers la récupération du nucléoside 2’-OH par départ de thioformaldéhyde, comme nous 
l’avons vu dans le chapitre I. D’autre part, pour la doxorubicine, le réarrangement s’effectue 
selon les deux mécanismes décrits précédemment (Schéma 43). Le départ de 1,3-oxathiolan-
2-one (voie A), ou le départ de thiirane et de dioxyde de carbone (Voie B) permettent ainsi la 
récupération de la doxorubicine native (Schéma 45).  
3.2.  Stratégie de synthèse 
La conjugaison à la doxorubicine a été effectuée en solution entre la doxorubicine 
activée par un groupement 2-(disulfanylpyridine)-éthylcarbamate, obtenue en trois étapes à 
partir de la doxorubicine non modifiée, et un ARN modifié par un lien 2’-O-((5-(pyridin-2-
yldisulfanyl)alkyl)disulfanyl)méthyle (Schéma 46). Le couplage n’a pas été effectué de manière 
supportée en raison de la dégradation de la doxorubicine lors de l’étape de déprotection à 
l’ammoniaque. 
Schéma 46 : Rétrosynthèse des siARNs conjugués à la doxorubicine 
Les ARNs ont été synthétisés sur support par une réaction similaire à celle utilisée dans 
le chapitre précédent sur les nucléosides portant des groupements 2’-O-AcSM. L’assemblage 
des ARNs a été effectué par synthèse automatisée, à partir des synthons phosphoramidites 
2’-O-AcSM et 2’-O-PivOM des quatre ribonucléotides. Le lien 2’-O-((5-(pyridin-2-
yldisulfanyl)alkyl)disulfanyl)méthyle a été formé sur support en présence de butylamine et 
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d’un réactif alkylbis(disulfanylpyridine) portant deux ponts disulfures activés, préalablement 
synthétisé à partir de dithiols commerciaux en une étape. Deux types de liens ont été 
envisagés pour évaluer l’influence de leur rigidité. Le premier contient une chaîne pentane 
aliphatique, pour obtenir des ARNs 2’-O-((5-(pyridin-2-yldisulfanyl)pentyl)disulfanyl)méthyles 
(2’-O-PySSPSSM), le second un squelette benzyle aromatique, formant des ARNs 2’-O-((4-
((pyridin-2-yldisulfanyl)méthyl)benzyl)disulfanyl)méthyles (2’-O-PySSMBnSSM).  
3.3.  Synthèse des précurseurs au couplage  
La stratégie de synthèse développée nécessite la préparation préalable de la 
doxorubicine modifiée avec un lien éthyldisulfanylpyridine et des réactifs 
alkylbis(disulfanylpyridine). 
3.3.1. Synthèse de la doxorubicine modifiée par un lien éthyldisulfanylpyridine 
La fonction amine libre présente sur le sucre de la doxorubicine a été transformée sous 
la forme d’un carbamate portant un lien éthyldisulfanylpyridine.  
La synthèse a été réalisée en trois étapes en suivant un protocole décrit par A. Lopez 
Cortajarena (Schéma 47).202 La première étape est la formation du lien éthyldisulfanylpyridine 
sur le β-mercaptoéthanol, par réaction d’échange thiol-disulfure entre le β-mercaptoéthanol 
et la 2,2’-dithiodipyridine. Le 2-(pyridin-2-yldisulfanyl)éthanol 21 a été obtenu avec un 
rendement de 76% après purification par chromatographie sur gel de silice. La deuxième 
étape permet d’activer l’hydroxyle de l’éthanol sous la forme d’un carbonate portant un 
substituant 4-nitrophényle, en formant le 4-nitrophényl 2-(pyridin-2-
yldisulfanyl)éthylcarbonate 22. La réaction a été effectuée par addition de bis(4-
nitrophényl)carbonate et de DIEA sur le 2-(pyridin-2-yldisulfanyl)éthanol 21 en 4 h dans le 
DCM et le produit 22 a été obtenu avec un rendement de 36%. Ce faible rendement s’explique 
par la difficulté à séparer le composé attendu de l’excès de bis(4-nitrophényl)carbonate, 
nécessitant ainsi plusieurs purifications successives par chromatographie sur colonnes de gel 
de silice. Enfin, la dernière étape consiste à l’attaque de l’amine de la doxorubicine sur le 
carbonate activé du composé 22 pour former la fonction carbamate. Cette réaction a été 
effectuée dans le DMF en présence de DIEA pendant 16 h. La (2-(pyridin-2-yldisulfanyl)-
éthylcarbamate)doxorubicine 23 a été isolée après purification sur gel de silice sous la forme 
d’un solide rouge avec un rendement de 93%. Le produit a été caractérisé par RMN 1H et 13C 
et spectrométrie de masse HR-MS.203 
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Schéma 47 : Synthèse de la (2-(pyridin-2-yldisulfanyl)-éthylcarbamate)doxorubicine 23
3.3.2. Synthèse des différents liens alkylbis(disulfanyl)pyridine 
Pour les synthèses des liens alkylbis(disulfanylpyridine), deux dithiols différents ont été 
utilisés, le pentanedithiol pour le lien aliphatique flexible (C5) et le benzènediméthanethiol 
(Bn) pour le lien aromatique rigide. Les synthèses du 1,5-bis(pyridin-2-yldisulfanyl)pentane 24 
et du 1,4-bis((pyridin-2-yldisulfanyl)méthyl)benzène 25 ont été effectuées en présence de la 
2,2’-dithiodipyridine en solution dans le méthanol (Schéma 48).  
 
Schéma 48 : Synthèse des réactifs alkylbis(disulfanylpyridine) 24 (avec une chaîne alkyle C5) et 25 
(avec un diméthylbenzène) 
Lors de la réaction, la polymérisation des réactifs a par ailleurs été détectée, indiquant 
une compétition entre la réaction sur la 2,2’-dithiodipyridine et la réaction intermoléculaire 
entre plusieurs précurseurs. Une première purification sur gel de silice a permis d’éliminer ces 
polymères formés durant la réaction. Une seconde purification en phase inverse sur gel de 
silice C18, a conduit aux réactifs 24 et 25, avec des rendements respectifs de 31% et 37%.  
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4. Synthèse et évaluation des siARNs liés à la doxorubicine  
4.1.  Synthèse d’ARNs portant des liens contenant un groupement 
alkyldisulfanylpyridine   
Nous avons introduit la doxorubicine en deux positions différentes, à l’extrémité 5’ et 
au milieu de la séquence du brin sens du siARN ciblant le sarcome d’Ewing, afin d’évaluer si sa 
position pouvait avoir une influence sur les propriétés du siARN. Elle a donc été conjuguée à 
une guanosine située à l’extrémité 5’ (5’-end) et à une cytidine présente au milieu de la 
séquence (Middle) (Figure 31).   
 
Figure 31 : Position des nucléosides conjugués à la doxorubicine sur l’ARN 
 La combinaison des molécules de doxorubicine sur ces deux positions avec les deux 
types de liens envisagés a permis de synthétiser quatre ARNs conjugués différents. Les 
modifications 2’-O-PySSPSSM ont été introduites sur les ARNs 26 et 27, respectivement en 
position 5’end et Middle, tandis que les modifications 2’-O-PySSMBnSSM ont été introduites 
sur les ARNs 28 et 29, également en positions respectives 5’end et Middle (Tableau 8).  
N° Lien Séquences des ARNs synthétisés 
26 5’end-C5 5’G2’-O-PySSPSSMCA GCA GAA CCC UUC UUA UGA3’ 
27 Middle-C5 5’GCA GCA GAA CC2’-O-PySSPSSMC UUC UUA UGA3’ 
28 5’end-Bn 5’G2’-O-PySSMBnSSMCA GCA GAA CCC UUC UUA UGA3’ 
29 Middle-Bn 5’GCA GCA GAA CC2’-O-PySSMBnSSMC UUC UUA UGA3’ 
Tableau 8 : Séquences des ARNs 26 à 29 
Les ARNs 26 à 29 ont été obtenus en deux étapes après l’assemblage de l’ARN sur 
support solide (Schéma 49).  
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Schéma 49 : Synthèse des ARNs 26 à 29 par transformation post-synthétique 
La première étape correspond à l’introduction des liens en position 2’, réalisée sur 
support à partir des réactifs 24 et 25 (Schéma 49). Dans un second temps, un traitement avec 
une solution d’ammoniaque pendant 3 h permet de décrocher les ARNs du support et 
déprotéger les bases et les positions 2’ comportant les groupements 2’-O-PivOM pour obtenir 
les ARNs 26 à 29. 
4.1.1. Mise au point de la synthèse des ARNs modifiés par un lien 
alkylbis(disulfanyl)pyridine 
Pour mettre au point les conditions de couplage des liens alkylbis(disulfanylpyridine), 
nous avons choisi d’utiliser le réactif 25, plus disponible car plus facile à obtenir en grandes 
quantités en raison de l’étape de purification. En suivant la méthode développée dans le 
chapitre I, nous avons utilisé 100 équivalents de réactif 25 pendant 15 min dans un mélange 
THF /  Butylamine (3 :1, v/v) pour obtenir les ARNs 28 et 29.  
 
Figure 32 : Chromatogrammes IEX-HPLC des bruts de déprotection des ARNs 28 et 29 après réaction 
avec 100 équivalents de réactif 25 
L’analyse des chromatogrammes par IEX-HPLC  montre dans les deux cas de nombreux 
pics (Figure 32) parmi lesquels deux pics majoritaires ont été identifiés par spectrométrie de 
masse MALDI-TOF. Il s’agit de l’ARN 2’-OH, correspondant à une réaction incomplète et un 
dimère d’ARN dont les deux brins non complémentaires sont liés par des ponts disulfures 
(Figure 33).  
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Figure 33 : Structure des dimères interbrins formés lors de la synthèse des ARNs 28 et 29 
Pour favoriser la formation des ARNs 28 et 29, nous avons fait varier le nombre 
d’équivalents de réactif 25 et mesuré les proportions relatives de trois espèces remarquables 
sur les chromatogrammes IEX-HPLC à 260 nm (Figure 34). Elles correspondent à l’ARN 2’-OH, 
à l’ARN d’intérêt 28 ou 29 et au dimère d’ARN. 
 
Figure 34 : Chromatogrammes IEX-HPLC des ARNs 28 et 29 bruts après réaction avec différentes 
quantités de réactif 25 
Les chromatogrammes IEX-HPLC révèlent des proportions relatives de ces trois 
composés différentes selon la position du lien à introduire, à l’extrémité 5’ ou en milieu de 
l’ARN. En effet, pour l’ARN modifié à l’extrémité 5’, lors des réactions avec 20 ou 100 
équivalents de 25, le produit majoritaire est le dimère alors que, lorsque que la réaction 
intervient en milieu de séquence, une forte proportion d’ARN 2’-OH est obtenue (Figure 34). 
Une explication potentielle à ces différences est la meilleure accessibilité de la position 5’, qui 
facilite les réactions interbrins, tandis qu’elles sont moins favorables en milieu de chaîne en 
raison de potentielles gênes stériques. 
La proportion des ARNs 28 et 29 attendus augmente nettement avec les quantités de 
réactif 25 utilisées. Pour 20 ou 100 équivalents, moins de 10% de produit désiré sont obtenus 
alors qu’avec 500 équivalents, les ARNs 28 et 29 représentent les espèces majoritaires. La 
réaction n’a pas été testée avec des quantités supérieures du réactif 25 en raison de 
problèmes de solubilité à des concentrations plus élevées.  
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4.1.2. Synthèse des ARNs 26 à 29 porteurs de liens alkylbis(disulfanylpyridine)  
Les conditions utilisant 500 équivalents de réactifs 24 ou 25 ont donc été sélectionnées 
pour la synthèse des oligonucléotides 26 à 29 (Tableau 9). Ainsi, les ARNs 26 et 27, portant le 
lien pentyle entre les deux ponts S-S, respectivement aux deux positions 5’end-C5 et Middle-
C5, ont été préparés sur support, avec 500 équivalents du réactif 24 dans un mélange THF / 
Butylamine (3 :1, v/v) pendant 15 min (Figure 35). Ces conditions ont aussi été utilisées pour 
les ARNs 28 et 29 portant le lien diméthylbenzène, avec 500 équivalents de réactif 25. 
N° Lien m/z calculée m/z obtenuea 
ARN 
d’intérêtb (%) 
Quantités 
isoléesc (nmol) 
26 5’end-C5 6945,6 6944,4 32% 20,3 
27 Middle-C5 6945,6 6944,1 28% 21,2 
28 5’end-Bn 6979,6 6978,6 24% 38,6 
29 Middle-Bn 6979,6 6978,1 35% 45,7 
Tableau 9 : Résultats et caractérisation des ARNs 26 à 29  
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC du brut de déprotection à 
260 nm  
cQuantités isolées après purification mesurées par spectrophotométrie à 260 nm à partir d’une synthèse à 
l’échelle de 1 µmol 
 
 
Figure 35 : Chromatogrammes IEX-HPLC des bruts de réaction avec 500 équivalents de réactif 24 
pour obtenir les ARNs 26 et 27  
Les ARNs 26 à 29 ont été purifiés par IEX-HPLC, dessalés et caractérisés par 
spectrométrie de masse MALDI-TOF (Figure 36). Les spectres de masse montrent la présence 
de trois pics dans la zone correspondant à la masse attendue (6945,6 Da pour 26 et 27 ;  6979,6 
Da pour 28 et 29). La coupure partielle des ponts disulfures lors du tir du laser est détectée 
(pertes de masse de 110 Da et de 243 Da pour 26 et 27 et de 110 Da et 277 Da pour 28 et 29), 
expliquant la détection des masses des espèces sous forme thiolate. 
Les proportions déterminées pour les ARNs 26 à 29 sont relativement similaires, 
environ 30% (Tableau 9). Néanmoins, le lien diméthylbenzène présent dans 28 et 29 permet 
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une séparation des espèces par IEX-HPLC plus aisée, rendant la purification plus efficace. En 
effet, malgré des proportions d’ARNs d’intérêt similaires dans le brut de déprotection, les 
quantités d’ARNs 28 et 29 isolées sont deux fois supérieures à celles des ARNs 26 et 27.
 
Figure 36 : Chromatogrammes HPLC et spectres de masse MALDI-TOF des ARNs 26 à 29 purifiés   
4.2.  Synthèse des ARNs conjugués à la doxorubicine 
4.2.1. ARNs conjugués à une molécule de doxorubicine 
Les couplages en solution entre les quatre ARNs précurseurs précédemment préparés 
2’-O-PySSPSSM 26 et 27 et 2’-O-PySSMBnSSM 28 et 29 et la doxorubicine activée sous forme 
S-S-pyridine 23 ont permis d’obtenir respectivement les quatre ARNs 30, 31, 32 et 33 
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conjugués à la doxorubicine. La réaction a été menée en présence d’un large excès de 
doxorubicine (100 équivalents par rapport à l’ARN) et se décompose en deux étapes 
successives (Schéma 50) : 
5’end-C5 Middle-C5
Schéma 50 : Synthèse et structure des ARNs 30 à 33 
 
- La première étape est la formation du thiol du dérivé de la doxorubicine 23 par rupture 
du lien disulfure. La réaction est effectuée en 2 h à 37 °C avec 100 équivalents de réactif  
23 à 5 mM et 80 équivalents de TCEP à 50 mM dans un mélange de tampon HEPES à 
pH 8 (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0,05 mM EDTA, 7,5 mM HEPES) et de DMF dans des 
proportions égales.204  
La quantité inférieure de TCEP (80 équiv.) par rapport à la doxorubicine modifiée 23 
(100 équiv.) permet de s’assurer de la consommation totale de l’agent réducteur après 
2 h, évitant ainsi la rupture des ponts disulfures des ARNs lors de leur addition au milieu 
réactionnel. Le pH fixé à 8 permet de garantir la stabilité chimique de l’ARN. L’addition 
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de DMF permet de solubiliser complètement la doxorubicine, qui est peu soluble en 
milieu purement aqueux. 
- La deuxième étape est la réaction d’échange thiol-disulfure par attaque du thiol 
fraîchement généré sur le pont disulfure activé des ARNs 26 à 29. Le mélange 
contenant la doxorubicine sous forme thiol est directement ajouté sur l’ARN lyophilisé. 
La réaction est ensuite effectuée sous agitation pendant seulement 5 min à 37 °C. En 
effet, une réaction plus longue pourrait favoriser le réarrangement du lien par attaque 
d’un thiol libre sur les ponts disulfures liant l’ARN à la doxorubicine, engendrant la 
formation d’ARN 2’-OH. 
La réaction a été arrêtée par addition de tampon HEPES à pH 5 favorisant la forme thiol 
moins réactive. Les composés ont ensuite été directement analysés (Figure 37) et 
purifiés par HPLC phase inverse puis caractérisés par IEX-HPLC et spectrométrie de 
masse MALDI-TOF (Figure 38, Tableau 10). L’analyse et la purification par HPLC phase 
inverse ont été choisies pour une meilleure séparation des ARNs 30 à 33 du reste des 
espèces en raison de la forte lipophilie apportée par la présence de la doxorubicine. 
 
Figure 37 : Chromatogrammes HPLC phase inverse des bruts de couplages des ARNs couplés 30 à 33  
à partir des ARNs 26 à 29 
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Les chromatogrammes HPLC phase inverse montrent la présence de plusieurs pics 
(Figure 37). Le premier pic, avec un temps de rétention d’environ 1 min, correspond à la 
thiopyridone libérée en grande quantité par la préparation du thiol de la doxorubicine. Les 
pics avec des temps de rétention supérieurs à 10 min sont issus de l’excès de doxorubicine 
utilisée, sous des formes différentes pouvant correspondre à la forme pyridine, à la forme 
thiol, à la forme déprotégée ou à des dimères de doxorubicine. 
N° Lien m/z calculée m/z obtenuea 
Taux de 
conjugaison (%)b 
Rendement de 
couplage (%)c 
30 5’end-C5 7482,1 7482,8 91% 39% 
31 Middle-C5 7482,1 7484,0 80% 46% 
32 5’end-Bn 7517,1 7516,5 80% 49% 
33 Middle-Bn 7517,1 7515,3 69% 43% 
Tableau 10 : Résultats et caractérisations des ARNs 30 à 33  
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic d’intérêt en aire relative des pics correspondants à des ARNs sur le chromatogrammes HPLC 
phase inverse du brut de réaction  à 260 nm  
cRendement calculé à partir des quantités de produit pur déterminées par spectrophotométrie à 481 nm  
Les pics avec des temps de rétention compris entre 4 et 5 min et présents en faibles 
quantités correspondent à l’ARN 2’OH, issu de la coupure du lien auto-immolable, et à des 
produits de dégradations. Les pics avec des temps de rétention de 6 à 7 min sont attribués aux 
ARNs 30 à 33. La détection de ces ARNs conjugués est confirmée par le suivi du 
chromatogramme à 481 nm, une des longueurs d’onde d’absorbance de la doxorubicine 
(coefficient d’extinction molaire en tampon ε481 = 10410 M–1.cm–1). Cette longueur d’onde est 
régulièrement utilisée pour doser les quantités de doxorubicine par spectrophotométrie.205 
 Les taux de conjugaison obtenus ont été calculés à partir du chromatogramme HPLC 
phase inverse en prenant uniquement en compte les pics correspondant aux ARNs, c’est-à-
dire les espèces 2’-OH, les dégradations et les produits voulus, et en laissant de côté les pics 
de la thiopyridone et de la doxorubicine. Ces taux de conjugaison sont compris entre 69% et 
91%, indiquant que cette réaction est efficace, avec consommation très rapide des ARNs 
précurseurs (Tableau 10). Les ARNs 30 et 31, avec le lien pentyle, ont été obtenus avec des 
rendements légèrement plus élevés, respectivement 91% et 80%, que les ARNs 32 et 33, avec 
le lien diméthylbenzène, qui ont été formés avec des rendements respectifs de 80% et 69%. 
Une hypothèse est que la flexibilité du lien pentyle facilite la réactivité avec la doxorubicine.  
 
 Chapitre II : Co-délivrance de siARNs et de doxorubicine conjugués via un lien auto-
immolable contenant des ponts disulfures  
 
125 
 
 
Figure 38 : Chromatogrammes IEX - HPLC et spectres de masse MALDI - TOF des ARNs couplés avec la 
doxorubicine purs 30 à 33  
Les ARNs ont été analysés par IEX-HPLC après purification et caractérisés par 
spectrométrie de masse MALDI-TOF (Figure 38). Les rendements de couplage calculés après 
purification sont similaires pour ces quatre ARNs, compris entre 39% et 49%, indiquant la 
flexibilité de la méthode, quelle que soit la nature du lien et la position de la doxorubicine. La 
détermination de ces rendements a été effectuée par dosage spectrophotométrique à 481 
nm. En effet, la doxorubicine absorbe également à 260 nm, perturbant la mesure classique de 
l’absorbance des nucléotides. Une diminution d’environ 50% entre le taux de conjugaison et 
le rendement en produit isolé est observée, explicable par des pertes durant la purification en 
phase inverse. Néanmoins, les quantités obtenues restent suffisantes pour effectuer les 
différentes évaluations de ces conjugués. 
Les spectres de masses montrent systématiquement deux pics de masse supérieure à 
7000 Da, l’un correspondant à l’ARN conjugué (7482,1 Da pour 30 et 31, 7517,1 Da pour 32 et 
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33) et l’autre dont la masse est inférieure d’environ 398 Da (7085 Da pour 30 et 31, 7117 Da 
pour 32 et 33), correspondant à la coupure de la liaison glycosidique de la doxorubicine par 
fragmentation lors du processus d’ionisation dans le spectromètre (Schéma 51).206  
 
Schéma 51 : Fragmentation de la doxorubicine lors du processus d’ionisation 
4.2.2. ARN conjugué à deux molécules de doxorubicine 
L’introduction de deux molécules de doxorubicine sur un siARN serait utile pour 
augmenter l’activité biologique du conjugué. De plus, il nous est apparu intéressant de vérifier 
la flexibilité de notre méthode pour introduire plusieurs biomolécules par des liens auto-
immolables. Ainsi, un ARN comportant les liens diméthylbenzènes sur les positions 5’end  et 
Middle a été synthétisé. Le lien diméthylbenzène a été sélectionné en raison de la disponibilité 
du précurseur 25. 
4.2.2.1. Synthèse d’un ARN modifié en deux positions par des liens 2’-O-
PySSMBnSSM 
Le brin sens du siARN du sarcome d’Ewing modifié par deux groupements 2’-O-
PySSMBnSSM 34 (Tableau 11) a été obtenu en suivant un protocole similaire à celui utilisé 
pour la synthèse des ARNs 26 à 29. Dans un premier temps, l’ARN a été assemblé sur support 
solide pour obtenir l’ARN supporté portant deux modifications 2’-O-AcSM.  
N°  
m/z 
calculée 
m/z 
obtenuea 
ARN 
d’intérêtb 
(%) 
Quantités 
isoléesc 
(nmol) 
34 
5’G2’-O-PySSMBnSSMCA GCA GAA CC2’-O-PySSMBnSSMC 
UUC UUA UGA3’ 
7296,2 7294,3 15% 29,2 
Tableau 11 : Caractérisation de l’ARN 34 
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC du brut à 260 nm  
cQuantités isolées après purification mesurées par spectrophotométrie à 260 nm à partir d’une synthèse à 
l’échelle de 1 µmol 
La transformation des groupes thioacétyles (SAc) en lien PySSMBnSSM a ensuite été 
réalisée  sur support avec 500 équivalents de réactif 25, soit 250 équivalents par modification, 
dans un mélange THF / BuNH2 (3:1, v/v) pendant 15 min. En effet, la limite de solubilité du 
réactif 25 empêche de réaliser la réaction à 500 équivalents par modification comme 
précédemment. La coupure de l’ARN du support solide et la déprotection des nucléobases et 
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des positions 2’OH a ensuite été effectuée avec une solution d’ammoniaque pendant 3 h pour 
obtenir l’ARN 34.  
L’analyse par IEX-HPLC montre l’ARN brut 34 présent dans des proportions de 15%, 
résultant certainement du plus faible nombre d’équivalents de réactif 25 utilisé.  De plus, un 
large massif de pics apparait sur le chromatogramme HPLC, indiquant un mélange important 
de dimères interbrins (Figure 39), en raison de la présence des deux modifications. Après 
purification par IEX-HPLC, 29,2 nmol de l’ARN 34 pur ont été isolées (Tableau 11). De 
nombreux pics sont visibles sur le spectre de masse, correspondant à la rupture partielle de 
façon aléatoire de plusieurs des quatre ponts disulfures présents sur l’ARN portant deux liens 
PySSMBnSSM. Ces coupures des ponts disulfures provoquées par le laser sont caractérisées 
par des pics séparés de 110 Da (7185,9 Da et 7075,6 Da) correspondant à la perte d’une 
thiopyridine, et d’autres séparés de 168 correspondant à la perte de l’entité 1,4-
benzènediméthanethiol (6908,0 Da). La coupure complète des quatre ponts disulfures est 
également visible sur le spectre de masse de l’ARN non purifié (6746,1 Da). 
 
Figure 39 : Chromatogrammes HPLC et spectres de masse MALDI-TOF du brut de déprotection (en 
haut) et de l’ARN pur 34 (en bas) 
4.2.2.2. Conjugaison en solution de l’ARN aux deux molécules de 
doxorubicine 
Le couplage a été effectué dans les mêmes conditions que précédemment (2 h à 37°C 
et 80 équivalents de TCEP) mais 100 équivalents de doxorubicine modifiée 23, soit seulement 
50 équivalents par modification, ont été utilisés afin d’éviter des problèmes de solubilité de la 
doxorubicine. Ce mélange est ensuite ajouté à l’ARN 34 lyophilisé pendant 5 min dans un 
mélange tampon HEPES pH 8 / DMF (1:1, v/v). Le brut de couplage a été analysé par HPLC 
phase inverse (Figure 40). Un taux de conjugaison de 62% a été obtenu et un rendement global 
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de 26% a été déterminé après purification (Tableau 12). Cet écart est globalement similaire à 
celui observé après la purification des ARNs couplés à une seule doxorubicine. 
Conjugaison avec l’ARN 34 : 5’G2’-O-PySSMBnSSMCA GCA GAA CC2’-O-PySSMBnSSMC UUC UUA UGA3’ 
N° m/z calculée m/z obtenuea 
Taux de 
conjugaison (%)b 
Rendement de 
couplage (%)c 
35 8375,1 8375,3 62% 26% 
Tableau 12 : Synthèse de l’ARN conjugué 35 portant deux doxorubicines  
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
b Pourcentage du pic d’intérêt en aire relative des pics correspondants à des ARNs sur le chromatogrammes HPLC 
phase inverse du brut de réaction  à 260 nm  
cRendement global calculé à partir des quantités de produit pur déterminées par spectrophotométrie à 481 nm  
 
 
 
Figure 40 : Chromatogramme HPLC phase inverse du brut de couplage de l’ARN 35 à partir de l’ARN 
34 
Le produit pur a ensuite été analysé par IEX-HPLC et caractérisé par spectrométrie de 
masse MALDI-TOF (Figure 41). Les mêmes coupures de la doxorubicine observées 
précédemment sur le spectre de masse apparaissent, avec un pic à 7584,9 Da correspondant 
à la coupure des deux doxorubicines et un à 7980,2 Da correspondant à une seule coupure. 
L’obtention de 8 nmol d’ARN 35 conjugué à deux molécules de doxorubicine démontre 
l’application de la méthode pour la multi-conjugaison de molécules actives au travers de ponts 
disulfures. Cependant, son efficacité mériterait d’être améliorée en optimisant les conditions 
de couplage. 
 
Figure 41 : Chromatogramme IEX-HPLC et spectre de masse MALDI-TOF de l’ARN pur 35  
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4.3.  Evaluation des siARNs conjugués à la doxorubicine 
Les cinq ARNs conjugués à la doxorubicine 30, 31, 32, 33 et 35 ont été combinés avec 
le brin antisens non modifié 2 pour former cinq siARNs (30 / 2, 31 / 2, 32 / 2, 33 / 2 et 35 / 2) 
du sarcome d’Ewing. Il nous a paru important de déterminer si la doxorubicine liée de façon 
covalente ne perturbait pas trop la stabilité et la structure des duplex, gage de leur efficacité 
pour l’interférence ARN. La stabilité enzymatique des conjugués en sérum a également été 
vérifiée. Enfin, le caractère auto-immolable du lien des conjugués a été évalué en présence de 
glutathion.
4.3.1. Stabilité thermique des siARNs conjugués à la doxorubicine  
Des expériences de dénaturation thermique ont été effectuées par 
spectrophotométrie UV à 260 nm en prenant comme modèles les siARNs 32 / 2 et 33 / 2 avec 
le lien diméthylbenzène entre les deux ponts disulfures. Les valeurs de Tm obtenues ont été 
comparées à celle du duplex non modifié 1 / 2  (Tableau 13). Au cours de leur fusion et de leur 
hybridation, les deux siARNs conjugués présentent une courbe sigmoïdale marquée par une 
transition nette indiquant que la doxorubicine n’empêche pas l’hybridation (Figure 42).  
 
Tableau 13 : Valeurs de Tm des siARNs formés des ARNs 32 et 33 conjugués à la doxorubicine et du 
brin antisens 2 non modifié 
aValeur de Tm obtenue par spectrophotométrie UV à 260 nm. CARN = 1,5 µM, tampon = cacodylate de sodium 10 
mM, NaCl 100 mM pH 7. La valeur obtenue correspond à la moyenne de 2 cycles dénaturation / hybridation 
(gradient entre 0 °C et 90 °C). Erreur estimée : Tm = ± 0,5 °C 
b ΔTm = Différence entre la valeur de Tm du duplex et la valeur de Tm du duplex 1 / 2 non modifié 
 
 
Figure 42 : Courbes de dénaturation thermique des siARNs conjugués à la doxorubicine 
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Une légère déstabilisation des duplex modifiés est observée avec des valeurs de ΔTm 
de -2,2 °C pour le duplex 32 / 2 et de -2,7 °C pour le duplex 33 / 2. Aucune différence de 
stabilité des siARNs conjugués n’est à noter selon la position de la conjugaison sur la séquence. 
Nous pouvons émettre l’hypothèse qu’il n’y a pas d’intercalation de la doxorubicine entre les 
paires de bases. Les valeurs de Tm sont supérieures à 60 °C, confirmant la stabilité thermique 
des siARNs à température physiologique et la possibilité de les utiliser pour des études en 
milieu biologique. 
4.3.2. Etude de la conformation par dichroïsme circulaire 
Les empreintes spectrales des cinq siARNs conjugués à la doxorubicine ont été 
déterminées par dichroïsme circulaire, pour vérifier si la présence de la drogue induit une 
modification de la structure de l’hélice. Nous les avons donc comparés au duplex 1 / 2 non 
modifié dont le spectre possède une bande positive intense autour de 265 nm et une bande 
négative intense autour de 210 nm. 
 
Figure 43 : Spectres de dichroïsme circulaire des siARNs conjugués à la doxorubicine en comparaison 
avec le duplex non modifié 1 / 2 
CARN = 1,5 µM, tampon = cacodylate de sodium 10 mM, NaCl 100 mM pH 7. Moyennes de 2 mesures. Température 
d’analyse : 1 °C 
A la vue des empreintes spectrales obtenues (Figure 43), la forme d’hélice A de l’ARN 
est globalement conservée pour l’ensemble des duplex. Les deux duplex avec une 
doxorubicine liée par le lien diméthylbenzène (32 / 2 et 33 / 2) montrent des spectres 
dichroïques similaires à celui du duplex non modifié 1 / 2. En revanche, une diminution 
d’environ 25% de l’intensité de la bande à 265 nm est observée pour les siARNs avec le lien 
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aliphatique (30 / 2 et 31 / 2), traduisant une variation de l’empilement des bases du duplex. 
Des variations plus importantes du spectre dichroïque du duplex portant deux doxorubicines 
(35 / 2) sont observées, avec une diminution d’environ 40% de l’intensité de la bande positive 
à 265 nm et une augmentation de plus de 200% de l’intensité de la bande négative autour de 
210 nm. Cette observation indique des déformations plus importantes du siARN, induites par 
la conjugaison à deux doxorubicines.  
4.3.3. Etude de la stabilité en présence de sérum humain 
Pour évaluer leur stabilité enzymatique, les siARNs conjugués à la doxorubicine ont été 
incubés en présence de 10% de sérum humain pendant 8 h à 37 °C afin de mimer les conditions 
enzymatiques extracellulaires. Les différentes analyses ont été effectuées par électrophorèse 
sur gel de polyacrylamide, à différents temps d’incubation. Pour chaque expérience, une 
référence avec le duplex incubé en l’absence de sérum a été déposée sur le gel pour évaluer 
la stabilité chimique des conjugués ARN-doxorubicine (Figure 44). Les demi-vies sont 
compilées dans le Tableau 14.  
Figure 44 : Gels d’électrophorèse et suivi de la dégradation en sérum humain des siARNs conjugués à 
la doxorubicine 
Une faible augmentation de la stabilité est observée pour les siARNs 30 / 2, 32 / 2 et 
33 / 2, avec des demi-vies comprises entre 10 et 20 minutes, soit une stabilité au minimum 
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doublée par rapport au duplex non modifié. En revanche, les deux siARNs 31 / 2 (t1/2 = 38,2 
min), possédant le lien Middle-C5, et 35 / 2 (t1/2 = 47,6 min) avec deux doxorubicines, ont des 
demi-vies environ dix fois supérieures à celle de l’ARN non modifié.   
 
Tableau 14 : Demi-vies calculées pour les siARNs conjugués en présence de 10% de sérum humain 
Calcul de la demi-vie sous l’hypothèse d’une cinétique enzymatique d’ordre 1 de la forme ! = "#$%& modélisée 
par Microsoft Excel. Coefficients de corrélation 0,90' ( )* ( 1,00 
Modélisation non effectuée pour les duplex trop rapidement dégradés par manque de points expérimentaux  
4.4.  Devenir des ARNs liés à la doxorubicine en milieu réducteur 
L’intérêt de notre stratégie est d’obtenir des conjugués auto-immolables en milieu 
réducteur, libérant le siARN et la doxorubicine libres par coupure des ponts disulfures. Pour 
vérifier le caractère immolable des liens utilisés, nous avons mis un ARN conjugué à la 
doxorubicine (32) en présence d’un agent réducteur et nous avons suivi la libération des deux 
entités par HPLC phase inverse. Cette méthode a été préférée à l’analyse par IEX-HPLC car la 
doxorubicine modifiée 23 est séparée efficacement de la doxorubicine naturelle, en raison de 
leur différence de lipophilie (Figure 45). En effet, la doxorubicine modifiée possède un temps 
de rétention supérieur de 1,5 min, et la disparition de ce pic est donc un moyen efficace de 
suivre le départ du lien N-éthylcarbamate.  
 
Figure 45 : Chromatogrammes HPLC phase inverse de la doxorubicine modifiée 23 et non modifiée 
L’ARN 32 modifié par le lien  5’end-Bn a été mis en présence d’un très large excès de 
TCEP dans du tampon à pH 8 puis le mélange a été incubé pendant 24 h avant analyse par 
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HPLC phase inverse. Trois références ont été utilisées pour suivre l’évolution : le brin sens non 
modifié 1, l’ARN 32 substrat de départ et la doxorubicine non modifiée (Figure 46).  
 
Figure 46 : Suivi de l’évolution de l’ARN 32 en présence de TCEP par HPLC phase inverse à 260 nm 
 Bien que le pic de la doxorubicine soit faible sur le chromatogramme enregistré à 260 
nm en comparaison de celui correspondant à l’ARN, la récupération des deux espèces 
totalement démasquées est confirmée. Les temps de rétention des deux espèces récupérées 
après 24 h de traitement réducteur correspondent à ceux de leurs références respectives. En 
particulier pour la doxorubicine, le départ du lien auto-immolable est confirmé par l’absence 
de l’espèce modifiée. 
 Cette expérience confirme donc le caractère auto-immolable du lien que nous avons 
testé, et nous pouvons extrapoler ces résultats aux autres liens envisagés dans cette étude, 
étant donné la similarité de leurs structures. 
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5. Conclusion 
Dans ce chapitre, nous avons synthétisé des ARNs conjugués à la doxorubicine avec 
des liens covalents et auto-immolables, ce qui constitue une approche intéressante pour 
envisager de la co-délivrance de siARN et de drogue. Pour ce faire, nous avons mis au point 
une stratégie de synthèse de siARNs conjugués à la doxorubicine utilisant la chimie des ponts 
disulfures pour lier les deux partenaires par un lien auto-immolable sensible aux conditions 
réductrices. La doxorubicine a été préalablement modifiée pour introduire un lien 2-(pyridin-
2-yldisulfanyl)-éthylcarbamate, choisi pour son caractère auto-immolable en milieu 
réducteur. L’ARN a été préparé par la méthode aux phosphoramidites par synthèse 
automatisée en incorporant un synthon 2’-O-AcSM phosphoramidite comme précurseur du 
lien pour la conjugaison.  
Ensuite, une réaction supportée avec deux réactifs bis(disulfanyl)pyridine 
préalablement préparés a permis la synthèse de quatre ARNs portant une modification 2’-O-
((5-(pyridin-2-yldisulfanyl)pentyl)disulfanyl)méthyle (2’-O-PySSPSSM) ou 2’-O-((4-((pyridin-2-
yldisulfanyl)méthyl)benzyl)disulfanyl)méthyle (2’-O-PySSMBnSSM) soit à l’extrémité 5’, soit au 
milieu de la séquence. L’optimisation des conditions de cette réaction a révélé qu’un large 
excès de réactifs est nécessaire pour favoriser l’obtention des ARNs souhaités. Un ARN portant 
la modification 2’-O-PySSMBnSSM sur les deux positions a également été synthétisé, 
démontrant la possibilité de multi-conjugaison.  
Pour effectuer la conjugaison en solution, le pont disulfure activé de la doxorubicine,  
préalablement réduit par du TCEP, réagit sur les ARNs précurseurs 2’-O-PySSPSSM et 2’-O-
PySSMBnSSM pour former le lien covalent par une réaction d’échange thiol-disulfure. Ces 
couplages, malgré un temps de réaction très court, s’effectuent avec une très bonne efficacité.  
Les ARNs conjugués ont été hybridés à leur ARN complémentaire pour former des 
siARNs dont la stabilité thermique dans des conditions physiologiques a été vérifiée pour 
certains, malgré la présence de la doxorubicine, ainsi que la conservation de l’hélice A des 
siARNs. La stabilité enzymatique des conjugués en sérum humain a été légèrement 
augmentée par rapport au siARN naturel. Enfin, la libération simultanée du siARN et de la 
doxorubicine en milieu réducteur a validé notre stratégie d’utiliser un lien auto-immolable 
entre les deux molécules.  
L’étape suivante de ce projet consistera à évaluer la capacité d’inhibition de ces siARNs 
conjugués en milieu cellulaire ainsi que la cytotoxicité pour quantifier l’effet de la 
doxorubicine dans les cellules, dans le cadre d’une stratégie de co-délivrance. Enfin, le suivi 
de la pénétration cellulaire sans agents de transfection montrera si la lipophilie de la 
doxorubicine est suffisante pour compenser la faible pénétration cellulaire des siARNs. Ces 
études biologiques seront réalisées par notre collaborateur, le Dr. Jean-Rémi Bertrand. 
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6. Partie expérimentale 
General experimental procedures 
Analytical and semi-preparative ion-exchange high performance liquid chromatography were 
performed on a Thermo Ultimate 3000 HPLC system equipped with anion-exchange DNAPac 
PA 100 columns (4 x 250 mm for analysis or 9 x 250 mm for semi-preparative purpose, Dionex), 
UV detection at 260 nm. The following HPLC solvent systems were used: 5% CH3CN in 25 mM 
Tris-HCl buffer, pH 8 (buffer A) and 5% CH3CN containing 400 mM NaClO4 in 25 mM Tris-HCl 
buffer, pH 8 (buffer B). Flow rates were 1.0 mL.min-1 and 4 mL.min-1 for analysis and semi-
preparative purposes, respectively. 
Analytical and semi-preparative RP-HPLC high performance liquid chromatographies were 
performed on a Thermo Ultimate 3000 HPLC system equipped with (ThermoFisher Scientific 
LC Accucore™ C18, 100 Å, 2.1 x 50 mm, Buffer A: 12.5 mM TEAAc in 1% CH3CN, Buffer B: 12.5 
mM TEEAc in 80% CH3CN, 1 mL / min flow rate, detection at 260 nm). 
All the others general experimental procedures are the same as described in the experimental 
section of chapter I. 
Synthesis of 2’-O-AcSM-5’-O-DMTr-3’-O-phosphoramidites nucleosides 10a-c 
The synthesis of the cytidine 10a, the adenosine 10b and the guanosine 10c 2’-O-AcSM 
phosphoramidites are described in the experimental section of chapter I. 
Synthesis of 2-(Pyridin-2-yldisulfanyl)ethanol 21 
2, 2’ dithiodipyridine (2.66 g, 12.1 mmol, 1.50 equiv) was dissolved under argon in dry MeOH 
(100 mL). The solution was treated dropwise with a solution of 2-mercaptoethanol (1.00 g, 
8.10 mmol, 1.00 equiv) in dry MeOH (16.0 mL). Completion was achieved in 1 h and the solvent 
was evaporated under vacuum. The crude material was purified by silica gel column 
chromatography with a step gradient of cyclohexane and EtOAc (10-20%). The desired 
compound 21 was obtained as colorless oil (910 mg, 6.16 mmol, 76%). 1H NMR (DMSO-D6, 
400 MHz): δ(ppm) = 8.54 (d, J = 4.9 Hz, 1 H, Haro) ; 7.60 (td, J = 7.5 Hz, J = 1.7 Hz, 1 H, Haro) ; 
7.66 (dd, J = 8.1 Hz, 1 H, Haro) ; 7.20 – 7.15 (m, 1 H, Haro) ; 5.20 (s, 1 H, OH) ; 3.81 (t, J = 5.2 Hz, 
2 H, CH2) ; 2.97 (t, J = 5.2 Hz, 2 H, CH2). 
Synthesis of 4-Nitrophenyl 2-(pyridin-2-yldisulfanyl)ethyl carbonate 22 
DIEA (158 µL, 0.79 mmol, 1.50 equiv) was added to a solution of 21 (100 mg, 0.53 mmol, 1.00 
equiv), and bis(4-nitrophenyl) carbonate (241 mg, 0.79 mmol, 1.50 equiv) in CH2C12 (2 mL) 
under Ar, and stirred for 5 h. The mixture was washed with water, and the organic phase was 
extracted with brine and dried with MgSO4. The solvent was evaporated under vacuum. The 
crude material was purified by successive silica gel column chromatographies with a step 
gradient of DCM and MeOH (0-1%). The desired compound 22 was obtained as white powder 
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(70 mg, 0.19 mmol, 36%). 1H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ(ppm) = 8.54 (d, J = 4.7 Hz, 1 H, Haro) ; 
8.27 (d, J = 9.3 Hz, 2 H, Haro) ; 7.72 – 7.71 (m, 2 H, Haro) ; 7.38 (d, J = 7.2 Hz, 2 H, Haro) ; 7.20 – 
7.17 (m, 1 H, Haro) ; 4.57 (t, J = 6.5 Hz, 2 H, CH2) ; 3.19 (t, J = 6.5 Hz, 2 H, CH2). 
Synthesis of 2-(pyridin-2-yldisulfanyl)ethylcarbamate doxorubicin 23 
DIEA (80 μL, 0.28 mmol, 1.4 equiv) was added under argon to a solution of 22 carbonate (100 
mg, 0.28 mmol, 1.4 equiv) and doxorubicin hydrochloride (120 mg, 0.20 mmol, 1 equiv) in 
DMF (10 mL). The reaction was stirred at room temperature overnight, then the solvent was 
evaporated under vacuum. The crude material was purified by flash chromatography with a 
step gradient of DCM and MeOH (2-5%). The desired compound 23 was obtained as red solid 
(141 mg, 0.19 mmol, 93%). 1H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ(ppm) = 13.96 (s, 1 H, OH) ; 13.21 (s, 
1 H, OH) ; 8.40 (d, J = 3.7 Hz, 1 H, Haro) ; 8.01 (d, J = 7.5 Hz, 1 H, Haro) ; 7.80-7.61 (m, 3 H, Haro) ; 
7.38 (d, J = 8.3 Hz, 1 H, Haro) ; 7.08 (t, J = 5.4 Hz, 1 H, Haro) ; 5.51 (s, 1 H, OH) ; 5.28 (m, 2 H, NH 
+ OH) ; 5.10 (d, J = 8.8 Hz, 1 H, O-CH-O) ; 4.74 (d, J = 4.4 Hz, 2 H, CH2-OH) ; 4.56 (s, 1 H, CH2-
OH) ; 4.42 – 4.38 (m, 1 H, CH-O) ; 4.21 – 4.09 (m, 2 H, CH2) ; 4.07 (s, 3 H, OCH3) ; 3.86 - 3.77 (m, 
1 H, CH) ; 3.62 (d, J = 5.0 Hz, 1 H, CH-OH) ; 3.25 (d, J = 18.8 Hz, 1 H, CH-NH) ; 3.08 – 2.87 (m, 5 
H, 2 CH2, 1 CH) ; 2.34 (d, J = 14.6 Hz, 1 H, CH) ; 2.15 (dd, J = 14.6 Hz, J = 3.7 Hz, 1 H, CH) ; 1.81 
(d, J= 6.5 Hz, 3 H, CH3). 13C NMR (CDCl3, 100 MHz): 212.8 (C=O) ; 185.9 (C=O) ; 185.5 (C=O) ; 
160.0 (C-OMe) ; 159.0 (N=C-S) ; 155.2 (NCOO) ; 154.5 (C-OH) ; 154.2 (C-OH) ; 148.4 (CAr) ; 136.3 
(CAr) ; 134.7 (CAr) ; 134.4 (CAr) ; 132.6 (CAr) ; 132.5 (CAr) ; 119.8 (CAr) ; 119.7 (CAr) ; 118.9 (CAr) ; 
118.8 (CAr) ; 117.4 (CAr) ; 110.5 (CAr) ; 110.3 (CAr) ; 99.9 (O-C-O) ; 68.7 (C-O) ; 68.0 (C-O) ; 66.4 
(C-O) ; 64.5 (C-O) ; 62.4 (C-O) ; 55.6 (O-Me) ; 46.0 (S-CH2-CH2-O) ; 36.5 (C-NH) ; 34.6 (CH2) ; 32.9 
(CH2) ; 29.0 (CH2) ; 28.7 (CH2) ; 15.9 (C-Me). HRMS (ESI+): m/z calcd for C35H37N2O13S2 [M + H]+ 
757.1737, Found 757.1740. 
Synthesis of 1,5-bis(pyridin-2-yldisulfanyl)pentane 24 
A solution of benzenedimethanethiol (2.50 g, 18.4 mmol, 1.0 equiv) in dry MeOH (50 mL) was 
added dropwise under argon to a stirred solution of 2,2’-dithiodipyridine (12.0 g, 55.1 mmol, 
3.00 equiv) in dry MeOH (200 mL). The yellow mixture was stirred at room temperature for 
1.5 h to reach completion. The solvent was evaporated under vacuum. The crude material was 
purified by silica gel column chromatography with a step gradient of DCM and EtOAc (2-5%) 
followed, after evaporation of the compound, by a RP column chromatography with a gradient 
of water and acetonitrile (0 - 60%). The desired compound 24 was obtained as colorless oil 
(2.01 g, 5.70 mmol, 31%). 1H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ(ppm) = 8.45 (d, J = 4.2 Hz, 2 H, Hpyridyl) 
; 7.71 (d, J = 8.0 Hz, 2 H, Hpyridyl) ; 7.64 (td, J = 7.3 Hz, J = 1.7 Hz, 2 H, Hpyridyl) ; 7.08 (ddd, J = 7.1 
Hz, J = 4.9 Hz, J = 1.0 Hz, 2 H, Hpyridyl) ; 2.77 (t, J = 7.2 Hz, 4 H, 2 CH2) ; 1.69 (p, J = 7.4 Hz, 4 H, 2 
CH2) ; 1.53 - 1.46 (m, 2 H, 1 CH2). 13C NMR (CDCl3, 100 MHz): 159.4 (2 Cpyridyl) ; 148.3 (2 Cpyridyl) 
; 136.2 (2 Cpyridyl) ; 119.6 (2 Cpyridyl) ; 118.9 (2 Cpyridyl) ; 37.7 (2 CH2) ; 27.4 (2 CH2) ; 26.2 (CH2). 
HRMS (ESI+): m/z calcd for C15H19N2S4 [M + H]+ 355.0431, Found 355.0434. 
Chapitre II : Partie expérimentale   
 
137 
 
Synthesis of 1,4-bis((pyridin-2-yldisulfanyl)methyl)benzene 25 
A solution of 1,4-benzenedimethanethiol (2.50 g, 14.6 mmol, 1.00 equiv) in dry MeOH (50 mL) 
was added dropwise to a stirred solution of 2,2’-dithiodipyridine (9.70 g, 44 mmol, 3.00 equiv) 
in dry MeOH (200 mL) under argon. The yellow mixture was stirred at room temperature for 
2.5 h to reach completion. The solvent was evaporated under vacuum. The crude material was 
purified by silica gel column chromatography with a step gradient of DCM and MeOH (0-
10%).The desired compound 25 was obtained as pale yellow oil (2.1 g, 5.4 mmol, 37%). 1H 
NMR (CDCl3, 400 MHz): δ(ppm)= 8.44 (d, J = 4.1 Hz, 2 H, Hpyridyl) ; 7.58 – 7.47 (m, 4 H, Hpyridyl) ; 
7.19 (s, 4 H, Haro) ; 7.05 (ddd, J = 7.0 Hz, J = 4.9 Hz, J = 1.1 Hz, 2 H, Haro) ; 3.96 (s, 4 H, 2 CH2). 
13C 
NMR (CDCl3, 100 MHz): 159.8 (2 Cpyridyl) ; 149.3 (2 Cpyridyl) ; 137.0 (2 Caro) ; 135.9 (2 Cpyridyl) ; 
129.6 (4 Caro) ; 120.7 (2 Cpyridyl) ; 119.6 (2 Cpyridyl) ; 53.5 (2 CH2) ; 35.4 (CH2). HRMS (ESI
+): m/z 
calcd for C18H17N2S4 [M + H]+ 389.0275, Found 389.0274. 
Solid-phase synthesis of RNA oligonucleotides  
The solid-phase synthesis of RNA oligonucleotides was described in the experimental section 
of chapter I. 
Synthesis of modified 2’-O- PySSPSSM oligoribonucleotides 26 and 27 
After RNA elongation, the solid support was treated with 2 mL of a 0.4 M solution of 24 (500 
equiv.) and a 2.5 M butylamine (0.5 mL) solution in anhydrous THF (1.5 mL). The solution was 
applied to the synthesis column using two glass syringes filled with 4Å molecular sieves (5 
beads each), and pushed back and forth through the synthesis column for 15 min. Then the 
solution was removed and the solid-support was washed with anhydrous THF followed by a 1 
min flush with argon. Finally, the solid support was treated with a 30% aqueous ammonia 
solution for 3 h at 25°C. The solution was evaporated in the presence of isopropylamine (13% 
of total volume) under reduced pressure. The residue was dissolved in 1.5 mL water, 
transferred to a 2 mL Eppendorf-vial and lyophilized. 
Synthesis of modified 2’-O- PySSMBnSSM oligoribonucleotides 28, 29 and 34 
After RNA elongation, the solid support was treated with 2 mL of a 0.4 M solution of 25 (500 
equiv.) and a 2.5 M butylamine (0.5 mL) solution in anhydrous THF (1.5 mL). The solution was 
applied to the synthesis column using two glass syringes filled with 4Å molecular sieves (5 
beads each), and pushed back and forth through the synthesis column for 15 min. Then the 
solution was removed and the solid-support was washed with anhydrous THF followed by a 1 
min flush with argon. Finally, the solid support was treated with a 30% aqueous ammonia 
solution for 3 h at 25°C. The solution was evaporated in the presence of isopropylamine (13% 
of total volume) under reduced pressure. The residue was dissolved in 1.5 mL water, 
transferred to a 2 mL Eppendorf-vial and lyophilized. 
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Analysis, purification and desalting of RNAs 26, 27, 28, 29 and 34  
The crude oligonucleotides were analyzed by IEX-HPLC and characterized by MALDI-TOF 
spectrometry. The crude oligonucleotides were then purified by semi-preparative IEX-HPLC. 
The pure fraction of each ON were pooled in a 100 mL round-bottomed flask and were 
concentrated to dryness under reduced pressure. The residues were dissolved in 100 mL 
TEAAc buffer, pH 7 and they were desalted using a C18 cartridge (Sep-Pak®, Waters) 
equilibrated with a 100 mM TEAAc buffer solution. The desired compound was eluted with a 
12.5 mM TEAAc / CH3CN (1:1, v/v) solution in a 50 mL round-bottomed flask and was 
lyophilized. The residue was dissolved in 1.5 mL water (divided in 3 portions 0.8 mL, 0.4 mL 
and 0.3 mL for flask rinsing), transferred to a 2 mL Eppendorf-vial and lyophilized. Purified 
RNAs were characterized by MALDI-TOF MS and quantified by UV measurement. 
Preparation of RNA conjugates 30, 31, 32, 33 and 35. A 10 mM solution of Doxorubicine 2-
(pyridin-2-yldisulfanyl)ethyl carbamate 23 was prepared in DMF. The solution (100 equiv) was 
diluted with an equal volume of HEPES buffer (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0.05 mM EDTA, 7.5 
mM HEPES, pH 8) and a solution of TCEP (50 nmol / µL) (80 equiv). The mixture was stirred for 
2 h at 37°C using a thermoshaker (Thermal Shake lite ®). Then the solution was added to the 
freeze-dried RNAs 26, 27, 28, 29 or 34 in a 0.5 mL Eppendorf and stirred  at 37°C  for 5 min 
using a thermoshaker (Thermal Shake lite ®). The reaction was stopped by addition of a large 
excess of HEPES buffer pH 5. The RNA conjugates were immediately purified by RP-HPLC, 
characterized by MALDI-TOF MS using the procedures described above. 
IEX-HPLC analyses of modified oligonucleotides 
 
aIEX-HPLC  analysis : Dionex DNAPac Pa100, 4x250 mm, buffer A : 5% CH3CN in 25 mM Tris HCl pH 8,  
Buffer B : 5% CH3CN containing 400 mM NaClO4 in 25 mM Tris HCl pH 8,  
flow rate : 1 mL / min, column temperature: 30 °C, detection at 260 nm 
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Thermal denaturation, CD spectroscopy and serum stability assays 
The thermal denaturation, CD spectroscopy and serum stability procedures are described in 
the experimental section of chapter I.  
Evaluation of RNA 32 in the presence of TCEP, a reducing agent 
1 nmol of RNA 32 (10 µL) was mixed with 90 µL of HEPES buffer (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 
0.05 mM EDTA, 7.5 mM HEPES, pH 8) and 5 µL of a 50 mM solution of  TCEP in the same HEPES 
buffer. The mixture was incubated at 37 °C. After 24h, the sample was analysed by RP-HPLC.  
RNA references 1 and 32 were prepared in water. Doxorubicin and modified doxorubicin 23 
were dissolved in DMF and diluted with buffer before RP-HPLC analyses. The solution of 
modified doxorubicin 23 was also treated  for 5 min at 37 °C with a  large excess of a 50 mM 
solution de TCEP to ensure the thiol formation before HPLC analysis. 
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Introduction 
Comme nous avons pu le voir dans l’introduction générale, la conjugaison de 
biomolécules sur des oligonucléotides207 suscite beaucoup d’intérêt car elle permet 
d’améliorer l’adressage, la pénétration cellulaire ou la stabilité en milieu biologique.208 Parmi 
les différentes méthodes de conjugaison connues209, les ponts disulfures se sont distingués 
par leur caractère réductible, permettant de coupler des composés variés puis de les libérer, 
et notamment en position 2’ d’ARNs.23, 204  
Dans le chapitre précédent, nous avons eu l’occasion de conjuguer des ARNs à la 
doxorubicine, en utilisant des liens auto-immolables contenant des ponts disulfures. Ces 
derniers, avantageux dans le cadre de la stratégie de co-délivrance, peuvent s’avérer limitant 
en raison de l’influence du pH sur la stabilité du motif thioéthylcarbamate. En effet, l’attaque 
d’un thiol sur l’un des ponts disulfures peut engendrer la dégradation du lien auto-immolable, 
et par conséquent empêcher la réaction. 
Dans la littérature, la fonction carbamate (ou uréthane) portant un lien 
éthyldisulfanylalkyle est rapportée pour constituer un lien auto-immolable.200b En effet, après 
coupure de ces derniers, une réaction intramoléculaire permet de déplacer l’équilibre vers 
l’élimination du lien par des réactions de cyclisation, soit par formation de thiirane suivi d’une 
décarboxylation, soit par formation de 1,3-oxathiolan-2-one, comme nous avons pu le voir 
dans le chapitre précédent (Schéma 52A). Par contre, avec la configuration inverse du 
carbamate, cette élimination est défavorable lorsque l’atome d’azote n’est pas substitué, 
permettant l’obtention d’un lien avec une fonction thiol terminale stable (Schéma 52B).197d  
 
Schéma 52 : Devenir en milieu réducteur de carbamates portant une chaîne avec un pont disulfure  
 Il nous est donc apparu intéressant de synthétiser un oligonucléotide portant un lien 
N-disulfanyléthylcarbamate en position 2’ de ribonucléotides, permettant de conjuguer des 
biomolécules en modulant le positionnement et le nombre de groupements introduits sur 
l’ARN.207b Dans un premier temps, nous expliquerons l’intérêt des biomolécules que nous 
avons choisies pour être conjuguées à l’ARN. Nous décrirons ensuite la stratégie de synthèse 
du phosphoramidite uridine 2’-O-modifié par un lien porteur d’un pont disulfure et rattaché 
au ribose par une fonction carbamate. Son incorporation dans un ARN sera testée et nous 
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étudierons les conditions de conjugaison de différentes biomolécules sur cet ARN et leur 
devenir en milieu réducteur.  
1. Choix des biomolécules à conjuguer 
Nous avons choisi de conjuguer des molécules de classes diverses pour montrer la 
flexibilité de mise en œuvre de notre méthode de bioconjugaison. Une drogue anticancéreuse 
(la doxorubicine, présentée dans le chapitre II), des sucres (le glucose et le galactose), un acide 
biliaire (l’acide désoxycholique), une vitamine (la biotine), un agent réducteur (le glutathion) 
et un fluorophore (la coumarine) ont ainsi été introduits sur des oligonucléotides. Le couplage 
des peptides a été particulièrement étudié dans la littérature.62b, 66, 210 Il nous donc est apparu 
intéressant d’utiliser comme modèle le glutathion, possédant une structure 
pseudopeptidique, pour simuler la conjugaison des ARNs à des peptides. En revanche, l’intérêt 
de la doxorubicine a déjà été présenté dans le chapitre précédent et ne sera pas abordé à 
nouveau dans ce paragraphe. 
1.1.  Glucose et galactose 
 Les sucres sont reconnus par des récepteurs membranaires spécifiques contrôlant leur 
incorporation.211 En particulier, le galactose et le glucose sont connus pour améliorer la 
délivrance et la pénétration cellulaire (Schéma 53).  
 
Schéma 53 : Principe de pénétration cellulaire d’oligonucléotides conjugués par un glucose ou un 
galactose 
Le galactose est particulièrement intéressant par sa capacité à être détecté et 
incorporé par les récepteurs portés par les hépatocytes.212 Par exemple, des liposomes 
cationiques ornés de résidus galactoses sont reconnus213, permettant la délivrance de siARNs 
dans les cellules du foie.214 De nombreux travaux ont également portés sur des galactoses 
modifiés sous la forme de N-acétylgalactosamine (GalNAc) (Figure 47).215 Ces dérivés de 
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sucres, souvent sous forme trivalente, permettent de renforcer l’affinité des conjugués sur les 
récepteurs.  
 
Figure 47 : Structure des siARNs conjugués à des N-acétylgalactosamines trivalents 
Le glucose est un nutriment indispensable pour le métabolisme cellulaire, en 
particulier dans la production d’ATP. Il est régulièrement intéressant dans le cadre de 
l’adressage de composés dans les tumeurs. En effet, les transporteurs du glucose (GLUT-1), 
impliqués dans le passage du glucose dans les cellules216, sont surexprimés dans certains types 
de cellules cancéreuses. La conjugaison de résidus glucoses permet ainsi de favoriser la 
reconnaissance par ces récepteurs. Une étude récente l’a démontré en utilisant des 
nanoparticules magnétiques greffées pour cibler des cellules cancéreuses. 217  
1.2.  Acide désoxycholique 
 
Figure 48 : Structures comparées de l’acide désoxycholique et du cholestérol 
L’acide désoxycholique fait partie des acides biliaires, naturellement produits par 
oxydation du cholestérol dans le foie (Figure 48).218 Il s’agit de molécules amphiphiles, 
pouvant former des micelles ayant pour première fonction de faciliter la digestion des 
graisses. En effet, leur squelette carboné de type stéroïde possède deux faces de lipophilie 
différentes. D’un côté, les hydroxyles et la fonction acide forment une face hydrophile tandis 
que l’autre face s’associe à d’autres molécules par interactions hydrophobes (Figure 49). Ils 
possèdent également un rôle antiprolifératif vis-à-vis des bactéries de la flore intestinale.  
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De plus, l’acide désoxycholique possède d’autres rôles biologiques intéressants. Des 
études ont mis en évidence son effet sur le système immunitaire lors de l’activation initiale 
des macrophages. Ces derniers sécrètent de grandes quantités de chimiokines et cytokines 
pour activer le reste du système immunitaire et engendrer une réponse inflammatoire. 
L’interaction avec les acides biliaires permet la réduction de la production de ces composés, 
tels que l’interleukine 6 (IL-6) ou le facteur de nécrose tumorale (TNF), et engendre ainsi une 
réduction du phénomène d’inflammation.219 
 
Figure 49 : Formation de micelles d’acide désoxycholique 
Plus proche de notre domaine, il a été montré que la conjugaison de lipides à des 
oligonucléotides permettait de favoriser leur pénétration cellulaire, tout en conservant une 
faible toxicité contrairement aux stratégies utilisant des liposomes ou des nanoparticules.220 
1.3.  Coumarine  
La coumarine possède une structure de type benzopyrone qui lui permet de posséder 
des propriétés chromophores intéressantes. L’introduction d’un groupement donneur en 
position 7, hydroxyle ou amine par exemple, lui confère des propriétés de fluorescence 
remarquables en raison d’un rendement quantique très élevé et d’une bonne stabilité à la 
lumière.221 Elle présente également une faible toxicité, permettant son utilisation en milieu 
biologique, par exemple comme marqueur pour suivre la pénétration cellulaire de différentes 
molécules (Figure 50).222 La coumarine et ses dérivés ont été utilisés pour la détection de 
composés variés tels que des thiols25d, des métaux223, des cyanures224, des peroxydes225 ou 
encore pour suivre des variations de pH.226 Récemment, elle a également été utilisée pour 
détecter spécifiquement le glutathion.227 Ces larges applications potentielles en font donc une 
molécule d’intérêt à conjuguer à des oligonucléotides. 
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Figure 50 : Suivi par fluorescence de la pénétration cellulaire d’oligonucléotides marqués par la 
coumarine  
1.4.  Biotine 
La biotine, ou vitamine B8, est une co-enzyme qui participe au métabolisme des acides 
gras, des glucides et des acides aminés dans toutes les espèces vivantes. Comme pour les 
folates, présentés dans l’introduction générale, sa reconnaissance par les récepteurs des 
vitamines, souvent surexprimés par les cellules cancéreuses, a permis son utilisation pour le 
développement de biomarqueurs pour l’imagerie de cellules cancéreuses ou l’adressage de 
drogues (Figure 51).197e, 228 
 
Figure 51 : Délivrance cellulaire de molécules conjuguées à la biotine  
2. Stratégie de synthèse des ARNs précurseurs  
2.1.  Conjugaison de petites molécules actives sur des oligonucléotides 
Comme nous avons pu le voir précédemment, la conjugaison de biomolécules sur des 
oligonucléotides par des ponts disulfures a été régulièrement étudiée. Trois exemples de 
conjugaison mettant en jeu la réaction d’échange thiol-disulfure vont être détaillés. 
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Une première méthode, développée par l’équipe de J. Winkler, utilise un groupement 
2'-O-tert-butyldithioéthyle, inséré sur le nucléoside fixé sur le support (Schéma 54). Le 
groupement est stable durant la synthèse automatisée d’ADNs par la méthode aux 
phosphoramidite. En conditions réductrices, sur support solide, le pont disulfure libère un 
thiol, pouvant ensuite réagir sur des dérivés S-sulfonates portant des chaînes polylysines ou 
polyéthylène glycol. Ces ADNs conjugués ont été développés dans le cadre d’une stratégie 
antisens.85, 229 Dans une stratégie similaire, l’équipe a utilisé un groupement 2’-O-
thioéthylène, dont la fonction thiol est protégée par un groupement trityle sur un nucléoside 
fixé sur le support.230 De manière générale, cette méthode est néanmoins fortement limitée 
par son utilisation uniquement sur le nucléoside situé à l’extrémité 3’.  
 
Schéma 54 : Conjugaison en position 2’ avec des dérivés S-sulfonate 
 Une seconde méthode a été décrite par l’équipe de T. Oretskaya, qui a conjugué des 
petites molécules (le glutathion, l’acide thioglycolique et la cystéine) sur des ARNs en utilisant 
des nucléosides modifiés en position 2’ par des fonctions amides.204 Le couplage a été réalisé 
en solution, à partir d’un ARN contenant un pont disulfure activé par un groupe pyridine 
(Schéma 55). Néanmoins, bien que ces résultats confirment la possibilité de conjuguer des 
petites molécules sur la position 2’, la méthode présente plusieurs limitations. Les nucléosides 
2’-amino entraînent des modifications structurales locales de l’oligonucléotide pouvant être 
problématiques. En effet, le sucre de ces derniers adoptent une conformation de type C2’-
endo, retrouvé habituellement dans les hélices d’ADN.231 Or la structure ARN de type C3’-endo 
est nécessaire pour certains mécanismes enzymatiques. La présence de nucléosides 2’-amino 
pourrait ainsi perturber l’activité biologique. De plus, une seule modification a été introduite 
par ARN, et uniquement des molécules hydrosolubles de type peptidique ont été utilisées. 
L’application à des composés lipophiles ou possédants des structures plus complexes est donc 
inconnue. 
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Schéma 55 : Conjugaison sur des oligonucléotides modifiés en position 2’ par une fonction amide 
La dernière méthode de conjugaison a été développée par l’équipe de S. Obika.232 Ils 
ont utilisé des nucléosides contraints entre les positions 2’ et 4’ pour effectuer des réactions 
de couplage en position 6’ d’un ADN (Schéma 56). La synthèse de l’ADN a été effectuée avec 
un phosphoramidite thymidine contenant un thiol protégé. Deux méthodes ont ensuite été 
utilisées pour effectuer les couplages de peptides ou de cholestérol en solution dans un 
tampon TEAAc à pH 7.  
 
Schéma 56 : Conjugaison en position 6’ de nucléosides contraints incorporés dans un ADN 
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Pour les peptides, la réaction a été effectuée par échange thiol-disulfure entre le thiol 
d’une cystéine et un pont disulfure activé porté par l’ADN (Schéma 56a). A l’inverse, pour le 
cholestérol, la réaction a eu lieu par attaque d’un thiol porté par l’oligonucléotide sur un pont 
disulfure activé introduit préalablement sur le cholestérol (Schéma 56b). Ils ont ainsi 
démontré que des biomolécules conjuguées sur les oligonucléotides ne perturbaient pas 
significativement la formation de duplex d’ADNs / ADNs et ADNs / ARNs, tout en améliorant 
la stabilité enzymatique. Ils ont ensuite confirmé la possibilité de libérer ces molécules 
conjuguées en présence de glutathion. Néanmoins, l’inconvénient majeur de cette stratégie 
est la synthèse complexe des nucléosides contraints. 
 Ces trois stratégies présentées ne sont donc pas optimales pour introduire différents 
types de groupements sur des ARNs. Nous avons donc voulu développer une nouvelle 
méthode pour conjuguer, via des ponts disulfures, un ou plusieurs groupements sur une 
fonction carbamate introduite en position 2’ de ribonucléotides, en utilisant une gamme plus 
variée de biomolécules que celles conjuguées dans les études précédemment décrites.  
2.2.  Présentation des stratégies de synthèse 
Nous avons adapté la méthode développée dans le chapitre I dans l’approche 
prodrogue de siARNs pour conjuguer des biomolécules en solution. La stratégie consiste à 
effectuer une réaction d’échange thiol-disulfure entre un ARN portant une entité 
éthyldisulfanylpyridine (CH2-CH2-S-S-Py) via une fonction carbamate en 2’ et une fonction SH 
de la biomolécules (Schéma 57). En effet, les carbamates sont des fonctions fréquentes en 
chimie médicinale, en raison de leur stabilité et de leur capacité à mimer des liaisons 
peptidiques.233 Leur introduction sur la position 2’ d’un oligonucléotide a déjà été décrite avec 
des dérivés 2’-O-carbamoyluridines234 portant des fluorophores235 ou des groupements 
cationiques.236  
 
Schéma 57 : Conjugaison en solution par réaction d’échange thiol-disulfure 
Cette stratégie de synthèse nécessite dans un premier temps la préparation d’un 
oligonucléotide comportant une modification 2’-O-(pyridin-2-yldisulfanyl)-
éthylaminocarbonyl)  (2’-O-PySSEAC). Pour ce faire, nous avons préparé et incorporé le 
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phosphoramidite de l’uridine 2’-O-(2-(acétylthio)-éthylaminocarbonyl) (2’-O-AcSEAC) 36 dans 
un ARN. La réaction d’échange thiol-disulfure entre l’entité S-Ac et la 2,2’-dithiodipyridine a 
ensuite été effectuée sur support pour obtenir, après déprotection à l’ammoniaque, l’ARN 2’-
O-PySSEAC porteur de l’entité S-S-pyridine prête à réagir avec une biomolécule (Schéma 58).  
 
Schéma 58 : Stratégie de synthèse des ARNs 2’-O-PySSEAC / 2’-OH  
A l’exception du glutathion, les biomolécules choisies pour le couplage en solution ne 
portent pas de fonctions thiols. Deux méthodes de synthèses ont été mises en œuvre en 
utilisant des dérivés thiols des molécules à conjuguer (Schéma 59) :  
- La méthode A consiste en un couplage direct des molécules dans un milieu tamponné. 
Elle a été utilisée pour les dérivés thiols disponibles commercialement, c’est-à-dire le 
glucose (sous forme 1-thio-β-D-glucose), le galactose (1-thio-β-D-galactose), le 
glutathion et la coumarine (7-mercapto-4-méthylcoumarine) 
 
- La méthode B est un couplage en deux étapes, pour les composés indisponibles 
commercialement sous forme de thiol, c’est-à-dire la biotine, la doxorubicine et l’acide 
désoxycholique. Sur ces composés, l’entité éthyldisulfanylpyridine a été introduite en 
deux ou trois étapes. Ensuite, la réaction de conjugaison de ces dérivés disulfures a été 
effectuée en deux étapes sans purification intermédiaire. Les dérivés 
éthyldisulfanylpyridines des biomolécules ont été mis en présence de TCEP pour 
former un thiol, qui a ensuite réagi sur l’ARN 2’-O-PySSEAC.  
 
Chapitre III : Conjugaison d’ARNs à des biomolécules via un lien N-disulfanyléthylcarbamate 
en position 2’ de l’uridine  
 
152 
 
 
Schéma 59 : Présentation des deux méthodes de conjugaison et des dérivés thiols utilisés 
2.3.  Préparation du synthon 2’-O-(2-(acétylthio)-éthylaminocarbonyl) uridine 
phosphoramidite 36 
L’uridine phosphoramidite 2’-O-AcSEAC 36 a été obtenue en six étapes à partir de 
l’uridine protégée en position 5’ et 3’ par un groupe tétraisopropyldisiloxane (TIPS) (Schéma 
60).  
La première étape consiste à former en position 2’ un carbonate 37 activé par un 
groupe 4-nitrophényle  par réaction de la 3’,5’-O-TIPS uridine avec du chloroformiate de 4-
nitrophényle. Du chlorure de bromoéthylammonium permet de former un carbamate 38 
substitué par un lien bromoéthyle en position 2’ en présence de triéthylamine dans la pyridine, 
avec un rendement de 98%. Une substitution nucléophile est ensuite effectuée par réaction 
du thioacétate de potassium sur l’atome de brome, en présence d’éther 18-couronne-6, pour 
former la fonction thioester.88, 136 L’uridine modifiée en position 2’ par le groupe AcSEAC 39 
est ainsi obtenue avec un rendement de 80%. Les hydroxyles en 5’ et 3’ ont été déprotégés 
grâce au complexe triéthylamine trihydrofluorure (Et3N, 3HF) pour donner l’uridine 2’-O-
AcSEAC 40 avec un rendement de 92%. Puis, l’hydroxyle en 5’ a été protégé classiquement 
avec un groupement DMTr en présence de DIEA pour former le produit 2’-O-AcSEAC-5’-O-
DMTr 41 avec un rendement de 98%. Enfin, le phosphoramidite de l’uridine 2’-O-AcSEAC 36 a 
été préparée par réaction avec le 2-cyanoéthyl-N,N-diisopropylchlorophosphoramidite en 
présence de DIEA dans le CH2Cl2, avec un rendement de 89%. 
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Le phosphoramidite 36 a été obtenu avec un rendement global de 51% pour six étapes. 
Il a ensuite été incorporé efficacement dans des ARNs pour effectuer les réactions de couplage 
avec les biomolécules sélectionnées. 
Schéma 60 : Synthèse du phosphoramidite de l’uridine 2’-O-AcSEAC 36 
2.4.  Synthèse des ARNs modifiés 2’-O-PySSEAC 
L’ARN 42 (Tableau 15), dont la séquence correspond au brin sens du siARN ciblant le 
sarcome d’Ewing et contenant une uridine 2’-O-PySSEAC introduite au centre de la séquence, 
a été obtenu en deux étapes (Schéma 61). Dans un premier temps, l’ARN contenant l’uridine 
2’-O-AcSEAC et des ribonucléotides 2’-O-PivOM, précurseurs des 2’OH, a été assemblé sur 
support solide avec un synthétiseur. Le rendement d’incorporation du phosphoramidite de 
l’uridine 2’-O-AcSEAC 36 a été supérieur à 98% dans les conditions classiques de synthèse 
d’ARN (solution à 0,1 M dans l’acétonitrile, temps de couplage de 180 secondes).  
N°  
m/z  
calculée 
m/z  
obtenuea 
ARN 
d’intérêtb 
(%) 
Quantités 
isoléesc 
(nmol) 
42 5’GCA GCA GAA CCC UPySSEACUC UUA UGA3’ 6867,6 6867,9 51 36,9 
Tableau 15 : Caractérisation de l’ARN 42 
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC du brut de déprotection à 
260 nm  
cQuantités isolées après purification mesurées par spectrophotométrie à 260 nm à partir d’une synthèse à 
l’échelle de 1 µmol 
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Schéma 61 : Conditions de synthèse de l’ARN 2’-O-PySSEAC 42 par transformation post-synthétique 
Dans un second temps, le motif disulfanylpyridine a été introduit sur l’ARN supporté à 
partir de la fonction thioacétyle (Schéma 61). Afin de limiter la formation du dimère interbrins, 
comme observé dans le chapitre précédent, nous avons utilisé un très large excès de 2,2’-
dithiodipyridine. L’oligonucléotide a ainsi été traité avec 1000 équivalents de 2,2’-
dithiodipyridine dans un mélange THF / BuNH2 (3:1, v/v) pendant 15 min. L’étape suivante est 
le décrochage de l’ARN du support solide et la déprotection des nucléobases et des positions 
2’-OH avec une solution d’ammoniaque pendant 3 h à température ambiante pour obtenir 
l’ARN 42.  
L’analyse de l’ARN brut par IEX-HPLC montre deux pics majoritaires avec 
respectivement des temps de rétention de 16,0 min (51%) et 17,9 min (16%) (Figure 52). Après 
purification, ces deux pics ont été isolés et caractérisés par spectrométrie de masse MALDI-
TOF. Le premier correspond à l’ARN 2’-O-PySSEAC 42 souhaité. Le spectre de masse de 42 
purifié montre la présence de deux pics (6756,5 Da et 6867,9 Da) dont un correspondant à la 
masse attendue (6867,6 Da). La différence de masse entre les deux pics (perte de masse de 
110) correspond à la perte du résidu S-pyridine, due à la coupure partielle du pont S-S par le 
laser du spectromètre de masse MALDI-TOF, expliquant la détection de la masse de l’espèce 
sous forme thiolate (6756,5 Da).  
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Figure 52 : Chromatogrammes HPLC et spectres de masse MALDI-TOF de l’ARN brut 42  (en haut), de 
l’ARN 42 pur (au milieu), et du dimère interbrins purifié (en bas) 
Le second pic majoritaire correspond au dimère interbrins de deux oligonucléotides 
reliés par un pont disulfure (Figure 52). Il a été caractérisé par spectrométrie de masse à 
13536,4 Da. L’intensité du pic correspondant n’est pas très élevée, en partie due à la rupture 
du pont S-S par le laser qui redonne le pic à 6769,9 Da du composé thiolate. 
Malgré la formation de dimères, la proportion de 51% obtenue pour l’ARN 2’-O-
PySSEAC 42 dans le brut indique toutefois l’efficacité de la méthode (Tableau 15).  
3. Conjugaison en solution des biomolécules  
3.1.  Mise au point des conditions de couplage en solution  
Les différentes réactions de couplage ont été effectuées en solution à partir de l’ARN 
2’-O-PySSEAC 42, en utilisant les deux méthodes de couplage présentées au paragraphe 2.2.  
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3.1.1. Méthode A : Couplage direct  
Le thioglucose et le thiogalactose, le glutathion et la 7-mercapto-4-méthylcoumarine 
ont été directement conjugués à l’ARN par la méthode A. La réaction est effectuée avec 100 
équivalents de la biomolécule à conjuguer à une concentration de 10 mM, le large excès 
favorisant le rendement de la conjugaison. Toutes les réactions ont été effectuées à 37 °C 
pendant 24 h dans des compositions de solvants variables. 
 Pour les ARNs couplés au 1-thio-β-D-glucose 43, au 1-thio-β-D-galactose 44 et au 
glutathion 45, du tampon HEPES à pH 8 (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0,05 mM EDTA, 7,5 mM 
HEPES) a été utilisé. Pour coupler la 7-mercapto-4-méthylcoumarine 46, un mélange DMF / 
tampon HEPES (1:1, v/v) a été choisi pour obtenir une solubilité totale (Schéma 62, Tableau 
16).  
 
Schéma 62 : Méthode A de conjugaison 
Conjugaison avec l’ARN 42 : 5’GCA GCA GAA CCC UPySSEACUC UUA UGA3’ 
N°  
Proportion 
DMF (%) 
m/z calculée 
m/z 
obtenuea 
Taux de 
conjugaison (%)b 
Rendement de 
couplage (%)c 
43 Glucose 0 6952,4 6952,8 63 37 
44 Galactose 0 6952,4 6953,1 85 46 
45 Glutathion 0 7066,6 7063,7 70 42 
46 Coumarine 50 6948,4 6945,4 72 46 
Tableau 16 : Synthèse des ARNs conjugués 43 à 46 par la méthode A  
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC du brut de déprotection à 
260 nm  
cRendement calculé à partir des quantités de produit pur déterminées par spectrophotométrie à 260 nm 
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 Les oligonucléotides conjugués avec le 1-thio-β-D-glucose (43), le 1-thio-β-D-galactose 
(44), le glutathion (45) et la 7-mercapto-4-méthylcoumarine (46) ont été obtenus dans des 
proportions de 63% à 85% (Figure 53). Ces pourcentages ont été déterminés par mesure de 
l’aire relative des pics du chromatogramme IEX-HPLC à 260 nm, ils indiquent des réactions non 
quantitatives,  expliquées par des dégradations chimiques de l’ARN dues à la présence des 
biomolécules en concentrations élevées. Cette dégradation est mise en évidence par des pics 
de temps de rétention plus faibles, comme par exemple le pic à 11,4 min sur le 
chromatogramme de l’ARN 46. 
 
Figure 53 : Chromatogrammes IEX-HPLC  du brut de la réaction de conjugaison donnant les ARNs 
conjugués 43 à 46 à partir de l’ARN 42 et des biomolécules correspondantes 
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Figure 54 : Chromatogrammes IEX - HPLC et spectres de masse MALDI - TOF des ARNs 43 à 46 après 
purification 
Ces différents ARNs 43 à 46 conjugués ont ensuite été purifiés par IEX-HPLC puis 
dessalés et lyophilisés. Ils ont été caractérisés (Figure 54) et isolés avec une pureté 
satisfaisante et des rendements globaux de 37% à 46%. Cette diminution par rapport au taux 
de conjugaison obtenu dans le brut IEX-HPLC s’explique par les étapes de purification et de 
dessalage nécessaires pour isoler les composés. La coupure du pont disulfure lors de l’analyse 
MALDI-TOF est une nouvelle fois détectable sur le spectre de masse, dans des proportions 
variables selon les composés. En particulier, pour l’ARN 46 couplé à la 7-mercapto-4-
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méthylcoumarine, le pic à 6945 Da est d’intensité faible en comparaison à celui à 6754 Da 
correspondant au thiolate.  
Ces résultats confirment néanmoins l’intérêt de cette méthode simple pour effectuer 
la conjugaison d’ARN avec des molécules possédant une fonction thiol libre. 
3.1.2. Méthode B : Couplage en deux étapes  
Le couplage des composés non disponibles commercialement avec une fonction thiol, 
la doxorubicine, la biotine et l’acide désoxycholique, a impliqué leur modification par le 
groupe éthyldisulfanylpyridine. La (2-(pyridin-2-yldisulfanyl)-éthylcarbamate)doxorubicine 
23, dont la synthèse a été décrite dans le chapitre II, a été réutilisée. 
3.1.2.1. Introduction d’une fonction disulfanylpyridine sur les 
biomolécules ne contenant pas de groupement thiol 
3.1.2.1.1. Synthèse du dérivé aminoéthyldisulfanylpyridine 47 
L’étape préalable à la modification de la biotine et de l’acide désoxycholique consiste 
en la synthèse du dérivé aminoéthyldisulfanylpyridine 47. Sa préparation a été effectuée en 
une étape avec un rendement de 86% à partir du chlorhydrate de cystéamine et de la 2,2’-
dithiodipyridine dans le méthanol (Schéma 63).  
 
Schéma 63 : Synthèse du dérivé aminoéthyldisulfanylpyridine 47 
3.1.2.1.2. Synthèse du dérivé S-S-pyridine de la biotine 48 
La synthèse de la N-2-(pyridin-2-yldisulfanyl)éthylamide-(+)-biotine 48, adaptée d’un 
protocole décrit par l’équipe de M. Famulok73, a été effectuée en une étape à partir de la 
biotine commerciale activée sous forme d’ester hydroxysuccinimide (Schéma 64). La réaction 
consiste en la formation d’une liaison amide entre l’aminoéthyldisulfanylpyridine 47 et la 
biotine activée NHS, en présence de triéthylamine dans un mélange d’eau, de DMF et de 
CH3CN. Après 4 h de réaction à température ambiante, le produit 48 a été obtenu avec un 
rendement de 47% après purification sur gel de silice.
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Schéma 64 : Synthèse de la N-2-(pyridin-2-yldisulfanyl)éthylamide-(+)-biotine 48 
3.1.2.1.3. Synthèse du dérivé S-S-pyridine de l’acide 
désoxycholique 49 
La synthèse du dérivé de l’acide désoxycholique S-S-pyridine : N-(2-(pyridin-2-
yldisulfanyl)éthyl)-3α,12α-dihydroxy-5β-cholan-24-amide 49 a été effectuée à partir de l’acide 
désoxycholique (Schéma 65) selon un protocole adapté de l’équipe de E. Sievanen218b. Elle 
consiste en deux étapes successives sans isoler l’intermédiaire. Tout d’abord, l’utilisation de 
chloroformiate d’éthyle en présence de Et3N dans le 1,4-dioxane pendant 30 min a permis la 
formation d’un intermédiaire anhydride activé. L’amine du dérivé 47 réagit ensuite 
directement sur le carbonyle de cet anhydride activé pour former le composé 49 via une 
fonction amide lié à l’éthyldisulfanylpyridine. Après 20 h de réaction à température ambiante, 
le produit 49 a été obtenu avec un rendement de 43% après purification sur gel de silice. 
 
Schéma 65 : Synthèse du dérivé de l’acide désoxycholique S-S-pyridine 49 
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3.1.2.2. Réactions de couplage 
Les réactions de couplage des trois dérivés éthyldisulfanylpyridine précédemment 
préparés ont permis d’obtenir les ARNs conjugués avec la biotine (50), la doxorubicine (51) et 
l’acide désoxycholique (52).  
Cette méthode de couplage se décompose en deux étapes successives (Schéma 66) : 
- La première étape est la formation des thiols des dérivés éthyldisulfanylpyridine 23, 
48 et 49 par rupture du lien disulfure. La réaction est effectuée en 2 h à 37°C à une 
concentration de 5 mM, en présence d’un défaut de TCEP (en solution à 50 mM). En 
effet, pour les mêmes raisons que lors des expériences du chapitre précédent, il est 
nécessaire de consommer l’intégralité de l’agent réducteur pour éviter la rupture 
potentielle des ponts disulfures après les couplages. Les composés étant faiblement 
solubles dans l’eau, du DMF est ajouté au tampon HEPES, dans les proportions 
respectives de 25%, 50% et 30% pour les conjugués 50, 51 et 52. 
 
- La deuxième étape est la réaction d’échange thiol-disulfure par l’attaque du thiol 
fraîchement généré sur le pont disulfure de l’ARN 42 2’-O-PySSEAC. 
 
Schéma 66 : Méthode B de conjugaison 
L’ARN 50 couplé à la biotine a été synthétisé par réaction avec 80 équivalents de TCEP 
et 100 équivalents de réactifs 48 à 5 mM à 37 °C pendant 24 h. L’analyse du brut de couplage 
par IEX-HPLC (Figure 55) montre une conversion très efficace de 89%, confirmée par un 
rendement de 46% après purification par IEX-HPLC (Tableau 17, Figure 57). 
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Figure 55 : Chromatogrammes IEX-HPLC du brut de couplage de l’ARN conjugué 50 à partir de l’ARN 
S-S-pyridine 42 
Conjugaison avec l’ARN 42 : 5’GCA GCA GAA CCC UPySSEACUC UUA UGA3’ 
N°  Durée 
Proportion 
DMF (%) 
Equivalents 
biomolécule / 
TCEP 
m/z 
calculée 
m/z 
obtenuea 
Taux de 
conjugaison 
(%)b 
Rendement 
de couplage 
(%)c 
50 Biotine 24 h 25 100 / 80 7059,6 7061,8 89 46 
51 Doxorubicine 5 min 
50 100 / 80 
7403,9 
- 85 - 
50 20 / 16 7405,9 88 63 
52 
Acide 
désoxycholique 
24 h 30 100 / 80 7207,9 7207,5 42 36 
Tableau 17 : Synthèse des ARNs conjugués 50 à 52 par la méthode B 
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC ou RP-HPLC du 
brut de déprotection à 260 nm  
cRendement calculé à partir des quantités de produit pur déterminées par spectrophotométrie à 260 nm pour 50 
et 52 et spectrophotométrie à 481 nm pour 51 
 
L’ARN S-S-pyridine 42 a été couplé au dérivé de l’acide désoxycholique S-S-pyridine  49 
dans les mêmes conditions.  Néanmoins, l’ARN 52 a été obtenu avec seulement une 
proportion de 42% dans le chromatogramme du brut de couplage par HPLC phase inverse 
(Tableau 17, Figure 56). Après purification par HPLC phase inverse, l’ARN 52 a été isolé avec   
36% de rendement (Figure 57), cette faible proportion pouvant être due à l’encombrement 
stérique de l’acide désoxycholique. De plus, des dégradations chimiques de l’ARN sont visibles 
sur le chromatogramme HPLC du brut de réaction, potentiellement dues à la présence de 49 
en concentrations élevées (Figure 56). En effet, l’acide désoxycholique est connu pour induire 
des dégradations de l’ADN ou de l’ARN.237  
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L’ARN 51 conjugué à la doxorubicine a tout d’abord été synthétisé dans les mêmes 
conditions que dans le chapitre II. 100 équivalents de doxorubicine ont été mélangés avec 80 
équivalents d’une solution de TCEP dans un mélange tampon HEPES pH 8 / DMF (1:1, v/v) 
pendant 2h, avant d’être ajoutés sur l’ARN pendant 5 min. L’analyse par chromatographie 
HPLC en phase inverse (Figure 56) a révélé un taux de conjugaison de 85%, légèrement 
meilleur  qu’avec les liens auto-immolables (69% à 80% pour les modifications en milieu de 
séquence). La réaction a ensuite été testée avec seulement 16 équivalents de TCEP et 20 
équivalents de doxorubicine modifiée 23. Après 5 min de réaction à 37 °C, l’intégralité de l’ARN 
42 de départ a été consommée. Comme précédemment, la réaction a été arrêtée par 
l’addition de tampon pH 5. L’ARN conjugué 51 a été formé à 88% d’après l’analyse HPLC phase 
inverse et a été isolé avec un rendement de 63% après purification par chromatographie HPLC 
en phase inverse (Tableau 17, Figure 57). Ces conditions de couplage montrent une 
conversion similaire pour une quantité de réactifs cinq fois moins importante. Elles n’ont pas 
encore été testées sur la conjugaison d’autres molécules sur l’ARN. 
 
Figure 56 : Chromatogrammes HPLC phase inverse des bruts de couplages des ARNs conjugués 51 et 
52 (couplage à 20 équivalents de doxorubicine) à partir de l’ARN 42 
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Figure 57 : Chromatogrammes IEX - HPLC et spectres de masse MALDI - TOF des ARNs conjugués 50 à 
52 purs 
3.2.  Stabilité des ARNs en présence des biomolécules 
Des dégradations de l’ARN ont eu lieu durant les réactions de conjugaison. Une 
hypothèse est de les imputer à la concentration élevée de molécules à coupler. Pour le vérifier, 
l’ARN 1 non modifié a été incubé avec les différentes biomolécules, exactement dans les 
mêmes conditions que lors de leurs réactions de conjugaison respectives. Le suivi des 
dégradations de l’ARN 1 en présence de chaque biomolécule a été effectué pendant 24 h par 
IEX-HPLC.  
Des dégradations de 1 ont été observées dans les cas du thioglucose, du thiogalactose 
et de la 7-mercapto-4-méthylcoumarine. En effet, après 24 h, les proportions d’ARNs intacts 
sont respectivement de 33% pour le thioglucose, 54% pour le thiogalactose et 6% pour la 7-
mercapto-4-méthylcoumarine, confirmant les hypothèses formulées lors des réactions de 
conjugaison. En particulier pour cette dernière, une très faible quantité d’ARN 1 est conservée 
intact après 24 h, indiquant une sensibilité importante à la 7-mercapto-4-méthylcoumarine 
libre en solution (Figure 58). A l’inverse, le glutathion engendre très peu de dégradation, avec          
89% d’ARN 1 restant intact après 24 h.  
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Figure 58 : Stabilité de l’ARN 1 après 24 h d’incubation en présence de thioglucose, de thiogalactose, 
de glutathion et de 7-mercapto-4-méthylcoumarine   
Les dérivés de la doxorubicine 23, de la biotine 48 et de l’acide désoxycholique 49 ont 
été préalablement incubés pendant 2 h avec du TCEP pour générer le thiol correspondant 
avant addition de l’ARN 1 pour reproduire les conditions du couplage (Figure 59). Après 24 h, 
très peu de dégradations, respectivement 99%, 94% et 90% pour la biotine, la doxorubicine et 
l’acide désoxycholique, ont été observées. L’incubation a donc été poursuivie à 48 h et 72 h 
pour suivre l’évolution sur des temps plus longs. Dans le cas de la biotine, après 72 h, quelques 
traces de dégradation sont détectables mais 87% d’ARN 1 reste intact (Figure 59).  
Avec la doxorubicine 23, les dégradations de l’ARN 1 restent limitées après 72 h, avec 
62% d’ARN 1 intact. La stabilité de l’ARN est donc confirmée pendant les 5 min nécessaires à 
la réaction de couplage. En revanche, dans le cas de l’acide désoxycholique, de fortes 
dégradations sont identifiées après 72 h, laissant seulement 6% d’ARN 1 intact.  
Ainsi, ces résultats semblent indiquer une plus grande sensibilité des ARNs à la 
coumarine et à l’acide désoxycholique libres. 
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Figure 59 : Stabilité de l’ARN 1 pendant 72 h d’incubation en présence de biotine, de doxorubicine et 
d’acide désoxycholique 
3.3.  Synthèse d’un ARN conjugués avec deux biomolécules 
Pour vérifier la flexibilité des deux méthodes de conjugaison A et B, il était intéressant 
d’introduire plusieurs biomolécules sur un ARN. Ainsi, un ARN comportant deux 2’-O-AcSEAC 
uridines a été synthétisé. 
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3.3.1. Synthèse d’un ARN contenant deux uridines 2’-O-PySSEAC 
L’ARN modifié par deux groupements 2’-O-PySSEAC 53 (Tableau 18) a été synthétisé 
en suivant un protocole similaire à celui utilisé pour la synthèse de l’ARN 42. Dans un premier 
temps, l’ARN a été assemblé sur support solide pour obtenir l’ARN supporté avec deux 
groupements 2’-O-AcSEAC. Les deux uridines à conjuguer avec les biomolécules ont été 
choisies sur des positions éloignées l’une de l’autre sur la séquence pour limiter les 
potentielles gênes stériques durant la réaction.  
N°  
m/z 
calculée 
m/z 
obtenuea 
ARN 
d’intérêtb 
(%) 
Quantités 
isoléesc 
(nmol) 
53 5’GCA GCA GAA CCC UPySSEACUC UUA UPySSEACGA3’ 7079,7 7079,5 18 19,9 
Tableau 18 : Caractérisation de l’ARN 53 
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC du brut de déprotection à 
260 nm  
cQuantités isolées après purification mesurées par spectrophotométrie à 260 nm à partir d’une synthèse à 
l’échelle de 1 µmol 
L’obtention de l’ARN 53, possédant les deux dérivés S-S-pyridine, a été réalisée sur 
support avec 2000 équivalents de 2,2’-dithiodipyridine, soit 1000 équivalents par 
modification, dans un mélange THF / BuNH2 (3:1, v/v) pendant 15 min. L’ARN a ensuite été 
décroché du support solide et déprotégé sur les nucléobases et les 2’OH avec une solution 
d’ammoniaque pendant 3 h pour obtenir l’ARN 53 (Schéma 67).  
 
 
Schéma 67 : Synthèse de l’ARN 53 contenant deux modifications 2’-O-PySSEAC par transformation 
post-élongation de l’ARN 2’-O-AcSEAC 
L’ARN brut 53 est présent à 18% sur le chromatogramme IEX-HPLC. Un large massif de 
pics avec des temps de rétention plus importants apparait, indiquant la formation d’un 
mélange de dimères interbrins (Figure 60). En effet, les deux uridines 2’-substituées, situées 
proches de l’extrémité 3’, sont incorporées en début d’élongation de l’ARN et sont donc aussi 
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présentes dans les avortons de synthèse. Lors de la réaction de formation des ARNs 2’-O-
PySSEAC sur support solide, des liaisons disulfures interbrins entre les différents avortons de 
synthèse peuvent être formées. Après purification par IEX-HPLC, 19 nmol de l’ARN 53 ont été 
isolées et il a été caractérisé par spectrométrie de masse à 7079,5 Da (Tableau 18). L’analyse 
a révélé deux coupures sur le spectre de masse, correspondant à la rupture partielle d’un 
(6970,1 Da) ou deux ponts disulfures (6859,9 Da) lors du tir du laser (Figure 60).  
 
Figure 60 : Chromatogrammes IEX-HPLC et spectres de masse MALDI-TOF du brut de déprotection 
(en haut) et de l’ARN pur 53 (en bas) 
3.3.2. Couplage en solution des biomolécules 
Nous avons choisi de tester la conjugaison sur l’ARN 53 avec le 1-thio-β-D-galactose en 
utilisant la méthode A, pour obtenir l’ARN doublement modifié 54 et le dérivé de la 
doxorubicine 23, en utilisant la méthode B, pour obtenir l’ARN 55 (Tableau 19). Les deux 
couplages ont été effectués dans les mêmes conditions décrites précédemment :  
- Méthode A : 100 équivalents de 1-thio-β-D-galactose à 10 mM dans du tampon HEPES 
pH 8 pendant 24 h à 37 °C pour 54. 
 
- Méthode B : 20 équivalents de doxorubicine modifiée 23, préalablement traitée 
pendant 2 h à 37 °C par 16 équivalents d’une solution de TCEP à 50 mM, pendant 5 
min dans un mélange tampon HEPES pH 8 / DMF (1:1, v/v) pour 55.  
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Conjugaison avec l’ARN 53 : 5’GCA GCA GAA CCC UPySSEACUC UUA UPySSEACGA3’ 
N°  Méthode m/z calculée m/z obtenuea 
Taux de 
conjugaison (%)b 
Rendement de 
couplage (%)c 
54 Galactose A 7249,8 7249,6 28 17 
55 Doxorubicine  B 8152,6 8152,9 71 38 
Tableau 19 : Résultats et caractérisation des ARNs conjugués 54 et 55 portant deux biomolécules 
(galactose ou doxorubicine) 
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC ou RP-HPLC du brut de 
déprotection à 260 nm  
cRendement calculé à partir des quantités de produit pur déterminées par spectrophotométrie à 260 nm pour 54, 
à 481 nm pour 55 
 
Dans le cas du galactose, l’ARN 54 a été obtenu en faible proportion à 28%  (Tableau 
19, Figure 61). En effet, le pic majoritaire du chromatogramme, présent à 70% et avec un 
temps de rétention supérieur, correspond à un ARN avec deux modifications sous forme thiol. 
La présence de deux thiol libres et/ou la formation potentielle d’un pont disulfure intrabrin 
entre les deux uridines, peut expliquer un rendement en produit isolé de seulement 17% après 
purification. En effet, par spectrométrie de masse MALDI-TOF, la distinction d’un ARN portant 
deux espèces thiols libres et l’espèce cyclique potentielle est impossible car ils possèdent la 
même masse. 
 
Figure 61 : Chromatogramme IEX-HPLC du brut de couplage (en haut à droite) et chromatogramme 
IEX-HPLC et spectre de masse MALDI-TOF (en bas) de l’ARN couplé pur 54 à partir de l’ARN 53 
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Pour l’ARN 55 couplé à deux molécules de doxorubicine, comme pour l’ARN conjugué 
à une seule molécule de doxorubicine (51), le taux de conjugaison de 71% est élevé, 
permettant de récupérer 38% de l’ARN d’intérêt 55 après purification (Tableau 19, Figure 62). 
Cette différence d’efficacité de couplage entre les ARNs 54 et 55 peut s’expliquer par la 
cinétique rapide (5 min) de la réaction avec la doxorubicine, évitant ainsi la présence de thiols 
libres dans le milieu de la réaction ou la formation d’une liaison disulfure intramoléculaire. 
Bien que les résultats soient contrastés, ils confirment la possibilité de multi-
conjugaison de biomolécules sur des ARNs en position 2’ de ribonucléotides. Il reste 
néanmoins à optimiser les conditions pour augmenter les rendements de réaction. 
 
Figure 62 : Chromatogramme HPLC phase inverse du brut de couplage (en haut à droite) et 
chromatogramme IEX-HPLC et spectre de masse MALDI-TOF (en bas) de l’ARN pur 55 à partir de 
l’ARN 53 
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4. Devenir des ARNs conjugués en présence de glutathion 
L’intérêt de la conjugaison avec des ponts disulfures réside dans la possibilité de libérer 
les molécules conjuguées en milieu réducteur, pour engendrer une réponse biologique et/ou 
récupérer le siARN actif.  
 Les ARNs 43, 44, 45, 46, 50, 51 et 52, conjugués avec respectivement un glucose, un 
galactose, un glutathion, une coumarine, une biotine, une doxorubicine et un acide 
désoxycholique, ont été incubés avec 5,6 mM  de glutathion dans du tampon HEPES à pH 8 à 
37 °C pendant 24 h. Des prélèvements ont été réalisés à différents temps pour suivre les 
cinétiques de libération des biomolécules, et les analyses ont été effectuées par spectrométrie 
de masse MALDI-TOF (Figure 63 -Figure 65).  
Toutes les cinétiques montrent la rupture rapide du pont disulfure. La totalité du 
produit de départ a disparu après 5 min de réaction au profit de l’espèce thiol stable, dont la 
masse est 6758 Da. Ces résultats confirment la libération des molécules d’intérêt en milieu 
réducteur. Après coupure du pont disulfure, le devenir des ARNs conjugués est différent. En 
effet, les spectres de masse MALDI-TOF obtenus ne montrent aucune trace de dégradations 
des ARNs 45, 50 et 51 respectivement couplés au glutathion, à la doxorubicine et à la biotine 
(Figure 63). Ce résultat est cohérent avec les tests décrits au paragraphe 3.2, ces trois 
molécules n’ayant pas engendré de dégradations majeures sur les ARNs. 
Néanmoins, il est à noter, sur les spectres de masse après 6 h de réaction, la présence 
d’un pic supplémentaire à 7066 Da qui correspond à la conjugaison de l’ARN à une molécule 
de glutathion. Une hypothèse est que le thiol porté par l’ARN attaque ensuite le pont disulfure 
du glutathion oxydé formé après plusieurs heures (Schéma 68). 
 
Schéma 68 : Mécanisme potentiel de libération des biomolécules suivi d’un nouveau couplage de 
l’ARN sous forme thiol au glutathion 
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Figure 63 : Suivi par spectrométrie de masse MALDI-TOF du devenir des ARNs conjugués 45, 50 et 51 
en présence de glutathion 
   Lors des cinétiques sur les ARNs 43 et 44, couplés au glucose et au galactose, de 
faibles dégradations sont visibles après 6 h ou 24 h (Figure 64). La fixation du glutathion est 
une nouvelle fois observée, après 6 h pour le glucose et seulement 1 h 30 pour le galactose.
Chapitre III : Conjugaison d’ARNs à des biomolécules via un lien N-disulfanyléthylcarbamate 
en position 2’ de l’uridine  
 
173 
 
 
Figure 64 : Suivi par spectrométrie de masse MALDI-TOF du devenir des ARNs conjugués 43 et 44 en 
présence de glutathion 
A l’inverse, pour les ARNs 46 et 52 conjugués respectivement avec la 7-mercapto-4-
méthylcoumarine et l’acide désoxycholique, une forte dégradation est constatée (Figure 65). 
En effet, après 24 h, la totalité de l’ARN a été dégradée sous l’effet des composés libérés 
(détection de pics de masse d’environ 5435 Da). Cet effet est similaire à celui observé sur l’ARN 
naturel pour ces deux biomolécules (paragraphe 3.2). La conjugaison du glutathion est une 
nouvelle fois observée sur les spectres à 1 h 30 et 6 h, puis n’est plus identifiable ensuite en 
raison de la dégradation de l’ARN. 
Ces résultats confirment donc la libération des biomolécules conjuguées en milieu 
réducteur. 
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Figure 65 : Suivi par spectrométrie de masse MALDI-TOF du devenir des ARNs conjugués 46 et 52 en 
présence de glutathion 
5. Bilan des méthodes de conjugaison 
Nous avons développé deux méthodes de conjugaison d’ARNs par sept molécules 
différentes. Ces méthodes permettent d’introduire une grande variété de biomolécules, 
contrairement aux travaux précédents décrits par S. Obika232 et T. Oretskaya204, avec une 
efficacité comprise entre 37% et 63% (Tableau 20).  
Lors des réactions de conjugaison en position 6’ réalisées par S. Obika et al., des 
rendements compris entre 43% et 70% ont été obtenus pour les dérivés peptidiques. Ces 
résultats sont légèrement supérieurs aux 42% obtenus pour le glutathion par notre méthode. 
En revanche, notre méthode est beaucoup plus efficace pour fixer des composés lipophiles. 
Un rendement d’uniquement 10% a été obtenu par S. Obika avec le cholestérol contre au 
minimum 36% pour les composés lipophiles au cours de nos travaux. Notre méthode apparait 
donc plus efficace pour des molécules lipophiles, et plus homogène pour introduire une 
grande variété de composés.  
De plus, notre stratégie a permis la synthèse d’ARNs possédant deux sites de 
conjugaison sous la forme S-S-pyridine, confirmant la possibilité de multi-conjugaison, au 
contraire des études publiées précédemment. Les méthodes de conjugaison que nous avons 
Chapitre III : Conjugaison d’ARNs à des biomolécules via un lien N-disulfanyléthylcarbamate 
en position 2’ de l’uridine  
 
175 
 
développées peuvent donc être utilisées de façon complémentaire, en fonction de la 
disponibilité des molécules commerciales sous forme thiol. 
N°  
Méthode 
couplage 
Conditions 
Taux de 
conjugaison (%) 
Rendement 
(%) 
43 
 
 A 
Tampon HEPES pH 8 
24 h 63 37 
44 
 
A Tampon HEPES pH 8 24 h 85 46 
45 
 
A Tampon HEPES pH 8 24 h 70 42 
46 
 
A 
Tampon HEPES pH 8 
/ DMF (1:1, v/v) 
24 h 
72 46 
50 
 
B 
Tampon HEPES pH 8 
/ DMF (3:1, v/v) 
24 h 
89 46 
51 
 
B 
Tampon HEPES pH 8 
/ DMF (1:1, v/v) 
5 min 
88 63 
52 
 
B 
Tampon HEPES pH 8 
/ DMF (7:3, v/v) 
24 h 
42 36 
54 
double 
modification 
A Tampon HEPES pH 8 24 h 28 17 
55 
double 
modification  
B 
Tampon HEPES pH 8 
/ DMF (1:1, v/v) 
5 min 
71 38 
Tableau 20 : Bilan des réactions de conjugaison 
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6. Conclusion 
Dans ce chapitre, nous avons décrit une nouvelle stratégie de conjugaison d’ARNs avec 
des biomolécules en utilisant la chimie des ponts disulfures. 
Dans ce but, le synthon 2’-O-AcSEAC uridine phosphoramidite, portant en position 2’ 
un lien carbamate, a été synthétisé en six étapes à partir de la 3’,5’-O-TIPS-uridine avec un 
rendement global de 51%. Cette chaîne a ainsi été utilisée pour obtenir, par une 
transformation post-élongation sur support, un ARN 2’-O-PySSEAC, plateforme pour la 
conjugaison d’une large gamme de composés. Des ARNs comportant une ou deux uridines 
sous forme disufanylpyridine ont ainsi été isolés. 
La conjugaison a ensuite été effectuée en solution en utilisant deux méthodes 
complémentaires, dépendant de la présence ou l’absence d’une fonction thiol sur la molécule 
disponible dans le commerce. Ainsi, le thioglucose, le thiogalactose, le glutathion et la 7-
mercapto-4-méthylcoumarine ont été conjugués directement sur l’ARN activé 
disulfanylpyridine. L’autre méthode a consisté en la modification préalable des biomolécules 
à coupler par un lien portant un résidu S-S-pyridyl. Ensuite, la conjugaison de la biotine, de la 
doxorubicine et de l’acide désoxycholique ainsi modifiés a été menée en deux étapes. La 
réduction du pont disulfure de la biomolécule avec du TCEP a libéré le thiol qui a ensuite réagi 
sur l’ARN 2’-O-PySSEAC et formé le lien disulfure. Par ces méthodes, nous avons aussi 
conjugué deux biomolécules sur un ARN. Les conditions de réaction, tels que le nombre 
d’équivalents ou les caractéristiques du tampon, nécessitent malgré tout d’être optimisées 
pour effectuer de la multi-conjugaison avec des rendements plus élevés. En effet, l’exemple 
de la conjugaison avec une seule molécule de doxorubicine, pour laquelle le nombre 
d’équivalents a été réduit de 80%, démontre la possibilité d’optimiser les conditions de 
couplage. 
Enfin, nous avons montré que les biomolécules étaient libérées en milieu réducteur. 
Ce résultat confirme l’intérêt de notre approche pour introduire des molécules d’intérêt pour 
l’adressage ou la délivrance cellulaire.  
De plus, la réactivité de cette fonction thiol libre permanente positionnée en 2’ d’ARN 
est également intéressante car elle ouvre des perspectives pour l’étude de systèmes 
réversibles. En effet, l’utilisation potentielle de cette modification de façon dynamique, pour 
fixer ou libérer des molécules en fonction des conditions extérieures, pourrait s’avérer 
avantageuse pour ouvrir de nouveaux axes de recherche.    
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7. Partie expérimentale 
General experimental procedures   
The general experimental procedures are described in the experimental section of chapter II. 
2’-O-(4-nitrophenoxycarbonyl)-3’,5’-O-(1,1,3,3-tetraisopropyldisiloxane-1,3-diyl) uridine 37 
 
A solution of 3’,5’-O-(tetraisopropyldisiloxane-1, 3-diyl) uridine  (5.00 g, 10.28 mmol, 1.00 
equiv) in dry toluene (100 mL) was treated under argon with pyridine (0.82 mL, 10.28 mmol, 
1.00 equiv) and 4-nitrophenyl chloroformate (2.38 g, 11.82 mmol, 1.15 equiv). The mixture 
was stirred for 3 h at room temperature. Then, pyridine (0.15 mL, 2.06 mmol, 0.20 equiv) and 
4-nitrophenyl chloroformate (0.475 g, 2.06 mmol, 0.20 equiv) were added. After stirring at 
room temperature for 2 h, the mixture was diluted in EtOAc and washed with water. The 
aqueous layer was then extracted with EtOAc. The organic layer was washed with brine and 
dried over anhydrous Na2SO4. The solvent was evaporated under reduced pressure. The crude 
material was purified by silica gel column chromatography with cyclohexane / EtOAc (7:3, v/v). 
The desired compound 37 was obtained as white foam (5.4 g, 8.2 mmol, 81%). 
1H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ = 9.14 (s, 1 H, NH), 8.28 (d, J = 8.0 Hz, 2 H, Ph), 7.75 (d, J = 8.0 Hz, 
1 , H6), 7.38 (d, J = 8.0 Hz, 2 H, Ph), 5.94 (s, 1 H, H1'), 5.74 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, H5), 5.32 (d, J= 9.2 
Hz, 1 H, H2'), 4.47 (dd, J= 9.2 Hz, J = 3.6 Hz, 1 H, H3'), 4.26 (d, J = 10.0 Hz, 1 H, H5’), 4.11 (d, J = 
3.6 Hz, 1 H, H
4’
), 4.02 (d, J = 10.2 Hz, 1 H, H5’), 1.10-0.98 (m, 28 H, iPr) ppm. 
13C NMR (CDCl3, 
100 MHz): δ = 163.0, 155.4, 151.4, 149.8, 145.5, 139.0, 125.4 , 121.7 102.4, 88.0, 82.0, 80.2, 
67.8, 59.1, 17.4 - 16.7 (8 C), 13.8 - 12.5 (4 C) ppm. HRMS (ESI+): m/z calcd. for C28H42N3O11Si2: 
652.2358 [M+H]+, found 652.2365. 
2’-O-(2-bromoethylaminocarbonyl)-3’,5’-O-(1,1,3,3-tetraisopropyldisiloxane-1,3-diyl) 
uridine 38 
 
A solution of compound 37  (2.38 g, 3.65 mmol, 1.00 equiv) in dry pyridine (36.5 mL) was 
treated under argon with 2-bromoethylamine hydrobromide (0.897 g, 4.38 mmol, 1.2 equiv) 
and dry triethylamine (0.5 mL, 7.3 mmol, 2 equiv). After stirring at room temperature for 4 h, 
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the mixture was diluted in EtOAc and washed with water. The aqueous layer was then 
extracted with EtOAc. The combined organic extracts were washed with brine and dried over 
anhydrous Na2SO4. The solvent was removed under reduced pressure. The crude material was 
purified by silica gel column chromatography with a step gradient of DCM and EtOAc (10-30%). 
The desired compound 38 was obtained as white foam (2.27 g, 3.57 mmol, 98%).1H NMR 
(CDCl3, 400 MHz): δ = 9.23 (s, 1 H, NH), 7.65 (d, J = 4.1 Hz, 1 H, H6), 5.83 (s, 1 H, H1'), 5.69 (dd, 
J = 4.1 Hz, J = 1.1 Hz, 1 H, H5), 5.67 (t, J = 5.5 Hz, 1 H, NH), 5.27 (d, J = 5.1 Hz, 1 H, H2'), 4.35 (dd, 
J = 5.1 Hz, J = 3.1 Hz, 1 H, H3'), 4.19 (d, J = 7.1 Hz, 1 H, H5’), 3.99-3.96  (m, 2 H, H5',H4'), 3.66-
3.51 (m, 2 H, CH2), 3.45 (t, J = 5.3 Hz, 2 H, CH2), 1.08-0.99 (m, 28 H, iPr) ppm. 13C NMR (CDCl3, 
100 MHz): 163.2, 154.4, 149.7, 139.3, 102.2, 88.5, 82.1, 76.1, 67.9, 59.7, 42.8, 32.2, 16.7-17.4 
(8 C), 12.5-13.4 (4 C) ppm. HRMS (ESI+): m/z calcd for C24Hh42BrN3O8Si2 [M+H]+: 636.1772, 
Found 636.1779. 
2’-O-(2-acetylthio-ethylaminocarbonyl)-3’,5’-O-(1,1,3,3-tetraisopropyldisiloxane-1,3-diyl) 
uridine 39 
 
Compound 38 (4.2 g, 6.6 mmol, 1.00 equiv) was dissolved under argon in dry acetonitrile (132 
mL) at 40°C.  The solution was treated with potassium thioacetate (1.12 g, 9.9 mmol, 1.5 equiv) 
and 18-C-6 (0.871 g, 3.3 mmol, 0.5 equiv). After stirring at room temperature overnight, the 
mixture was diluted in EtOAc and washed with water. The aqueous layer was then extracted 
with EtOAc. The combined organic extracts were washed with brine and dried over anhydrous 
Na2SO4. The solvent was evaporated under reduced pressure. The crude material was purified 
by silica gel column chromatography with a step gradient of DCM and EtOAc (0-20%). The 
desired compound 39 was obtained as white foam (3.36 g, 5.32 mmol, 80%). 1H NMR (CDCl3, 
400 MHz): δ = 8.68 (s, 1 H, NH), 7.63 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, H6), 5.80 (s, 1 H, H1'), 5.69 (d, J = 8.0 
Hz, 1 H, H5), 5.25 (d, J = 4.4 Hz, 1 H, H2'), 5.14 (s, 1 H, NH), 4.36 (dd, J = 7.8 Hz, J = 5.4 Hz, 1 H, 
H3'), 4.18 (d, J = 11.1 Hz, 1 H, H5’), 4.00-3.95 (m, 2 H, H5’, H4’), 3.37-3.35 (m, 2 H CH2), 3.00 (t, J 
= 6.1 Hz, 2 H, CH2), 2.34 (s, 3 H, CH3), 1.08-0.95 (m, 28 H, iPr) ppm. 13C NMR (CDCl3, 100 MHz): 
195.8, 162.8, 154.5, 149.5, 139.5, 102.2, 88.7, 82.1, 75.3, 68.0, 53.4, 40.9, 30.6-30.9, 29.6, 16.0 
– 17.4 (8C), 12.6 - 13.4 (4C) ppm. HRMS (ESI+): m/z calcd for C26H46N4O8SSi2 [M+H]+: 632.2493, 
Found 632.2493. 
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2’-O-(2-acetylthio-ethylaminocarbonyl) uridine 40 
 
Compound 39 (3.36 g, 5.3 mmol, 1.00 equiv) was dissolved under argon in dry THF (74.5 mL).  
The solution was treated dropwise with triethylamine trihydrofluoride (1.7 mL, 10.6 mmol, 2 
equiv). After stirring 4 h at room temperature, the deprotection was complete and the 
reaction mixture was treated with triethylammoniumacetate buffer (2 M, pH 7), then co-
evaporated with water and acetonitrile. The crude material was purified by silica gel column 
chromatography with DCM and MeOH (95:5, v/v). The desired compound 40 was obtained as 
white foam (1.9 g, 4.88 mmol, 92%). 1H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ = 11.32 (s, 1 H, NH), 7.89 
(d, J = 8.1 Hz, 1 H, H6), 7.50 (t, J = 6.0 Hz, 1 H, NH), 5.97 (d, J = 6.3 Hz, 1 H, H1'), 5.66 (d, J = 8.2 
Hz, 1 H, H5), 5.47 (t,  J = 5.2 Hz, 1 H, OH), 5.18 (t, J = 4.6 Hz, 1 H, H2'), 5.02 (t, J = 5.7 Hz, J = 5.1 
Hz, 1 H, H3'), 4.19 (dd, J = 8.5 Hz, J = 4.9 Hz, 1 H, H4’), 3.88 (d, J = 3.0 Hz, 1 H, OH), 3.65-3.54 (m, 
2 H, H5’ + H5’’), 3.25-3.09 (m, 2 H, CH2), 2.94-2.84 (m, 2 H, CH2), 2.31 (s, 3 H, CH3) ppm. 13C NMR 
(DMSO-d6, 100 MHz): 195.6, 163.5, 155.6, 151.0, 141.1, 102.6, 86.2, 85.9, 75.2, 69.4, 61.4, 
40.9, 31.0, 28.8 ppm. HRMS (ESI+): m/z calcd for C14H19N3O8S [M+H]+: 390.0971, Found 
390.0972. 
2’-O-(2-acetylthio-ethylaminocarbonyl)-5’-O-(4,4’-dimethoxytrityl) uridine 41 
 
Compound 40 (0.532 g, 1.37 mmol, 1 equiv) was dried for 24 h under reduced pressure, then 
was dissolved under argon in dry pyridine (2.6 mL) at room temperature. After complete 
dissolution, dry DCM (13.7 mL) was added. The solution was treated with N,N-
diisopropylethylamine (DIEA) (263 µL, 1.51 mmol, 1.1 equiv) and dimethoxytrityl chloride 
(DMTrCl) (559 mg, 1.65 mmol, 1.2 equiv) added in small portions over 1 h. After 2 h and 6 h, 
DIEA and DMTrCl (0.5 and 0.2 equiv respectively) were added to the reaction. Completion was 
reached after 7 h, the mixture was diluted in DCM and poured into saturated NaHCO3 solution. 
The aqueous layer was then extracted with DCM. The combined organic extracts were washed 
with brine and dried over anhydrous Na2SO4. The solvent was removed under reduced 
pressure. The crude material was purified by silica gel column chromatography with DCM and 
pyridine (99:1, v/v), then DCM with MeOH (1-5%). The desired compound 41 was obtained as 
pale yellow foam (980 mg, 1.34 mmol, 98%). 1H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ =  9.36 (s, 1 H, NH), 
7.75 (d, J = 8.2 Hz, 1 H, H6), 7.40-7.16 (m, 9 H, HAr), 6.84 (d, J = 8.9 Hz, 4 H, HAr), 6.17 (d, J = 5.1 
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Hz, 1 H, H1'), 5.80 (t, J = 6.1 Hz, 1 H, NH), 5.34 (dd, J = 8 Hz, J = 1.2 Hz, 1 H, H5), 5.24 (t, J = 5.1 
Hz, 1 H, H2'), 4.67 (dd, J = 7.6 Hz, J = 4.0 Hz, 1 H, H3’), 4.17 (d, J = 3.1 Hz, 1 H, H4’), 3.79 (s, 6 H, 
OCH3), 3.58-3.51 (m, 1 H, H5’), 3.57-3.48 (m, 2 H, H5’’+ HCH), 2.89-3.25 (m, 1 H+2 H, HCH + CH2), 
2.15 (s, 3 H, CH3) ppm. 13C NMR (CDCl3, 100 MHz): 196.9, 163.3, 158.7, 155.4, 150.7, 144.2, 
140.2, 137.9, 135.9, 135.0, 130.2, 130.2, 130.0, 129.1, 129.1, 128.2, 128.2, 128.1, 128.1, 127.2, 
125.3, 113.4, 113.3, 102.8, 87.2, 86.0, 84.1, 70.3, 62.8, 55.3, 55.3, 41.2, 28.8, 21.5 ppm. HRMS 
(ESI+): m/z calcd for C35H38N3O10S [M+H]+: 692.22, Found 692.2283. 
2’-O-(2-acetylthio-ethylaminocarbonyl)-3’-O-(2-cyanoethyl-N,N-
diisopropylphosphoramidite)-5’-O-(4,4’-dimethoxytrityl) uridine 36 
 
Compound 41 (0.850 g, 1.23 mmol, 1 equiv) was dissolved under argon in anhydrous CH2Cl2 
(10 mL) previously passed through an alumina column under argon. A mixture of DIEA (386 
µL, 2.21 mmol, 1.8 equiv) and 2-cyanoethyl N,N-diisopropylchlorophosphoramidite (437 µL, 
1.95 mmol, 1.5 equiv) in CH2Cl2 (2.3 mL) was added dropwise. The mixture was stirred at room 
temperature for 1.5 h. DIEA (129 µL, 0.74 mmol, 0.6 equiv) and 2-cyanoethyl N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite (137 µL, 0.65 mmol, 0.5 equiv) in CH2Cl2 (2.3 mL) was 
added dropwise, and the reaction was stirred  at room temperature for 2 h. Then, the mixture 
was diluted with EtOAc and washed with a saturated NaCl / NaHCO3 solution (1:1, v/v). The 
aqueous layer was extracted with EtOAc. The combined organic layers were dried over 
anhydrous Na2SO4 and evaporated under reduced pressure. The crude residue was purified 
by silica gel column chromatography with an isocratic elution of CH2Cl2 / EtOAc (4:6, v/v) 
containing 1% pyridine. The desired compound 36 was obtained as a white foam (975 mg, 1.09 
mmol, 89%) as two diastereoisomers. 31P-NMR (CDCl3, 162 MHz): δ = 150.67, 150.19 ppm. 
HRMS (ESI+): m/z calcd for C44H54N5O11PS [M+H]+: 892.33, Found 892.3345.  
(2-(pyridin-2-yldisulfanyl)ethylcarbamate)doxorubicine 23 
The synthesis of doxorubicine (2-(pyridin-2-yldisulfanyl)ethylcarbamate)doxorubicin 23 was 
described in the experimental section of chapter II. 
2-(pyridin-2-yldisulfanyl)ethan-1-amine 47 
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To a stirred solution of 2,2’-dithiodipyridine (2.9 g, 13.2 mmol, 1.5 equiv) in dry MeOH (32 mL) 
under argon was added dropwise a solution of cysteamine hydrochloride (1.0 g, 8.8 mmol, 1 
equiv) in dry MeOH (12 mL). The yellow mixture was stirred at room temperature for 2.5 h. 
The solvent was evaporated under vacuum. The crude material was purified by silica gel 
column chromatography with a step gradient of DCM and MeOH (0-10%). The desired 
compound 47 was obtained as pale yellow solid (1.4 g, 7.6 mmol, 86%). 1H NMR (DMSO-d6, 
400 MHz): δ = 8.50 (ddd, J = 4.8 Hz, J = 1.8 Hz, J = 0.9 Hz, 1 H, Hpyridyl), 8.32 (s, 2 H, NH2), 7.83 
(td, J = 8.1 Hz, J = 1.9 Hz, 1 H, Hpyridyl), 7.74 (td, J = 8.1 Hz, J = 0.9 Hz, 1 H, Hpyridyl), 7.28 (ddd, J = 
7.3 Hz, J = 4.8 Hz, J = 1.0 Hz, 1 H, Hpyridyl), 3.16-3.04 (m, 4 H, 2 CH2) ppm. 
13C NMR (DMSO-d6, 
100 MHz): 158.6, 150.3, 138.4, 122.1, 120.6, 38.3, 35.4 ppm. HRMS (ESI+): m/z calcd for 
C7H11N2S2 [M+H]+: 187.0364, Found 187.0348. 
(+) -Biotin N-2-(pyridin-2-yldisulfanyl)ethylamide 48 
 
A solution of (+) -biotin-N-hydroxysuccinimide ester (0.477 g, 1.4 mmol, 1.3 equiv) in DMF (5.8 
mL) was added to a solution containing compound 47 (0.200 g, 1.07 mmol, 1 equiv), 
triethylamine (3 mL, 21.5 mmol, 15.3 equiv), H2O (2.85 mL) and CH3CN (5.7 mL).The mixture 
was stirred for 3 h at room temperature. The solvent was evaporated under vacuum. The 
crude material was purified by silica gel column chromatography with a step gradient of DCM 
and MeOH (0-20%). The desired compound 48 was obtained as a white solid. (205 mg,  0.50 
mmol, 47%). 1H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ = 8.47-8.45 (m, 1 H, Hpyridyl), 8.02 (t, J = 5.6 Hz, 1 
H, NH), 7.82 (td, J = 8.1 Hz, J = 1.8 Hz, 1 H, Hpyridyl), 7.76-7.75 (m, 1 H, Hpyridyl), 7.24 (ddd, J = 7.3 
Hz, J = 4.7 Hz, J = 1.0 Hz, 1 H, Hpyridyl), 6.41 (s, 1 H, NH), 6.35 (s, 1 H, NH), 4.31-4.28 (m, 1 H, CH), 
4.13-4.10 (m, 1 H, CH), 3.32-3.30 (m, 2 H, CH2N), 3.10-3.07 (m, 1 H, CH), 2.89 (t, J =  6.9 Hz, 2 
H, CH2-CO), 2.80 (dd, J = 12.3 Hz, J = 5.1 Hz, 1 H, CH-HCH-S), 2.57 (d, J = 12.5 Hz, 1 H, CH-HCH-
S), 2.06 (t, J = 7.4 Hz, 1 H, CH2-CH2-S), 1.64-1.41 (m, 4 H, 2 CH2), 1.35-1.23 (m, 2 H, 1 CH2) ppm. 
13C NMR (DMSO-d6, 100 MHz): 172.7, 163.2, 159.6, 150.1, 138.3, 121.7, 119.7, 61.5, 59.7, 
55.9, 40.3, 38.2, 38.0, 35.6, 28.6, 28.5, 25.7 ppm. HRMS (ESI+): m/z calcd for C17H25N4O2S3 
[M+H]+: 413.1140, Found 413.1142.  
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N-(2-(pyridin-2-yldisulfanyl)ethyl)-3α,12α-dihydroxy-5β-cholan-24-amide 49 
 
Deoxycholic acid (500 mg, 1.27 mmol, 1.0 equiv.) was dissolved under argon in 1,4-dioxane 
(10.7 mL) at 10°C. Triethylamine (238 µL, 1.7 nmol, 1.34 equiv.) and ethyl chloroformate (184.5 
mg, 1.7 mmol, 1.34 equiv.) in 1.4-dioxane (0.8 mL) were added dropwise and the reaction was 
stirred at room temperature for 30 min. In parallel, 2-(pyridin-2-yldisulfanyl)ethan-1-amine 47 
(316 mg, 1.7 mmol, 1.34 eq) was dissolved in dry DCM (5 mL), triethylamine (476 µL, 3.4 mmol, 
2.68 equiv.) was added dropwise and the mixture was stirred at room temperature for 30 min. 
This solution was added dropwise to the in situ prepared deoxycholic anhydride, and the 
reaction was stirred at room temperature for 20 h. The solvent was evaporated under vacuum, 
then the crude was dissolved in DCM. The organic phase was washed successively twice with 
water, 0.1 M solution of HCl, water and brine, dried over anhydrous Na2SO4 and evaporated 
under reduced pressure. The crude material was purified by silica gel column chromatography 
with a step gradient of DCM and MeOH (0-10%). The desired compound 49 was obtained as a 
white solid (307 mg, 0.55 mmol, 43%). 1H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ = 8.60 (d, J = 4.2 Hz, 1 H, 
Hpyridyl), 7.74 (t, J = 7.3 Hz, 1 H, Hpyridyl), 7.61 (d, J = 8.1 Hz, 1 H, Hpyridyl), 7.28-7.24 (m, 1 H, Hpyridyl), 
7.21 (s, 1 H, NH), 3.98-3.96 (m, 1 H, CH-OH), 3.74-3.55 (m, 3 H, NH-CH2 + CH-OH), 2.99 (t, J = 
5.6 Hz, 2 H, CH2-S), 2.56 (s, 2 H, 2 OH), 2.27-2.33 (m, 1 H, HCH-CNO), 2.17-2.10 (m, 1 H, HCH-
CNO), 1.86-1.04 (m, 24 H), 0.99 (d, J = 6.6 Hz, 3 H, CH3), 0.90 (s, 3 H, CH3), 0.67 (s, 3 H, CH3) 
ppm. 13C NMR (CDCl3, 100 MHz): 173.9, 158.9, 148.6, 138.4, 121.9, 121.7, 73.2, 71.8, 48.3, 
47.1, 46.6, 42.1, 39.2, 37.5, 36.5, 36.1, 35.3, 35.2, 34.1, 33.7, 33.4, 31.6, 30.5, 28.6, 27.5, 27.1, 
26.2, 23.7, 23.1, 17.5, 12.8 ppm. HRMS (ESI+): m/z calcd for C31H49N2O3S2 [M+H]+: 561.3185, 
Found 561.3195. 
Solid-phase synthesis of RNA oligonucleotides  
The solid-phase synthesis of RNA oligonucleotides procedures were described in the 
experimental section of chapter I. 
Synthesis of modified 2’-O-PySSEAC Oligoribonucleotides 42 and 53 
After RNA elongation, the solid support was treated with 2 mL of a 0.4 M solution of 2,2’-
dithiodipyridine (1000 equiv. per modification) and a 2.5 M butylamine (0.5 mL) solution in 
anhydrous THF (1.5 mL). The solution was applied to the synthesis column using two glass 
syringes filled with 4Å molecular sieves (5 beads each), and pushed back and forth through 
the synthesis column for 15 min. Then the solution was removed and the solid-support was 
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washed with anhydrous THF followed by a 1 min flush with argon. Finally, the solid support 
was treated with a 30% aqueous ammonia solution for 3 h at 25°C. The solution was 
evaporated in the presence of isopropylamine (13% of total volume) under reduced pressure. 
The residue was dissolved in 1.5 mL water, transferred to a 2 mL Eppendorf-vial and 
lyophilized. 
Analysis, purification and desalting of RNAs 42 and 53 
The crude oligonucleotides were analyzed by IEX-HPLC and characterized by MALDI-TOF 
spectrometry. The crude oligonucleotides were then purified by semi-preparative IEX-HPLC. 
The pure fraction of each ON were pooled in a 100 mL round-bottomed flask and were 
concentrated to dryness under reduced pressure. The residues were dissolved in 100 mL 
TEAAc buffer, pH 7 and they were desalted using a C18 cartridge (Sep-Pak®, Waters) 
equilibrated with a 100 mM TEAAc buffer solution. The desired compound was eluted with a 
12.5 mM TEAAc / CH3CN (1:1, v/v) solution in a 50 mL round-bottomed flask and was 
lyophilized. The residue was dissolved in 1.5 mL water (divided in 3 portions 0.8 mL, 0.4 mL 
and 0.3 mL for flask rinsing), transferred to a 2 mL Eppendorf-vial and lyophilized. Purified 
RNAs were characterized by MALDI-TOF MS and quantified by UV measurement. 
Procedures for conjugation of RNAs in solution phase. 
Preparation of RNA conjugates 43, 44, 45 and 54. A 10 mM solution of thioglucose, 
thiogalactose or glutathione was prepared in HEPES buffer (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0.05 
mM EDTA, 7.5 mM HEPES, pH 8). The buffered solution (10µL by nmol of RNA) was added to 
the lyophilized RNA 42 or 53 in a 0.5 mL Eppendorf. The mixture was stirred at 37°C for 24 h 
using a thermoshaker (Thermal Shake lite®). The reaction was stopped by freezing in liquid 
nitrogen. The RNA conjugates were purified by IEX-HPLC, desalted and characterized by 
MALDI-TOF MS using the procedures described above.  
Preparation of RNA conjugate 46. A 10 mM solution of 7-mercapto-4-methylcoumarin was 
prepared in 1:1 mixture of HEPES buffer (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0.05 mM EDTA, 7.5 mM 
HEPES, pH 8) and DMF.  The buffered solution (10 µL by nmol of RNA) was added to the freeze-
dried RNA 42 in a 0.5 mL Eppendorf. Then, the mixture was stirred at 37°C for 24 h using a 
thermoshaker (Thermal Shake lite®). The reaction was stopped by freezing in liquid nitrogen 
the RNA conjugate was purified by IEX-HPLC, desalted and characterized by MALDI-TOF MS 
using the procedures described above. 
Preparation of RNA conjugate 50. A 10 mM solution of (+) - Biotin N - 2-(pyridin-2-
yldisulfanyl)ethyl amide 48 was prepared in 1:1 mixture of HEPES buffer (34 mM NaCl, 1 mM 
MgCl2, 0.05 mM EDTA, 7.5 mM HEPES, pH 8) and DMF. The solution (100 equiv) was diluted 
with an equal volume of buffer and a solution of TCEP (50 nmol / µL) (80 equiv). The mixture 
was stirred for 2 h at 37°C using a thermoshaker (Thermal Shake lite®). Then the solution was 
added to the freeze-dried RNA 42 in a 0.5 mL Eppendorf and stirred  at 37°C  for 24 h using a 
thermoshaker (Thermal Shake lite®). The reaction was stopped by freezing in liquid nitrogen 
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and the RNA conjugate was purified by IEX-HPLC, desalted and characterized by MALDI-TOF 
MS using the procedures described above. 
Preparation of RNA conjugates 51 and 55. A 10 mM solution of Doxorubicine 2-(pyridin-2-
yldisulfanyl)ethyl carbamate 23 was prepared in DMF. The solution (20 equiv) was diluted with 
an equal volume of HEPES buffer (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0.05 mM EDTA, 7.5 mM HEPES, 
pH 8) and a solution of TCEP (50 nmol / µL) (16 equiv). The mixture was stirred for 2 h at 37°C 
using a thermoshaker (Thermal Shake lite®). Then the solution was added to the freeze-dried 
RNA 42 or 53 in a 0.5 mL Eppendorf and stirred  at 37°C for 5 min using a thermoshaker 
(Thermal Shake lite®). The reaction was stopped by addition of a large excess of HEPES buffer 
pH 5. The RNA conjugates were immediately purified by RP-HPLC, characterized by MALDI-
TOF MS using the procedures described above. 
Preparation of RNA conjugate 52. A 10 mM solution of N-(2-(pyridin-2-yldisulfanyl)ethyl)-
3α.12α-dihydroxy-5β-cholan-24-amide 49 was prepared in 2:3 mixture of HEPES buffer (34 
mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0.05 mM EDTA, 7.5 mM HEPES, pH 8) and DMF. The solution (100 
equiv) was diluted with an equal volume of buffer and a solution of TCEP (50 nmol / µL) (80 
equiv). The mixture was stirred for 2 h at 37°C using a thermoshaker (Thermal Shake lite ®). 
Then, the solution was added to the freeze-dried RNA 42 in a 0.5mL Eppendorf and stirred  at 
37°C  for 24 h using a thermoshaker (Thermal Shake lite®). The reaction was stopped by 
freezing in liquid nitrogen and the RNA conjugate was purified by RP-HPLC, evaporated and 
characterized by MALDI-TOF MSy using the procedures described above. 
Conjugation yields for RNAs 51 and 55 were calculated from UV absorption at 481 nm of the 
conjugated RNAs. Other conjugation yields were calculated from UV absorption at 260 nm of 
conjugated RNAs. 
Reductive conversion of RNA under glutathione treatment  
1 nmol of each RNA conjugates were freeze dried in 500µL Eppendorfs.  Lyophilized RNA were 
dissolved in 100 µL of a glutathione-HEPES buffer (34 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0.05 mM EDTA, 
7.5 mM HEPES, 10 mM glutathione, pH 8) and incubated at 37°C. For RNAs 43, 45, 46, 50 and 
52, aliquots were collected after 5 min, 1.5 h, 6 h and 24 h. For RNA 44, aliquots were collected 
after 1.5 h, 6 h and 24 h. For RNA 51, aliquots were collected after 30 min, 4 h and 24 h. All 
aliquots were immediately frozen in liquid nitrogen and kept at -80°C until analysis. Samples 
were diluted with water and analyzed by IEX-HPLC and MALDI-TOF. 
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HPLC analyses of RNA conjugates 
 
aIEX-HPLC  analysis : Dionex DNAPac Pa100, 4x250 mm, buffer A : 20% CH3CN in 25 mM Tris HCl pH 8,  
Buffer B : 20% CH3CN containing 200 mM NaClO4 in 25 mM Tris HCl pH 8,  
flow rate : 1 mL / min, detection at 260 nm, 
Temperature of analysis : 30 °C
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Introduction  
Lors de la synthèse des prodrogues de siARNs présentée dans le chapitre I, la formation 
d’un pont disulfure entre les positions 2’ de deux nucléosides adjacents modifiés par les 
groupements AcSM a été mise en évidence en marge de la réaction désirée. Dans ce chapitre, 
nous avons donc adapté cette réaction pour synthétiser des ARNs contraints par des ponts 
disulfures intrabrins. L’impact de ces ponts S-S a été étudié sur différents types de structures 
secondaires d’ARNs, et en particulier dans des hairpins ARNs. 
Nous introduirons ce chapitre en présentant les hairpins et leur intérêt biologique. 
Nous aborderons ensuite différentes méthodes de modifications chimiques 
d’oligonucléotides par des liens covalents, en particulier utilisant des ponts disulfures, pour 
introduire des contraintes facilitant les études structurales.  
La formation du pont disulfure liant deux nucléotides adjacents sera décrite, ainsi que 
son impact sur la stabilité thermique de duplex ARN / ARN et ARN / ADN. Différentes hairpins 
modèles modifiées seront ensuite utilisées pour évaluer l’influence du positionnement d’un 
lien diméthylène disulfure introduit dans la boucle.  
Ces résultats seront appliqués à la modification d’une hairpin ARN d’intérêt biologique,  
dont les propriétés biophysiques et la stabilité enzymatique seront étudiées pour évaluer 
l’influence du lien sur la transition entre les formes hairpin et duplex de cet ARN. Enfin, une 
application en tant que balise moléculaire ou « molecular beacon » sera décrite dans le cadre 
de la détection d’agents réducteurs par fluorescence. 
1. Présentation des hairpins ARN 
1.1.  Structure des hairpins 
Les épingles à cheveux ou « hairpins » sont les structures secondaires les plus 
fréquentes dans les acides nucléiques.238 Elles consistent en une structure tige-boucle, 
composée d’une partie tige dans laquelle les  nucléotides sont appariés et d’une partie boucle 
composée de nucléotides libres (Schéma 69).  
 
Schéma 69 : Représentation schématique d’une structure hairpin ADN ou ARN 
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Il existe également des hairpins entièrement auto-complémentaires, formant une 
structure double brin dans laquelle deux nucléosides terminaux sont liés.239 De plus, les 
hairpins peuvent évoluer vers des structures doubles brins, dans lesquelles les parties tiges de 
deux oligonucléotides s’apparient.240 Ces structures seront étudiées dans la suite de ce 
chapitre. 
1.2.  Rôle des hairpins ARNs 
Les hairpins interviennent notamment dans les ARNs de transferts (ARNt), dans 
lesquels trois hairpins sont présentes, participant ainsi à la reconnaissance des ARN messagers 
(ARNm) et à leur traduction en protéines.  
Les hairpins jouent également un rôle dans la structure tridimensionnelle des ARNs et 
leur reconnaissance par des protéines, par exemple par le biais d’aptamères.241 Ces derniers 
sont des ARNs fortement structurés, générés pour leur capacité à cibler spécifiquement des 
ligands avec une affinité élevée, tels que des petites molécules organiques, des peptides ou 
d’autres acides nucléiques (Schéma 70).242  
 
Schéma 70 : Formation et utilisation des aptamères 
 (Image issue de Mol Ther Nucleic Acids 2014, 3, e182243) 
Ces structures leur permettent d’être impliquées dans des processus de riboswitches, 
contrôlant ainsi l’expression des gènes.244 Elles sont présentes à l’extrémité 5’ des ARNm et 
déclenchent, après activation par interactions avec des protéines ou des petites molécules, 
des modifications conformationnelles entraînant la traduction de l’ARNm en protéine.245  
1.3.  Applications biologiques 
Leur structure rend intéressante les hairpins synthétiques pour un grand nombre 
d’applications. Comme décrit dans le chapitre I, leur capacité à produire des ARNs interférents 
est intéressante pour inhiber l’expression de gènes.246 Après transfection de cellules par un 
plasmide, les hairpins sont générées dans la cellule par transcription, puis les ARNs 
interférents sont produits suite à des coupures par l’enzyme Dicer (Schéma 71).  
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Schéma 71 : Production d’ARNs interférents à partir d’hairpins ARNs (shARN) 
 Leur utilisation sous forme d’aptamères est également étudiée dans le domaine 
thérapeutique, par exemple pour cibler des antigènes de surface de cellules cancéreuses.247 
Bien que très peu de composés aient réussi à franchir les différentes étapes de tests cliniques 
jusqu’à maintenant, leur développement pour le diagnostic et le traitement des cancers est 
un enjeu majeur pour les laboratoires dans les années à venir, pour produire des traitements 
plus efficaces et plus ciblés.248 D’autres maladies peuvent être ciblées par des aptamères en 
forme d’hairpin. Par exemple, un oligonucléotide antisens a été couplé à un aptamère dans le 
cadre du traitement de la dégénérescence maculaire liée à l’âge (DMLA). Cette maladie est 
causée par une néovascularisation oculaire au niveau de la partie centrale de la rétine, la 
macula, engendrant une inflammation et une forte diminution de la vision. Le Pegaptanib 
(Figure 66), un aptamère de 28 nucléotides commercialisé depuis 2004 par OPI 
Pharmaceuticals, s’associe aux récepteurs extracellulaires du facteur de croissance de 
l’endothélium vasculaire.249 Cette affinité bloque l’angiogenèse et limite donc la maladie. 
L’efficacité du composé a été renforcée en augmentant sa stabilité enzymatique grâce à la 
conjugaison de deux chaînes polyéthylènes glycol.247b, 250  
  
Figure 66 : Structure du Pegaptanib (Figure de droite issue de Ophtalmology 55(6):427-30 · March 2007251) 
L’exemple du Pegaptanib illustre les espoirs placés dans cette nouvelle classe de 
composés. Comme le montre la Figure 66, des nucléotides modifiés 2’-F et 2’-OMe ont été 
utilisés pour garantir la stabilité de l’ARN. Le développement d’hairpins modifiées 
chimiquement est donc nécessaire pour exploiter leur plein potentiel. 
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2. Intérêt des oligonucléotides contraints pour des études 
structurales 
2.1. Introduction de contraintes structurales dans les hairpins 
Une cible privilégiée pour cette approche est l’extrémité de la partie tige. Une 
cyclisation est notamment possible entre une fonction 5’-phosphate et l’extrémité 3’-OH de 
l’oligonucléotide. Ces réactions sont régulièrement effectuées enzymatiquement, via une 
ligase, et présentent l’avantage de conserver le squelette phosphodiester classique. La 
cyclisation peut aussi être réalisée par voie chimique pour introduire un lien covalent entre 
les deux extrémités, empêchant la dissociation de la partie double brin pour faciliter la 
réalisation d’études structurales (Figure 67). Une forte amélioration de la stabilité thermique 
a été mise en évidence, avec une augmentation des Tm de plus de 20 °C.252   
 
Figure 67 : Exemple d’une hairpin contrainte par un lien placé aux extrémités de la partie tige 
  Une caractéristique de ces acides nucléides partiellement auto-complémentaires est 
leur capacité à être en équilibre entre deux formes : une forme repliée en hairpin ou une 
forme étendue avec une partie appariée en duplex et une partie non appariée formant un 
renflement appelé « bulge » (Schéma 72).  
 
Schéma 72 : Equilibre entre les formes hairpin et duplex d’un ARN auto-complémentaire 
La modulation de cet équilibre a été étudiée, notamment via l’introduction de 
modifications au niveau de la boucle. Par exemple, l’équipe de R. Micura a démontré que la 
présence ou l’absence d’un groupe méthyle sur une base de la boucle favorise l’une ou autre 
de ces conformations.253 Les méthylations étudiées correspondent à celles rencontrées sur les 
ARNs cellulaires, telles que la N2,N2-diméthylguanosine, la N6,N6-diméthyladénosine, la 3-
méthyluridine ou la N4-méthylcytidine. Ces résultats ont ainsi permis une meilleure 
compréhension des mécanismes impliqués dans la structure secondaire des ARNs. 
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2.2. Introduction de modifications contenant des ponts disulfures 
Comme nous l’avons vu dans les chapitres précédents, les ponts disulfures ont été à 
de nombreuses reprises exploités pour des études structurales d’oligonucléotides via des 
modifications intra27, 254 ou interbrins.34, 40a, 255 
2.2.1. Ponts disulfures dans des doubles brins 
Différentes modifications contenant des ponts disulfures ont été introduites dans un 
oligonucléotide, dont la structure et les propriétés ont été étudiées après association à son 
brin complémentaire. Un exemple de lien intrabrin et deux exemples de liens interbrins en 
vue d’études structurales vont être présentés. 
 Tout d’abord, la formation d’un lien contenant un pont disulfure intrabrin entre deux 
nucléotides s’est révélée utile pour étudier l’hybridation de deux brins.256 Ce pont S-S a été 
introduit par l’équipe de C. Richert sur la position C5 de deux désoxyuridines à partir des 
synthons thioalkynyldésoxyuridines préalablement incorporés sur un brin d’ADN (Schéma 73). 
La stabilité thermique de duplex ARNs et ADNs a ainsi été modulée, avec des ΔTm compris 
entre -5 °C et + 14 °C  selon le positionnement et la longueur des liens. De plus, l’augmentation 
de la rigidité de la structure a amélioré l’affinité et la sélectivité de sondes ciblant des courts 
oligonucléotides. 
 
Schéma 73 : Structure des liens à pont disulfure entre les bases de deux désoxyuridines adjacentes 
dans un ADN256 
 Des liaisons interbrins en position 2’ ont également été étudiées. En particulier, la 
stabilité enzymatique d’un duplex ARN auto-complémentaire a été fortement augmentée 
(ΔTm > 40 °C) par la liaison de deux thiols portés par des liens N-éthylurées introduits sur des 
uridines en position 2’.255 La flexibilité de la double hélice d’ADN a par ailleurs été étudiée 
grâce à des liens mercaptopropyles ou mercaptobutyles introduits en position 2’ d’une 
adénosine.257 Ces fonctions SH ont été positionnées sur chaque brin du duplex, pour interagir 
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uniquement en cas de déformations de la structure les rapprochant tridimensionnellement 
(Schéma 74). Ainsi, les altérations de l’ADN dues aux rayonnements UV, créant des structures 
tricycliques déformées, ont été identifiées par la formation de ponts disulfures.  
 
Schéma 74 : Formation d’un pont disulfure dépendante d’une déformation structurale entre deux 
adénosines modifiées en position 2’ 
2.2.2. Ponts disulfures introduits dans des hairpins 
Plusieurs approches ont été envisagées pour modifier des hairpins ADNs ou ARNs en 
utilisant des ponts disulfures.40b 
Tout d’abord, la ligation sur des hairpins ADNs servant de guide a été étudiée.28b, 258 
Deux oligonucléotides ont été utilisés, respectivement modifiés aux extrémités 5’ et 3’ par des 
phosphorothioates, dont l’un est activé sous forme disulfanylpyridine. Après appariement des 
deux brins, la proximité des deux thiols permet le couplage des deux oligonucléotides (Schéma 
75). Ce pont disulfure est ensuite disponible pour d’autres réactions de couplage, par exemple 
avec des protéines.258-259 
 
Schéma 75 : Conjugaison entre deux phosphorothioates dans une hairpin ADN 
Néanmoins, la majorité des travaux décrits dans la littérature concernent l’étude 
structurale des hairpins. Une première stratégie consiste à bloquer la structure sous sa forme 
hairpin grâce à un pont disulfure introduit sur les bases entre les extrémités 5’ et 3’ (Figure 
68).260 La contrainte empêche la dénaturation de la partie tige pour former une structure 
double brin par le mécanisme de transition hairpin – duplex mentionné précédemment. La 
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structure d’hairpins ainsi « fermées » par un pont disulfure aux extrémités 5’ et 3’ a été 
déterminée par RMN 2D COSY 1H / 1H et NOESY 1H / 1H, grâce à l’apport de stabilité engendrée 
par le lien covalent.260d, 261 
 
Figure 68 : Hairpin ADN sous forme contrainte par un pont disulfure entre les extrémités 5’ et 3’ 
Des structures secondaires de tailles plus importantes ont aussi été étudiées. L’équipe 
de D. Glick a travaillé sur des ARNt, dont la structure secondaire est très contrainte (Figure 
69). Le pont disulfure a été formé grâce à des groupements thioéthyles introduit sur les azotes 
N3 ou les positions 2’ de deux uridines éloignées dans la séquence mais proches 
tridimensionnellement. Cette modification a facilité l’analyse structurale de l’ARNt par 
diffraction aux rayons X, le blocage de la conformation facilitant la cristallisation262, et ont 
démontré une faible influence sur l’organisation tridimensionnelle, malgré l’apport de 
stabilité engendré.262b, 263  
 
Figure 69 : ARNt modifié par un pont disulfure 
Enfin, la modification d’un ribozyme en tête de marteau (« hammerhead ribozyme ») 
a également été explorée. Il s’agit d’ARNs ubiquitaires fortement structurés, agissant comme 
des enzymes, en catalysant la coupure ou la ligation spécifique d’un ARN substrat par 
transestérification entre l’hydroxyle 2’-OH terminal du ribozyme et une liaison phosphodiester 
de l’ARN cible.264 Cette réaction induit la formation d’une part d’un ARN 5’-OH et d’autre part 
d’un ARN portant un cycle 2’,3’-phosphodiester. Des nucléotides 2’-amino ont été introduits 
dans le ribozyme et l’ARN substrat par la chimie des phosphoramidites, et ont ensuite été 
convertis en liens 3-(pyridin-2-yldisulfanyl)propanamides. Après réduction du groupe 
disulfanylpyridine placé sur le ribozyme en thiol, le lien covalent a été formé par une réaction 
d’échange thiol-disulfure avec le groupe S-S-Pyridine du substrat (Figure 70). Ce dernier a 
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rigidifié la structure du complexe enzyme-substrat et permis l’étude de son fonctionnement 
et la modulation des activités ligases et nucléases. En effet, la limitation de la flexibilité a 
favorisé fortement la cinétique de ligation sans impacter celle de coupure.265 La même 
méthodologie a ensuite été appliquée à l’étude d’autres ribozymes.266 
  
Figure 70 : Structure du complexe ribozyme (en rouge) - ARN substrat (en noir) contraint par un pont 
disulfure et du nucléotide 2’-O-3-(pyridin-2-yldisulfanyl)propanamide  
 (figure issue de Nat Struct Biol. 2001 Oct;8(10):863-7264b) 
3. Incorporation du lien diméthylène disulfure dans un duplex 
3.1.  Synthèse d’un ARN contenant un lien diméthylène disulfure entre deux 
uridines adjacentes 
Au cours de travaux précédents du laboratoire (thèse d’Annabelle Biscans), une 
réaction secondaire avait été identifiée et caractérisée lors de la réaction d’échange thiol-
disulfure sur support solide pour synthétiser des ARNs modifiés par des groupes contenant 
des ponts S-S sur les positions 2’ de deux nucléosides 2’-O-AcSM adjacents.87 Nous avons 
exploré cette réaction pour la synthèse d’ARNs modifiés par un pont disulfure intrabrin. 
Dans un premier temps, nous avons synthétisé l’ARN 56, formé de 14 nucléotides avec, 
au centre de la séquence, deux uridines adjacentes portant des groupements 2’-O-AcSM 
(Tableau 21).  
N°  
m/z  
calculée 
m/z  
obtenuea 
ARN 
d’intérêtb 
(%) 
Quantités 
isoléesc 
(nmol) 
56 GCC UUC UUA UGA UU  4434,8 4430,9 42 19 
Tableau 21 : Caractérisation de l’ARN 56 
Lien diméthylène disulfure représenté en rouge 
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC du brut de déprotection à 
260 nm  
cQuantités isolées après purification mesurées par spectrophotométrie à 260 nm à partir d’une synthèse à 
l’échelle de 1 µmol  
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Schéma 76 : Synthèse des ARNs modifiés par un lien diméthylène disulfure 
La formation du lien diméthylène disulfure a ensuite été réalisée en 30 minutes sur 
support, dans un mélange THF /  Butylamine (95:5, v/v), en présence de 20 équivalents de 
2,2’-dithiodipyridine (Schéma 76). En présence de butylamine, les fonctions thioesters sont 
enlevées pour donner deux thiolates, dont l’un effectue alors une réaction d’échange thiol- 
disulfure sur la 2,2’-dithiodipyridine pour générer un groupement disulfanylpyridine. Une 
réaction intramoléculaire d’échange thiol-disulfure s’effectue ensuite entre le thiolate de 
l’uridine  adjacente et le dérivé disulfanylpyridine formé, créant le lien diméthylène disulfure. 
Enfin, la coupure de l’ARN du support solide et la déprotection des nucléobases et des 
positions 2’-OH ont été réalisées avec une solution d’ammoniaque pendant 3 h pour obtenir 
l’ARN 56. L’ARN brut a été purifié et analysé par IEX-HPLC puis caractérisé par spectrométrie 
de masse MALDI-TOF (Figure 71). 
 
Figure 71 : Chromatogramme HPLC et spectres de masse MALDI-TOF de l’ARN 56 pur  
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3.2.  Etude de la stabilité thermique de duplex ARN / ARN et ADN / ARN formés 
avec l’ARN modifié 56 
L’ARN 56 a été hybridé à son ARN complémentaire pour former le duplex D2 et à son 
ADN complémentaire pour former le duplex D4. Leur stabilité a été évaluée par des 
expériences de dénaturation thermique, suivies par spectrophotométrie UV à 260 nm, en 
prenant pour référence les duplex non modifiés D1 (ARN / ARN) et D3 (ARN / ADN) (Tableau 
22). 
 
Tableau 22 : Valeurs de Tm des duplex ARN / ARN et ARN / ADN D1 à D4 
Lien diméthylène disulfure représenté en rouge 
aValeurs de Tm obtenues par spectrophotométrie UV à 260 nm. CARN = 1,5 µM, tampon = cacodylate de sodium 
10 mM, NaCl 100 mM pH 7. La valeur obtenue correspond à la moyenne de 2 cycles dénaturation / hybridation 
(gradient entre 0 °C et 90 °C). Erreur estimée : Tm = ± 0,5 °C 
b ΔTm = Différence entre la valeur de Tm du duplex et la valeur de Tm du duplex non modifié 
Une forte déstabilisation est constatée, respectivement de -11,6 °C pour le duplex ARN 
/ ARN D2 par rapport au duplex non modifié D1 et -13,5 °C pour le duplex ARN / ADN D4 par 
rapport au duplex non modifié D3. Cette déstabilisation induite par le pont diméthylène 
disulfure intrabrin est du même ordre que celle induite par un mésappariement ou 
« mismatch » dans un duplex.  
Le lien diméthylène disulfure étant défavorable à la stabilité de structures duplex, nous 
avons voulu étudier son influence dans la partie boucle d’hairpins ARNs. 
4. Incorporation du lien diméthylène disulfure dans une boucle 
homouridine d’hairpins ARNs modèles  
Cette étude a tout d’abord été effectuée sur deux séquences modèles d’ARNs 
partiellement auto-complémentaires, contenant des boucles formées de 4 (H4) ou 5 (H5) 
uridines non appariées (Figure 72).  
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Figure 72 : Séquences des modèles d’hairpins ARNs H4 et H5 
Nous avons repris des séquences qui avaient été utilisées dans une étude précédente 
sur l’impact de dinucléotides contraints sur la stabilité d’hairpins ADNs.267  
4.1.  Synthèse des hairpins ARNs modèles  
Toutes les hairpins modèles modifiées ont été obtenues par la même stratégie de 
synthèse que l’ARN 56. D’une part, l’hairpin H4 a été modifiée par un lien diméthylène 
disulfure en trois positions différentes : à l’extrémité 5’ de la boucle (H4-1), au milieu de la 
boucle (H4-2) ou à l’extrémité 3’ de la boucle (H4-3). D’autre part, le lien a été placé dans 
l’hairpin H5 en quatre positions différentes : à l’extrémité 5’ de la boucle (H5-1), au milieu de 
la boucle (H5-2), à l’extrémité 3’ de la boucle (H5-3) ou aux deux extrémités (H5-4) (Tableau 
23).  
Les ARNs H4-1, H4-2 et H4-3 présentent des proportions respectives de 54%, 54% et 
39% sur les chromatogrammes IEX-HPLC des bruts de déprotection. Les ARNs H5-1, H5-2, H5-
3 sont présents dans des proportions similaires (42%, 42% et 41%) (Figure 73). L’impact d’un 
seul lien diméthylène disulfure dans la boucle à 4 ou 5 uridines apparait donc relativement 
uniforme quelle que soit sa position. L’ARN H5-4 a été obtenu avec une proportion plus faible 
de 28%, en raison de la présence de deux liens diméthylènes disulfures dans la boucle 
augmentant les possibilités de produits secondaires.  
Les ARNs ont ensuite été purifiés et analysés par IEX-HPLC et caractérisés par 
spectrométrie de masse MALDI-TOF (Tableau 23). En raison de l’abondance de structures 
secondaires dues à la forme hairpin, ce qui complexifie le chromatogramme, la purification a 
été effectuée à 75°C pour dénaturer ces structures et obtenir une meilleure séparation. Les 
hairpins H4 et H5 modifiées ont été purifiées et obtenues en quantités satisfaisantes (Figure 
74).  
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Tableau 23 : Caractérisation des hairpins modèles modifiés H4 et H5 
Lien diméthylène disulfure représenté en rouge 
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC du brut de déprotection à 
260 nm  
cQuantités isolées après purification mesurées par spectrophotométrie à 260 nm à partir d’une synthèse à 
l’échelle de 1 µmol 
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Figure 73 : Exemples de chromatogrammes IEX-HPLC bruts des ARNs H4-1 et H5-4  
 
Figure 74 : Chromatogrammes IEX-HPLC et spectres de masse MALDI-TOF des hairpins H4-1 et H5-4 
purs  
4.2.  Etudes structurales des hairpins modifiées 
Différentes études biophysiques ont été menées pour évaluer la contrainte induite par 
le lien diméthylène disulfure au niveau de la boucle des hairpins modifiées. 
4.2.1. Stabilité thermique des hairpins modèles modifiées 
Dans un premier temps, les oligonucléotides non modifiés H4 et H5 et le duplex de 14-
mers D1 étudié précédemment ont été analysés par gel d’électrophorèse, pour confirmer leur 
structuration.  
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Les deux ARNs et le duplex, en solution à 5 µM dans le même tampon que pour les 
expériences de dénaturation thermique, ont été chauffés à 90 °C pour obtenir une 
dénaturation complète, puis refroidis lentement jusqu’à 4 °C avant l’analyse par 
électrophorèse (Figure 75). Le duplex D1 formé de 28 nucléotides au total migre moins que 
les ARNs H4 et H5 formés de 16 ou 17 nucléotides. L’électrophorèse séparant les 
oligonucléotides par taille, ce résultat confirme que H4 et H5 non modifiées existent 
exclusivement sous forme hairpin. Les transitions observées sur les courbes de fusion, à 63,6 
°C pour H4 et 62,4 °C pour H5, correspondent donc à la dénaturation de la structure hairpin 
(Tableau 24).  
 
Figure 75 : Electrophorèse (15% polyacrylamide) des hairpins H4 et H5 en comparaison avec le 
duplex 14-mers non modifié D1 
CARN = 5  µM, tampon = cacodylate de sodium 10 mM, NaCl 100 mM pH 7. Migration dans du tampon TBE à pH 
7 à 4 °C. Révélation avec un transilluminateur UV après 1 h d’incubation avec du GelRed 3X (VWR) dans une 
solution de NaCl à 0,1 M 
Les hairpins modifiées H4-1 à H4-3 et H5-1 à H5-4 ont ensuite été analysées par gel 
d’électrophorèse et comparées à H4 et H5 non modifiées (Figure 76). Les résultats ont été 
corrélés à ceux obtenus sur les courbes de dénaturation thermique (Tableau 24). 
 
Figure 76 : Electrophorèse (15% polyacrylamide) des hairpins modifiées H4 à H4-3 et H5 à H5-4 
CARN = 5  µM, tampon = cacodylate de sodium 10 mM, NaCl 100 mM pH 7. Migration dans du tampon TBE à pH 7 
à 4 °C. Révélation avec un transilluminateur UV après 1 h d’incubation avec du GelRed 3X (VWR) dans une solution 
de NaCl à 0,1 M 
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Tableau 24 : Valeurs de Tm des hairpins H4 à H4-3 et H5 à H5-4 modifiées par des liens diméthylènes 
disulfures  
aValeur de Tm obtenue par spectrophotométrie UV à 260 nm. CARN = 1,5 µM, tampon = cacodylate de sodium 10 
mM, NaCl 100 mM pH 7. La valeur obtenue correspond à la moyenne de 2 cycles dénaturation / hybridation 
(gradient entre 0 °C et 90 °C). Erreur estimée : Tm = ± 0,5 °C 
b ΔTm = Différence entre la valeur de Tm du duplex et la valeur de Tm du duplex non modifié 
  
Les courbes des ARNs modifiés H4-1 à H4-3 présentent une seule transition, 
correspondant à la dissociation de la forme hairpin, confirmée par la présence d’une seule 
bande de même migration que celle de H4 sur l’électrophorèse (Figure 76). Néanmoins, des 
effets variables apparaissent selon la position du lien. A l’extrémité 3’ de la boucle (H4-3), le 
lien engendre une déstabilisation (ΔTm = - 3,9 °C) alors qu’à l’extrémité 5’ (H4-1), une légère 
stabilisation est observée (ΔTm = + 0,6 °C). En revanche, une stabilisation plus importante est 
induite par la présence du lien au milieu de la boucle (H4-2) (ΔTm = + 2,7 °C).  
Des résultats variables sont obtenus pour les hairpins modifiées H5-1 à H5-4. En 
particulier avec le lien à l’extrémité 5’ de la boucle, H5-1 présente une double transition sur la 
courbe (31,2 °C et 62,5 °C) (Figure 77). Une espèce non identifiée migrant plus lentement est 
détectable sur le gel d’électrophorèse et peut correspondre à cette transition (Figure 76). De 
plus, pour l’ARN H5-4 possédant deux liens diméthylènes disulfures, aucune transition n’a été 
détectée. La courbe obtenue n’est pas une sigmoïde, indiquant que les contraintes introduites 
engendrent une perte de coopérativité empêchant la formation de l’hairpin. L’absence d’une 
espèce stable majoritaire est confirmée par l’électrophorèse, avec l’obtention d’une large 
bande diffuse montrant l’équilibre entre de nombreuses espèces (Figure 76).  A l’inverse, pour 
l’ARN H5-3, possédant un seul lien à l’extrémité 3’ de la boucle, une transition nette est visible 
sur la courbe de fusion et une seule bande est visible sur le gel d’électrophorèse. Néanmoins, 
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une nette déstabilisation est observée (ΔTm = -3,9 °C). Cette position apparait donc 
défavorable, bien que moins déstabilisante qu’à l’extrémité 5’. Enfin, l’ARN H5-2 est peu 
perturbé par la contrainte du lien puisqu’une seule bande est visible par électrophorèse et la 
courbe de fusion est superposable à celle de l’hairpin H5 non modifiée. L’ensemble de ces 
résultats indiquent que le lien diméthylène disulfure ne perturbe pas la structuration de l’ARN  
H5-2 en hairpin quand il est positionné en milieu de boucle, éloigné des régions appariées. 
 
Figure 77 : Courbes de dénaturation thermique des ARNs H5-1 à H5-4 en comparaison avec l’ARN 
non modifié H5 
4.2.2. Etude de la conformation des hairpins par dichroïsme circulaire 
Les empreintes spectrales des hairpins H4 à H5-4 ont été déterminées par dichroïsme 
circulaire, en comparant les hairpins H4-1 à H4-3 à H4 et les hairpins H5-1 à H5-4 à H5 (Figure 
78). La forme A de l’hélice d’ARN est conservée pour toutes les hairpins à la vue des bandes 
caractéristiques observées.  
 
Figure 78 : Empreintes spectrales des hairpins H4 à H4-3 et H5 à H5-4 modifiées obtenues par 
dichroïsme circulaire 
CARN = 1,5 µM, tampon = cacodylate de sodium 10 mM, NaCl 100 mM pH 7. Moyennes de 2 mesures.  
Température d’analyse : 1 °C 
 Pour les oligonucléotides H5-1 à H5-4, très peu de variations sont détectables. Seule 
une légère diminution de l’intensité des bandes est visible. Pour les hairpins à quatre uridines 
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H4-1 à H4-3, les bandes caractéristiques sont conservées mais de grandes variations 
d’intensité apparaissent au niveau de la bande à 260 nm. En effet, cette dernière est deux fois 
plus importante pour les ARNs H4-2 et H4-3 que pour les ARNs H4 et H4-1. Cette variation est 
probablement engendrée par une variation de l’empilement des bases en raison de la 
contrainte induite par le lien.  
4.3.  Stabilité enzymatique des hairpins modèles H4 et H5 modifiées  
Les hairpins ont été incubées en présence d’une 3’-exonucléase, la snake venom 
phosphodiesterase (SVPDE) afin d’évaluer leurs stabilités enzymatiques. Cette enzyme 
hydrolyse les liens internucléosidiques phosphodiesters à partir de l’extrémité 3’ des 
oligonucléotides, en libérant d’une part un nucléotide 5’-monophosphate 3’-OH et d’autre 
part un oligonucléotide 3’-OH ayant perdu un nucléoside à l’extrémité 3’.  
Les analyses des résultats de digestion ont été effectuées par électrophorèse sur gel 
de polyacrylamide à différents temps d’incubation. La stabilité enzymatique a été évaluée 
après incubation des hairpins en présence de 2 mU de SVPDE dans du tampon citrate 
d’ammonium à 450 mM pendant 24 h à 37 °C. La demi-vie des différents ARNs a été 
déterminée par la quantification de l’intensité de la bande correspondant à l’ARN non 
dégradé.  
 
Figure 79 : Dégradation des ARNs H4 à H4-3 en présence de SVPDE 
Les hairpins H4 et H5, ne possédant pas de modifications, ont été rapidement 
dégradées et possèdent des demi-vies inférieures à 20 min. Toutes les hairpins modifiées H4-
1 à H4-3 sont plus stables que l’ARN H4, avec une variabilité dépendante de la position du lien 
dans la boucle (Figure 79). Une demi-vie de 34 min a été obtenue pour la modification à 
l’extrémité 3’ (H4-3), soit une faible amélioration, tandis qu’à l’extrémité 5’ (H4-1), la demi-
vie de 132 min démontre une protection plus importante apportée par le lien contenant un 
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pont S-S. En revanche, la modification en milieu de boucle (H4-2) améliore considérablement 
la stabilité enzymatique, avec plus de 60% d’ARN intact après 24 h alors que toutes les autres 
hairpins ont été totalement dégradées (Figure 79).  
Pour les hairpins modifiées à cinq uridines H5-1 à H5-4, une augmentation générale de 
la stabilité enzymatique est également constatée. Après 1 h, l’ARN H5 non modifié est dégradé 
à plus de 98% alors que les hairpins modifiées sont encore présentes en quantités supérieures 
à 25% (Figure 80). Peu de variations sont observées en fonction de la position des 
modifications. Des demi-vies respectives de 56 min, 33 min et 30 min ont été déterminées 
pour les hairpins H5-1, H5-2 et H5-3 possédant un seul pont disulfure. Comme dans le cas de 
H4-1, la modification à l’extrémité 5’ de la boucle est plus stabilisante que celle à l’extrémité 
3’. L’ARN H5-4 avec deux ponts disulfures est plus stable, avec une demi-vie de 111 min. La 
stabilisation engendrée par les liens diméthylènes disulfures est probablement renforcée par 
les modifications structurales observées précédemment en électrophorèse, perturbant la 
formation du complexe enzyme-ARN. 
 
Figure 80 : Dégradation des ARNs H5 à H5-4 en présence de SVPDE 
A la vue de ces résultats, nous pouvons conclure que la contrainte induite par le lien 
diméthylène disulfure est peu tolérée dans des duplex ARNs, alors qu’introduite dans une 
hairpin ARN, au milieu d’une boucle composée de nucléotides non appariés, elle induit une 
augmentation des stabilités thermique et enzymatique. Ce lien contenant un pont disulfure 
nous est donc apparu comme un outil efficace pour étudier les équilibres hairpins – duplex 
sur des structures d’intérêt biologique.  
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5. Incorporation du lien diméthylène disulfure dans la partie boucle 
de la séquence HIV-1 DIS             
Le « Dimerization Initiation Site (DIS) » du virus de l’immunodéficience humaine (VIH-
1), qui adopte une structure en hairpin ou en duplex selon les conditions268, est souvent pris 
comme modèle pour étudier les propriétés biochimiques et biophysiques de cet ARN après 
introduction de modifications.269 Ainsi, nous avons cherché à moduler les changements de 
structure de DIS par l’introduction d’un lien diméthylène disulfure.  
La séquence du fragment de 23 nucléotides (DIS) choisie (Schéma 77) est fortement 
conservée dans le génome viral270 en raison de son rôle crucial dans la dimérisation de l’ARN 
et son encapsidation271, deux paramètres majeurs pour le virus.272 En effet, la dimérisation est 
indispensable dans le cycle de réplication, étant impliquée dans la recombinaison, la 
transcription inverse et la traduction.273  
Ce fragment adopte une structure hairpin formée d’une boucle contenant neuf 
nucléotides et d’une partie tige formée de sept paires de bases, présente à l’extrémité 5’ de 
l’ARN du virus, et a notamment été utilisée pour des études cristallographiques.274 Sa 
dimérisation est initiée par l’association de six nucléotides auto-complémentaires présents 
dans la partie boucle (GUG CAC). L’association de deux boucles par appariement des bases 
selon Watson-Crick entraîne la formation d’une structure nommée « kissing complex », 
évoluant spontanément vers une forme double brin plus stable appelée « extended duplex » 
(Schéma 77).  
 
Schéma 77 : Mécanisme de dimérisation de l’ARN DIS 
5.1.  Synthèse des ARNs DIS modifiés  
Deux ARNs DIS-1 et DIS-2 ont été synthétisés, avec le lien diméthylène disulfure  
introduit au niveau des nucléotides impliqués dans le « kissing complex » afin de vérifier si ce 
lien empêche la formation de l’« extended duplex ». La séquence DIS-1 présente le pont 
disulfure entre l’uridine et la guanosine tandis que pour la séquence DIS-2, il a été introduit 
entre la cytidine et l’adénosine (Tableau 25).  
DIS-1 et DIS-2 ont été obtenus par la même stratégie de synthèse que les hairpins 
modèles précédentes. Les oligonucléotides bruts ont été analysés par IEX-HPLC à 75 °C et 
spectrométrie de masse MALDI-TOF (Figure 81, Figure 82).  Les ARNs modifiés sont présents 
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dans des proportions respectives de 28% (DIS-1) et 31% (DIS-2) sur les chromatogrammes IEX-
HPLC (Tableau 25), en raison de la présence importante d’avortons de synthèse.  
 
Tableau 25 : Caractérisation des ARNs DIS-1 et DIS-2 
aMasse expérimentale obtenue en mode négatif ([M-H]) 
bPourcentage du pic de l’ARN d’intérêt en aire relative du chromatogramme IEX- HPLC du brut de déprotection à 
260 nm  
cQuantités isolées après purification mesurées par spectrophotométrie à 260 nm à partir d’une synthèse à 
l’échelle de1 µmol 
 
Figure 81 : Chromatogrammes IEX-HPLC et spectres de masse MALDI-TOF de l’ARN DIS-1 brut (en 
haut) et pur (en bas) 
 Les ARNs DIS-1 et DIS-2 ont ensuite été purifiés par IEX-HPLC à 75°C, caractérisés par 
spectroscopie de masse MALDI-TOF (Figure 81, Figure 82) et obtenus en des quantités 
relativement faibles, respectivement 14,0 nmol et 25,6 nmol (Tableau 25). Ces quantités 
s’expliquent par les faibles proportions d’ARNs d’intérêt dans les chromatogrammes bruts, les 
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pertes durant le dessalage et une purification rendue plus difficile par la présence de 
structures secondaires dénaturées à 75 °C. 
 
Figure 82 : Chromatogrammes IEX-HPLC et spectres de masse MALDI-TOF de l’ARN DIS-2 brut (en 
haut) et pur (en bas)   
5.2.  Etude structurale de la transition hairpin-duplex de l’ARN DIS 
5.2.1. Stabilité thermique des ARNs DIS modifiés 
La détermination des Tm et l’analyse par gel d’électrophorèse ont été effectuées par la 
même méthode que dans les études précédentes, en utilisant un tampon de composition 
différente : 20 mM cacodylate de sodium, 25 mM KCl, 5 mM MgCl2, pH 7 (Figure 83-1).269c, 274  
La courbe de fusion de l’ARN DIS non modifié possède une seule transition avec un Tm 
de 65,4 °C, indiquant la présence d’une seule structure (Figure 83-2a, Figure 84). Sur le gel 
d’électrophorèse, nous observons une bande à la migration plus faible que celle du siARN 1 / 
2 servant de référence de duplex, composé de deux brins de 21 nucléotides. Nous pouvons 
ainsi conclure que la forme « extended duplex » formée de deux brins de 23 nucléotides est 
prépondérante pour le DIS non modifié. 
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Figure 83 : Courbes de dénaturation thermique (1) et dérivée première des courbes (2a, 2b, 2c) des 
ARNs DIS, DIS-1 et DIS-2  
Valeurs de Tm obtenues par spectrophotométrie UV à 260 nm. CARN = 1,5 µM, tampon = 20 mM cacodylate de 
sodium, 25 mM KCl, 5 mM MgCl2, pH 7. La valeur obtenue correspond à la moyenne de 2 cycles dénaturation / 
hybridation (gradient entre 0 °C et 90 °C). Erreur estimée : Tm = ± 0,5 °C 
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Figure 84 : Gel d’électrophorèse (15% polyacrylamide) des ARNs DIS en présence ou en absence de 
TCEP 
CARN = 5 µM, tampon = 20 mM cacodylate de sodium, 25 mM KCl, 5 mM MgCl2, pH 7. Migration dans du tampon 
TBE à pH 7 à 4 °C. Révélation avec un transilluminateur UV après 1 h d’incubation avec du GelRed 3X (VWR) 
dans une solution de NaCl à 0,1 M  
 
 Un comportement différent est observé pour les ARNs modifiés DIS-1 et DIS-2. Tout 
d’abord, les courbes présentent deux transitions, respectivement à 37,7 °C et à 70,4 °C pour 
DIS-1 et 35,9 °C et 69,8 °C pour DIS-2 (Figure 83-2b,c). Le lien diméthylène disulfure induit 
donc une variation de structure et un équilibre entre plusieurs espèces. Le gel 
d’électrophorèse montre une bande intense attribuée aux formes hairpins, identifiées 
nettement par leur migration beaucoup plus importante que celle des formes duplex (Figure 
84). Les transitions majeures observées à 70,4 °C pour DIS-1 et 69,8 °C pour DIS-2 
correspondent donc aux formes hairpins. A l’inverse, la transition moins marquée pourrait 
correspondre à l’« extended duplex » très défavorisé par les liens diméthylène disulfures 
(Schéma 78).  
 
Schéma 78 : Déplacement de l’équilibre entre les formes hairpin et duplex des ARNs DIS-1 et DIS-2 
modifiés en présence et en absence de TCEP 
Nous pouvons donc conclure que le lien introduit sur les ARNs DIS-1 et DIS-2 a permis 
d’inverser l’équilibre de la transition hairpin-duplex et de favoriser la forme hairpin.  
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Pour confirmer ces résultats, une expérience en présence de TCEP a été menée et 
analysée par gel d’électrophorèse. Dans ces conditions réductrices, la bande correspondant à 
la forme hairpin a disparu au profit d’une bande de migration beaucoup plus lente 
correspondant à l’« extended duplex » (Figure 84). En milieu réducteur, le pont disulfure est 
coupé, libérant deux hémithioacétals instables qui, par libération de thioformaldéhyde, 
permettent de récupérer les ARNs 2’-OH, et d’évoluer vers la formation de l’« extended 
duplex » (Schéma 78). Le pont disulfure est donc très intéressant car il agit comme un verrou 
bloquant la forme hairpin, pouvant s’ouvrir dans des conditions réductrices pour redonner 
une structure non modifiée évoluant vers l’« extended duplex ». 
5.2.2. Etude de la conformation par dichroïsme circulaire 
 
Figure 85 : Empreintes spectrales des DIS obtenues par dichroïsme circulaire 
CARN = 1,5 µM, tampon = 20 mM cacodylate de sodium, 25 mM KCl, 5 mM MgCl2, pH 7. Moyennes de 2 mesures. 
Température d’analyse : 1 °C 
 
L’étude par dichroïsme circulaire des ARNs DIS, DIS-1 et DIS-2 montre des empreintes 
spectrales similaires pour les trois ARNs indiquant que la contrainte dans la boucle ne modifie 
pas leur structure globale en hélice A (Figure 85).  
5.3.  Stabilité enzymatique des DIS modifiés  
La stabilité enzymatique a été évaluée en présence de l’enzyme 3’-exonucléase SVPDE 
et suivie par gel d’électrophorèse après incubation des ARNs en présence de 2 mU de SVPDE 
pendant 24 h à 37 °C.  
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Figure 86 : Dégradation et valeurs de demi-vie des ARNs DIS en présence de SVPDE 
 Après 1 h, le DIS non modifié est dégradé à plus de 95% alors que les ARNs modifiés 
DIS-1 et DIS-2 sont encore présents à plus de 45% (Figure 86).  Des demi-vies de 54 min pour 
DIS-1 et 112 min pour DIS-2 ont ainsi été déterminées contre 15 min pour le DIS non modifié. 
Ces résultats indiquent une nette augmentation de la stabilité des ARNs DIS-1 et DIS-2. 
Néanmoins, la différence de stabilité entre DIS-1 (t1/2 = 54 min) et DIS-2 (t1/2 = 112 min) met 
en évidence l’influence de la position du lien diméthylène disulfure dans la boucle de l’hairpin 
sur la résistance aux enzymes.  
6. Application en fluorescence des DIS modifiés par le lien 
diméthylène disulfure comme « molecular beacon »
6.1.  Principe
Pour conforter les résultats obtenus par gel d’électrophorèse et par la mesure des Tm, 
nous avons utilisé l’ARN DIS en tant que « molecular beacon » (DIS-F). Un fluorophore (la 
fluorescéine) a été lié en position 5’ et un « quencher » en position 3’. Sous la forme hairpin, 
le « quencher » et le fluorophore sont à proximité l’un de l’autre, bloquant l’émission de 
fluorescence. L’addition d’un excès d’ARN DIS non marqué (Schéma 79 – Voie A) favorise la 
formation des « extended duplex » formés d’un brin marqué et d’un brin non marqué, 
émettant de la fluorescence. Avec l’ARN DIS-2F, le pont disulfure bloque la structure sous 
forme hairpin et ne permet pas l’évolution vers la forme « extended duplex » (Schéma 79 – 
Voie B). En revanche, en milieu réducteur, la coupure du pont disulfure permet de reformer 
le DIS-F, restaurant la formation des « extended duplex » et donc l’émission de fluorescence 
(Schéma 79 – Voie C).   
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Schéma 79 : Principe du « molecular beacon » 
6.2.  Synthèse d’un ARN DIS-2F modifié par un lien diméthylène disulfure portant 
un marqueur fluorescent et un « quencher » aux extrémités 5’ et 3’ 
Le lien diméthylène disulfure entre des nucléotides C et A de la séquence DIS-2 ayant 
engendré une meilleure stabilité enzymatique de l’ARN, cette séquence a été sélectionnée 
pour la synthèse d’un ARN DIS-2F marqué à l’extrémité 5’ par un fluorophore, la fluorescéine 
(FAM), et à l’extrémité 3’ par un « quencher » (DABCYL). Le même système FAM-DABCYL a été 
introduit sur l’ARN non modifié DIS-F pour servir de référence (Tableau 26).  
 
Tableau 26 : Caractérisation des ARNs marqués DIS-2F et DIS-F 
Un support solide 3’-DABCYL et un phosphoramidite de la fluorescéine commerciale 
ont été utilisés lors de la synthèse automatisée des ARNs DIS-F et DIS-2F. L’ARN modifié DIS-
2F a été obtenu dans des conditions identiques à l’ARN DIS-2. L’oligonucléotide brut a ensuite 
été analysé par IEX-HPLC (Figure 87).  
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Figure 87 : Chromatogrammes IEX-HPLC de l’ARN DIS-2F brut (en haut) et chromatogramme IEX-
HPLC et spectre de masse MALDI-TOF de l’ARN DIS-2F pur (en bas) 
L’analyse IEX-HPLC de l’ARN brut montre que DIS-2F est présent dans des proportions 
de 55%. L’ARN a ensuite été purifié par IEX-HPLC à 75°C et caractérisé par spectroscopie de 
masse MALDI-TOF (Figure 87).  
6.3.  Validation du modèle en présence de TCEP 
Dans une première expérience, le DIS-F marqué a été mis en présence de différents 
ratios de DIS non marqué (1:1, 1:2, 1:5 et 1:10) (Schéma 80A). Les courbes de fluorescence 
+$+-
+-
  en fonction de la longueur d’onde montrent que l’intensité de la fluorescence augmente 
progressivement avec la quantité d’ARN DIS, cette augmentation favorisant la formation des 
« extended duplex » formés d’un brin marqué et d’un brin non marqué.  
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Schéma 80 : Courbes de fluorescence relative ((I–Io)/Io) de DIS-F (A) et DIS-2F en absence (B) et en 
présence de TCEP (C) avec différents ratios de DIS (1:1, 1:2, 1:5 et 1:10) 
En revanche, cette hausse est limitée, avec une intensité de fluorescence seulement 
doublée. Cette faible augmentation peut s’expliquer par du quenching, en raison de la 
proximité des bases ou à la présence de cations, par exemple Mg2+. De plus, deux autres 
« extended duplex » non fluorescents sont formés dans le milieu (Figure 88) :  
- Un duplex composé de deux DIS-F marqués, dans lesquels une fluorescéine est à 
proximité d’un quencher à chaque extrémité. 
- Un second duplex composé de deux DIS non marqués, ne pouvant donc pas 
émettre de fluorescence. 
La formation simultanée de ces trois espèces, dont une seule, formée d’un DIS-F et 
d’un DIS, émet de la fluorescence, explique également cette faible intensité du signal.  
 
Figure 88 : Espèces potentiellement formées en présence des DIS 
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La même expérience a été effectuée avec l’ARN DIS-2F modifié par le lien contenant 
un pont disulfure. Aucune augmentation de fluorescence n’est constatée quel que soit le ratio 
utilisé, en raison du blocage de l’ARN dans sa forme hairpin (Schéma 80B). 
En présence de TCEP, la même augmentation progressive du signal avec la quantité 
d’ARN DIS est observée (Schéma 80C). La fluorescence est restaurée, confirmant la 
récupération de l’ARN non modifié en milieu réducteur. En particulier, en considérant 
uniquement les valeurs obtenues au maximum de fluorescence (λ = 515 nm pour la 
fluorescéine) (Figure 89), une augmentation linéaire similaire entre la quantité d’ARN non 
marqué et l’intensité de fluorescence est obtenue pour l’ARN DIS-F et l’ARN DIS-2F en 
présence de TCEP. Ces résultats confirment que le lien à pont disulfure contraint l’ARN dans 
sa forme hairpin et permet d’envisager ce système comme outil pour la détection d’agents 
réducteurs. 
 
Figure 89 : Evolution de l’intensité du signal fluorescent ((I–Io)/Io) au maximum de fluorescence (λ = 
515 nm) en fonction du ratio entre les ARNs DIS et DIS-2F ou DIS-F 
6.4.  Détermination de la limite de détection de glutathion  
Le glutathion est régulièrement présent en concentrations supérieures dans les 
cellules cancéreuses par rapport aux cellules saines.24c Le suivi de ces variations permettrait 
de détecter plus efficacement les tumeurs, et ainsi de faciliter leurs traitements.275 
Néanmoins, cette détection présente de nombreuses difficultés et seuls deux systèmes de 
détection par fluorescence utilisant une sonde à ADN ont à notre connaissance été décrits : 
- L’équipe de Y. Guo a travaillé sur l’utilisation de simples brins d’ADN partiellement 
auto-complémentaires s’associant pour former une hairpin, dans laquelle un lien 
internucléosidique contenu dans la boucle est remplacé par un pont disulfure, 
permettant ainsi l’obtention d’une structure stable en milieu non réducteur.25a, 25e  
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- L’équipe de M. Hepel a développé une sonde basée sur une interaction compétitive 
d’ions mercureux entre du glutathion ou de la cystéine et un ADN auto-
complémentaire.276  
Pour évaluer la limite de détection en glutathion avec notre « molecular beacon », 
l’ARN modifié DIS-2F a été traité avec des concentrations en glutathion comprises entre 100 
nM et 1 mM (100 nM, 1 µM, 10 µM, 30 µM, 60 µM, 100 µM, 1mM), en utilisant le ratio 10:1 
entre le DIS non marqué et le DIS-2F marqué. Trois mesures indépendantes ont été réalisées 
pour chaque concentration. Le spectre d’émission de fluorescence montre une augmentation 
progressive de l’intensité de fluorescence proportionnelle à la quantité de glutathion (Figure 
90). Aucune variation n’apparait entre la référence sans glutathion et la courbe à 100 nM. En 
revanche, l’augmentation de la fluorescence est constatée nettement à partir de 1 µM et 10 
µM. 
 
Figure 90 : Spectre d’émission de fluorescence de DIS-2F (2 µM) en présence d’une gamme de 
concentration en glutathion (100 nM à 1 mM) 
Tampon : 20 mM cacodylate de sodium, 25 mM KCl, 5 mM MgCl2, pH 7, concentration d’ARN DIS : 20 µM (ratio 
10:1).  
Analyse réalisée à 25°C, entre 400 et 600 nm, longueur d’onde d’excitation de  494 nm.  
Mesures moyennes de deux scans et réalisées en triplicat 
 
Pour déterminer plus précisément cette valeur limite de détection, deux méthodes 
distinctes ont été mises en œuvre. 
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6.4.1. Méthode 1 : Méthode de la déviation standard 
Cette première méthode a été effectuée en suivant la méthodologie présentée dans la 
publication de M. Hepel mentionnée précédemment.276 
L’émission de fluorescence a été mesurée à la longueur d’onde d’émission maximale 
(λ = 515 nm) pour les différentes concentrations en glutathion présentées sur la Figure 90. Ces 
valeurs ont été tracées comme fonction de la concentration en glutathion : 
.$./
./
= 'f2[GSH]) 
(Figure 91A).  
Cette méthode est basée sur l’algorithme de Levenberg-Marquardt utilisant un 
ajustement aux moindres carrés, modélisant les données expérimentales par une fonction 
polynomiale de degré 2 de la forme : 
3 4 35
35
= 6 7 [8:;]* < > 7 [8:;] < ? 
L’utilisation de l’algorithme a permis la détermination des différents paramètres de cette 
équation : 6' = '4@,AB 7 10$C'µD$*E '> = F,BB 7 10$I'µD$J'KL'? = A,0F 7'10$M. Un bon 
coefficient de corrélation (R = 0,991) et un écart-type faible (N' = '@,O9 7 '10$M) ont été 
obtenus. 
 
Figure 91 : Evolution de l’émission de fluorescence ((I-Io)/Io) de DIS-2F (2 µM) à la longueur d’onde 
maximale d’émission de fluorescence (λ = 515 nm) en présence d’une gamme de concentrations en 
glutathion (100 nM à 1 mM)  
 A : Gamme complète de concentrations en GSH (représentée en échelle logarithmique) ;  
B : Domaine de linéarité de 1 µM à 100 µM  
 La limite de détection est ensuite calculée par la formule P5QRTU =
M7V
WX
, dans laquelle 
s0 correspond à la pente à l’origine de la courbe polynomiale.277 Celle-ci se calcule à partir de 
la pente s, correspondant à la dérivée première de la courbe modélisée.  
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Y = '
Z2
3 4 35
35
\
Z[8:;]
= > < ^6 7 [8:;] 
La pente à l’origine correspondant à une concentration nulle en glutathion, la valeur de s_ est 
donc égale au paramètre b soit'F,BB 7 10$I'µ`$J. Après calcul, cette méthode évalue la 
limite de détection en glutathion à 24 µM. 
 Le calcul peut par ailleurs être effectué plus simplement en utilisant la méthode des 
moindres carrés sur un domaine linéaire du type : 
.$./
./
= 6 7 [8:;]' < >. Dans notre étude, 
ce domaine linéaire est défini entre 1 µM et 100 µM (Figure 91B). Dans ce cas, l’algorithme 
détermine les paramètres 6' = '@,aB 7 10$I'µD$J'et'> = 1,0A 7 10$*b' Comme pour la 
méthode polynomiale, un bon coefficient de corrélation (R = 0,985) et un écart-type faible 
(N' = '^,B9 7 '10$M) ont été obtenus. 
La même formule P5QRTU =
M7V
WX
  a alors été réutilisée pour déterminer la limite de détection, 
avec s0 représentant la pente de la droite modélisée :  
Y_ ='
Z2
3 4 35
35
\
Z[8:;]
= 6 = '@,aB 7 10$I'µD$J 
Dans ce cas, une limite de détection de 20 µM a été déterminée, très proche de la valeur 
précédente, indiquant la cohérence des deux méthodes de calcul employées. 
6.4.2. Méthode 2 : Méthode des blancs 
La seconde méthode consiste à l’utilisation de la méthode des blancs selon la 
procédure décrite par D. Armbruster et al.278 Elle se base sur l’hypothèse d’une distribution 
gaussienne représentant 95% des mesures observées. Elle s’effectue en trois étapes. 
Tout d’abord, la limite de blanc (LoB) est déterminée, correspondant à la plus haute 
valeur  détectable lors de l’analyse successive d’un grand nombre de blancs. Cette valeur 
permet d’évaluer le bruit inhérent à l’appareil durant la mesure. Après la mesure de 20 
échantillons blancs distincts, contenant uniquement l’ARN  DIS-2F et une concentration nulle 
en glutathion (Figure 92), la LoB a été calculée au maximum d’émission (λ = 515 nm). La 
moyenne (MoyenneLoB = 2,61 x 10-2) et l’écart-type (σblancs = 2,53 x 10-4) des intensités ont 
ensuite été calculés. La limite de blancs a ainsi été déterminée selon la formule : 
P5c' = 'D5dKggKh/i '< '1,OFB 7 NjklmnW = '^,OO'x'10
$*' 
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Figure 92 : Courbes de fluorescence et moyenne des 20 blancs utilisés pour la détermination de la 
LoB 
 La LoD est calculée à partir de la LoB et de mesures successives sur des échantillons de 
même concentration. Une concentration de 100 µM en glutathion en DIS-2F a été choisie pour 
ces mesures (Figure 93). 
 
Figure 93 : Courbes de fluorescence et moyenne des 20 mesures de DIS-2F en présence de 100 µM 
de GSH utilisés pour la détermination de la LoD 
Elle a été calculée au maximum d’émission (λ = 515 nm) après la mesure de 20 
échantillons. L’écart-type (σ100µM = 5,08 x 10-4) des intensités a été calculé, et la limite de 
détection a été déterminée selon la formule : 
P5Q' = 'P5c' < '1,OFB 7 oJ__µp = 2,74 x 10
-2 
Cette LoD correspond à l’intensité de fluorescence minimale détectable et doit être ramenée 
à une concentration en glutathion par une courbe de régression. 
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La limite de détection en glutathion (LoDGSH) a donc été calculée en injectant les valeurs 
de LoB et LoD dans les équations modélisées par la méthode précédente, en considérant I = 
LoD et Io = LoB. La résolution des équations suivantes a ensuite permis le calcul de la LoDGSH. 
L’équation polynomiale sur la gamme complète (a) et l’équation sur le domaine de linéarité 
(b) ont été utilisées. 
6\'
P5Q 4 P5c
P5c
= 4@,AB 7 10$C 7 qruvwy
* < F,BB 7 10$I 7 qruvwy < A,0F 7'10
$M' 
>\'
P5Q 4 P5c
P5c
= '@,aB 7 10$I 7 qruvwy
' < 1,0A 7 10$* 
Une LoDGSH identique de 56 µM a été obtenue par les deux méthodes, montrant encore 
la concordance entre la gamme globale et le domaine de linéarité. 
6.4.3. Comparaison des résultats obtenus par les deux méthodes utilisées 
Les deux méthodes ont permis l’obtention de résultats concordants, indiquant une 
limite de détection d’environ 20 µM avec la première méthode, et 56 µM avec la seconde 
méthode (Tableau 27). Notre système possède donc une sensibilité au glutathion à une 
concentration de l’ordre de dizaines de micromolaires. 
 
Tableau 27 : Bilan des valeurs de limite de détection en glutathion obtenues 
 Notre « molecular beacon » est moins sensible que les systèmes décrits par Qu et al. 
et Hepel et al., détectant des concentrations de l’ordre du nanomolaire.25a, 276 Néanmoins, la 
limite de détection atteinte reste largement inférieure aux concentrations cellulaires de 
glutathion, ces dernières étant de l’ordre du millimolaire. 
Ce premier modèle, qu’il reste certainement à optimiser, confirme donc que ce lien 
diméthylène disulfure pourrait avoir une application dans des sondes à agents réducteurs.
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7. Conclusion 
Dans ce chapitre, nous avons décrit l’influence d’un lien diméthylène disulfure formé  
entre les positions 2’ de deux nucléotides adjacents dans un ARN, soit en structure duplex, 
soit en structure hairpin. 
Ce lien a tout d’abord été introduit dans des structures doubles brins ARN / ARN et 
ARN / ADN qui ont été fortement déstabilisés (ΔTm > -10 °C). A l’inverse, le lien à pont disulfure 
formé dans la partie centrale de la boucle d’une structure d’hairpin induit de meilleures 
stabilités enzymatique et thermique. 
Avec une séquence ARN d’intérêt biologique, le HIV-1 DIS, nous avons montré que le 
lien diméthylène disulfure bloquait la forme hairpin et empêchait la formation de la forme 
« extended duplex ». En revanche, en présence d’un agent réducteur, la rupture du pont 
disulfure engendre la récupération de l’ARN non modifié. Nous avons exploité ces propriétés 
en préparant un « molecular beacon » avec un fluorophore et un « quencher » à chaque 
extrémité de la structure pour utiliser le système pour la détection du glutathion. Une limite 
de détection en glutathion de l’ordre de la dizaine de micromolaires a été déterminée. Cette 
valeur est inférieure aux systèmes existants et indique que notre système nécessite d’être 
amélioré. Néanmoins, ces résultats préliminaires démontrent le potentiel du lien diméthylène 
disulfure pour contraindre un ARN sous une forme hairpin prépondérante, qui pourra être 
utilisée comme « molecular beacon ».  
Une perspective d’amélioration de ce système pourrait être d’utiliser des thiols portés 
par des liens permanents de type carbamate, comme décrit dans le chapitre III. En effet, en 
milieu réducteur, les ARNs 2'-OH sont libérés, par élimination du thioformaldéhyde après la 
rupture du lien diméthylène disulfure, rendant l’ouverture des structures hairpins irréversible. 
En revanche, si le pont disulfure était porté par un lien carbamate en 2’ de l’ARN, la fonction 
thiol resterait fixée à l’ARN après coupure du pont. Ainsi, les systèmes deviendraient 
réversibles, c’est-à-dire pouvant s’ouvrir ou se fermer en fonction des conditions réductrices 
ou oxydantes, ouvrant des perspectives de recherches. 
Ces travaux ont été décrits dans une publication parue en 2018 dans le journal Organic 
&Biomolecular Chemistry (en annexe).136
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8. Partie expérimentale 
General experimental procedures 
The general experimental procedures are described in the experimental section of chapter I. 
Solid-phase synthesis of RNA oligonucleotides  
Labeled DIS-2F and DIS-F oligonucleotides were synthesized using 5ʹ-fluorescein-CE-
phosphoramidite (6-FAM) and 3ʹ-DABCYL CPG as solid support (Link Technologies). 
 
Structures of 5ʹ-fluorescein-CE-phosphoramidite and 3ʹ-DABCYL CPG 
The solid-phase synthesis of RNA oligonucleotides is described in the experimental section of 
chapter I. 
Synthesis of 2’-O-AcSM-5’-O-DMTr-3’-O-phosphoramidites nucleosides 10a and 10c 
The synthesis of the cytidine 10a and the guanosine 10c 2’-O-AcSM phosphoramidites are 
described in the experimental section of chapter I. 
Synthesis of 2ʹ,2ʹ-disulfide-bridged oligonucleotides 56, H4-1, H4-2, H4-3, H5-1, H5-2, H5-3, 
H5-4, DIS-1, DIS-2 and DIS-2F 
After oligonucleotide elongation, the solid support inside the TWIST™ column was treated 
with 2 mL of 2,2’dithiodipyridine (20 equiv.) in anhydrous THF / BuNH2 (95:5, v/v solution). 
The solution was applied to the synthesis column using two glass syringes filled with 4 Å 
molecular sieves (5 beads each) and was pushed back and forth through the synthesis column 
for 30 min. Then, the solution was removed, and the solid support was washed with anhydrous 
THF followed by a 1 min flush with argon. Finally, the solid support was treated with a 30% 
aqueous ammonia solution for 3 h at 25 °C. The deprotection solution was evaporated in the 
presence of isopropylamine (13% of total volume) under reduced pressure. The residue was 
dissolved in 1.5 mL of water, transferred to a 2 mL Eppendorf-vial and lyophilized.   
Analysis, purification and desalting  
The crude oligonucleotides were analyzed by IEX-HPLC and characterized by MALDI-TOF 
spectrometry. The crude oligonucleotides were then purified by semi-preparative IEX-HPLC 
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with a specific linear gradient of buffer B in buffer A. The pure fraction of each oligonucleotide 
were pooled in a 100 mL round-bottomed flask and were concentrated to dryness under 
reduced pressure. The residues were dissolved in a 100 mL TEAAc buffer, pH 7 (8 mL divided 
in three portions for flask rinse: 5 mL, 2 mL, 1 mL) and were loaded on a C18 cartridge (Sep-
Pak®, Waters) equilibrated with a 100 mM TEAAc buffer solution. The desired compound was 
eluted with 10 mL of a 12.5 mM TEAAc / CH3CN (1:1, v/v) solution in a 50 mL round-bottomed 
flask and was lyophilized. The residue was dissolved in 1.5 mL water (divided in 3 portions 0.8 
mL, 0.4 mL and 0.3 mL for flask rinsing), transferred to a 2 mL Eppendorf-vial and lyophilized. 
Purified RNAs were analysed by IEX-HPLC, characterized by MALDI-TOF MS and quantified by 
UV measurement. Lyophilized RNAs were stored at −20 °C for several months without any 
degradation. 
Thermal denaturation experiments  
Tm experiments were performed using a CARY 300 UV Spectrophotometer (Varian Inc.) 
equipped with a Peltier temperature controller and thermal analysis software. The samples 
were prepared by mixing oligonucleotide solutions to give 1.5 μM final concentrations in 1 mL 
of buffer (10 mM Na cacodylate, 100 mM NaCl, pH 7 for oligonucleotides 56, H4-1 to H4-3 and 
H5-1 to H5-4, 20 mM Na cacodylate, 25 mM KCl, 5 mM MgCl2, pH 7 for DIS sequences) in a 1 
cm path length quartz cell. A heating–cooling–heating cycle in the 0–90 °C temperature range 
with a 0.5 °C min−1 gradient was applied. Tm values were determined from the maxima of the 
first derivative plots of the absorbance versus temperature. The Tm values from two 
independent experiments were accurate within ± 0.5 °C. The solutions were stored in 2 mL 
Eppendorf vials at −80 °C.  
Gel electrophoresis experiments  
80 μM solutions of RNAs H4 to H4-3 and H5 to H5-4 were prepared in deionized water. For 
each RNA, aliquots were withdrawn, lyophilized and redissolved in Na-cacodylate 10 mM, NaCl 
100 mM, pH 7 (20 μL) to obtain 5 μM solutions. All samples were denatured by heating at 90 
°C for 3–5 min followed by cooling to room temperature overnight; the samples were then 
kept at 4 °C for 3 h and diluted with formamide (20 μL). Each sample was analysed by gel 
electrophoresis (15% polyacrylamide, TBE buffer 1×, 37 °C). The gels were stained with GelRed 
3× (VWR) in a   0.1 M NaCl solution for 1 h and revealed using a UV transilluminator.  
80 μM solutions of DIS sequences were prepared in deionized water. For each RNA, aliquots 
were withdrawn, lyophilized and redissolved in 25 mM KCl, 2 mM MgCl2, and 25 mM Na-
cacodylate pH 7 (20 μL) to obtain 5 μM solutions. All samples were denatured by heating at  
90 °C for 3–5 min followed by cooling to room temperature overnight; the samples were then 
kept at 4 °C for 3 h and diluted with formamide (20 μL). Each sample was analysed by gel 
electrophoresis (15% polyacrylamide, Tris borate MgCl2 (TBM) buffer 1×, 37 °C). The gels were 
stained with GelRed 3× (VWR) in a 0.1 M NaCl solution for 1 h and revealed using a UV 
transilluminator.  
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CD spectroscopy studies 
CD spectra were recorded on a Jasco J-815 spectropolarimeter. The solutions used for Tm 
experiments were transferred into a 1 cm path length quartz cell. Measurements were 
performed at 1 °C with the wavelength range set to 340–200 nm and a scanning speed of 100 
nm.min−1. Raw data were acquired over 2 scans. 
SVPDE stability assay  
The stability of RNA hairpins was evaluated by gel electrophoresis. Hairpins solutions (2.4 
nmol, C = 77 μM, V = 31.1 μL) were diluted with an ammonium citrate solution (450 mM, 8.9 
μL) and incubated with snake venom phosphodiesterase (2 mU, 10 μL) at 37 °C. At different 
incubation times, aliquots (3 μL) were withdrawn, immediately frozen and stored at −80 °C 
until analysis. Each sample was then analysed by gel electrophoresis (15% polyacrylamide, 4 
°C, TBE buffer). The gels were stained with GelRed 3× (VWR) in a 0.1 M NaCl solution for 1 h 
and revealed using a UV transilluminator. Band analysis was performed using the ImageJ 
Software (Broken Symmetry Software V:1.4.3.67). Half-lives were determined by the 
hypothesis of first-order kinetics, and the calculations were performed on Microsoft Office 
Excel with an exponential trend line given by y(t) = Ae(−kt ) (0.95 ≤ R2 ≤ 1.00).  
Fluorescence measurements 
Fluorescence emission spectra were recorded using a Jasco J-815 spectropolarimeter at 25 °C 
from 400 to 600 nm, with the excitation wavelength of 494 nm in a 100 μL quartz cell with a 
1 cm light path. Raw data were acquired over 2 scans.  
For TCEP experiments, a 100 μM DIS-2F or DIS-F solution was prepared in deionized water. A 
4 μM solution was prepared from this 100 µM solution (20 μL) in the buffer (480 μL, 20 mM 
sodium cacodylate, 25 mM KCl, 5 mM MgCl2, pH 7). This DIS-2F or DIS-F solution (50 μL) was 
mixed with DIS solutions (50 μL) at different concentrations in the buffer (4 μM / 8 μM / 20 
μM / 40 μM) to obtain a 2 μM solution used for analyses. The buffered DIS-2F or DIS-F solution 
(50 μL) was also mixed with the buffer only (50 μL) to be used as a reference (Io). These 
solutions were then denatured by heating at 90 °C for 3 min followed by slow cooling to 37 °C 
overnight. The DIS to DIS-2F or DIS-F ratios ranged from 1 to 10, corresponding to the non-
labeled RNA concentration from 2 to 20 μM in the final solution. After analysis, 2 μL of a 50 
mM TCEP solution were added to all DIS-2F solutions (including Io). The solutions were left for 
2 minutes in the presence of TCEP at room temperature before denaturation by heating at 90 
°C for 3 min followed by cooling to 37 °C for 2 h.  
For glutathione experiments, 100 μM DIS-2F and 105 μM DIS solutions were prepared in 
deionized water. DIS-2F solution (2 μL) was mixed with DIS solution (19 μL) and glutathione - 
free buffer (79 μL, 20 mM sodium cacodylate, 25 mM KCl, 5 mM MgCl2, pH 7) to be used as 
the reference. DIS-2F solution (2 μL) was mixed with DIS solution (19 μL) and glutathione 
buffer (79 μL, 20 mM sodium cacodylate, 25 mM KCl, 5 mM MgCl2, 127 nM /1.27 μM / 12.7 
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μM / 127 μM / 1.27 mM glutathione, pH 7) to obtain the final glutathione solutions of 100 nM 
/ 1 μM / 10 μM / 30 μM / 60 μM / 100 μM / 1 mM. All solutions were prepared in triplicate. 
These solutions were left for 5 min at room temperature before heating at 90 °C for 5 min 
followed by slow cooling to 25 °C overnight prior to the analysis.  
HPLC analyses  
 
aIEX-HPLC  analysis : Dionex DNAPac Pa100, 4x250 mm, buffer A : 20% CH3CN in 25 mM Tris HCl pH 8,  
Buffer B : 20% CH3CN containing 200 mM NaClO4 in 25 mM Tris HCl pH 8,  
flow rate : 1 mL / min, detection at 260 nm, 
Temperature of analysis : 30 °C 
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L’objectif de ces travaux de thèse était d’utiliser la chimie des ponts disulfures pour 
modifier la position 2’-OH du ribose dans des ARNs, afin d’améliorer l’efficacité thérapeutique 
d’ARNs interférents, de conjuguer des molécules variées mais aussi d’étudier leur structure 
secondaire.  
 Le premier chapitre a été consacré à la synthèse et à l’étude de prodrogues d’ARNs 
interférents partiellement modifiés en position 2’ par des groupements benzyldithiométhyles 
(BnSSM), ciblant le sarcome d’Ewing.  
La synthèse de nouveaux phosphoramidites des quatre ribonucléotides modifiés en position 
2’ par des groupements acétylthiométhyles (AcSM) a été décrite. La formation des ponts 
disulfures a été effectuée par une réaction d’échange thiol-disulfure sur support solide entre 
un thiolate, généré par l’attaque du thioester (AcSM) par la butylamine, et un réactif 
benzyldisulfanylpyridine. Huit ARNs partiellement modifiés portant entre trois et sept 
modifications BnSSM en différentes positions des brins sens et antisens ont ainsi été obtenus. 
Leur capacité à former des duplex stables thermiquement et la conservation de la structure 
de l’hélice d’ARN ont été démontrées. L’évaluation de la stabilité enzymatique en présence 
de sérum a mis en évidence huit siARNs modifiés présentant une stabilité enzymatique 
nettement supérieure à celle du duplex non modifié. Enfin, le démasquage des siARNs 2’-O-
BnSSM en milieu réducteur a été confirmé, avec néanmoins une vitesse de formation du 2’OH 
dépendante de la position des groupements BnSSM sur le duplex.  
L’évaluation biologique a démontré que les huit siARNs sont capables d’inhiber la production 
de la protéine EWS-Fli1 en présence d’agents de transfection, préjugeant d’un démasquage 
effectif des siARNs dans le cytoplasme. Sans agent de transfection, le duplex comportant sept 
groupements BnSSM sur le brin sens et un brin antisens non modifié s’est révélé le plus 
efficace. Il inhibe 50% de l’expression de la protéine cible, corroborée par une amélioration 
de la pénétration cellulaire observée par microscopie de fluorescence. Deux autres siARNs 
avec ce même brin sens ont démontré une activité stable à 24 h et 48 h, probablement due à 
un démasquage lent. L’ensemble de ces résultats a confirmé que les siARNs modifiés par les 
groupements BnSSM remplissent les critères requis pour être considérés comme des 
prodrogues de siARNs. Des tests cellulaires à plus long terme pourraient être envisagés pour 
évaluer si une inhibition prolongée serait observée. 
 
Le deuxième chapitre décrit la conjugaison de siARNs à la doxorubicine par des liens 
covalents auto-immolables dans une approche de co-délivrance. 
Dans un premier temps, la synthèse de la doxorubicine modifiée et des liens contenant deux 
ponts disulfures, aliphatique ou aromatique, a été explicitée. Ces liens ont été incorporés à 
l’extrémité 5’ ou en milieu de séquence du brin sens du siARN du sarcome d’Ewing.  
Dans un second temps, le couplage en solution de la doxorubicine sur les ARNs modifiés a été 
mis en œuvre par une méthode en deux étapes. La synthèse d’un ARN conjugué à deux 
doxorubicines a également été réalisée pour démontrer la possibilité de multi-conjugaison. La 
stabilité enzymatique de cinq siARNs conjugués à la doxorubicine en présence de sérum a été 
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améliorée par rapport à celle du duplex non modifié. Enfin, le traitement des conjugués en 
milieu réducteur a démontré la libération de l’ARN 2’OH et de la doxorubicine non modifiés, 
validant le caractère auto-immolable des liens utilisés. L’étape suivante sera l’évaluation de 
l’activité inhibitrice et cytotoxique des siARNs conjugués à la doxorubicine sur les cellules du 
sarcome d’Ewing, pour vérifier si cette stratégie de co-délivrance engendre des effets 
synergiques favorables à l’élimination des cellules cancéreuses. 
 
Le troisième chapitre décrit le développement de nouvelles méthodes de conjugaison 
de petites molécules sur des ARNs en position 2’ au travers d’un pont disulfure.  
Dans une première partie, la synthèse d’un synthon phosphoramidite de l’uridine modifié en 
position 2’ par un lien N-2-(acétylthio)-éthylcarbamate et son incorporation au sein d’un ARN 
ont été décrites. Un groupement disulfanylpyridine a été introduit sur l’ARN supporté par 
réaction d’échange thiol-disulfure. De plus, un ARN comportant deux uridines modifiées 
comme sites de conjugaison a également été synthétisé, pour confirmer la possibilité 
d’effectuer des conjugaisons multiples. 
Dans une seconde partie, deux stratégies complémentaires de conjugaison en solution ont été 
présentées. D’une part, des biomolécules disponibles dans le commerce avec une fonction 
thiol ont été couplées directement en solution par réaction sur le pont disulfure activé de 
l’ARN. D’autre part, un résidu disulfanylpyridyl a été introduit sur les biomolécules non 
disponibles avec une fonction thiol. Dans un second temps, la réduction du groupe S-SPyridine 
en thiolate a permis la conjugaison à l’ARN par échange thiol-disulfure. Enfin, le suivi en milieu 
réducteur des différents ARNs conjugués a confirmé la libération très rapide des biomolécules 
par coupure du pont disulfure. 
Plusieurs améliorations peuvent encore être apportées à cette méthode de conjugaison. La 
synthèse des phosphoramidites des autres nucléosides (A, C et G) permettrait d’effectuer des 
couplages en toute position de la séquence, et des études en milieu biologique seraient utiles 
pour évaluer l’amélioration potentielle de l’adressage ou de la pénétration cellulaire par 
exemple, selon les biomolécules fixées aux ARNs.  
 
Enfin, le quatrième chapitre traite de l’étude structurale d’ARNs modifiés par un lien 
diméthylène disulfure formé entre les positions 2’ de deux nucléotides adjacents.  
Tout d’abord, l’introduction de ce lien entre deux nucléotides au centre d’un ARN associé à 
son brin complémentaire dans un duplex provoque une déstabilisation thermique importante 
du duplex, indiquant son incompatibilité dans des structures double brins. 
Le lien diméthylène disulfure a aussi été introduit dans la partie boucle non appariée d’une 
hairpin ARN. Plusieurs ARNs modifiés ont été synthétisés, et la stabilité des différentes 
structures en hairpin a été comparée en fonction de la position du lien dans la boucle. 
Positionné au centre de la boucle, le lien stabilise la structure thermiquement mais aussi 
enzymatiquement.  
Ces résultats préliminaires nous ont conduits à étudier l’effet de ce lien dans un ARN d’intérêt 
biologique, le HIV-1 DIS, connu pour évoluer d’une forme hairpin à une forme « extended 
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duplex » par le mécanisme d’initiation de dimérisation, engendré par l’appariement de 
nucléotides présents dans les parties boucles de deux hairpins. L’introduction du lien 
diméthylène disulfure dans cette boucle a permis de bloquer la forme hairpin et d’améliorer 
la stabilité enzymatique de l’ARN. En revanche, en milieu réducteur, le pont disulfure est 
coupé, restaurant l’ARN natif qui évolue vers la forme « extended duplex ». Enfin, un 
« molecular beacon » a été développé, confirmant le potentiel de ce lien pour contraindre des 
structures secondaires d’oligonucléotides. Une application de ce système comme sonde à 
agents réducteurs a été mise en œuvre, permettant de détecter des concentrations en 
glutathion nettement inférieures (micromolaires) à celles rencontrées en milieu cellulaire 
(millimolaires).  
Finalement, une perspective d’amélioration de cette sonde serait de la combiner à la méthode 
de conjugaison présentée dans le chapitre III. En effet, l’élimination du thioformaldéhyde rend 
irréversible la coupure du lien diméthylène disulfure, et permet donc uniquement l’évolution 
du système vers l’ « extended duplex ». En revanche, la fonction thiol portée par un lien N-
éthylcarbamate en position 2’ de l’ARN reste en place après réduction du pont disulfure, et 
pourrait servir à l’étude de systèmes réversibles, basés sur des ARNs dont la structure varie 
en fonction des conditions oxydantes ou réductrices.    
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A B S T R A C T
Modiﬁed oligoribonucleotides used as siRNAs bearing biolabile disulﬁde-containing groups at some 2′-positions
were synthesized following a post-synthesis transformation of solid-supported 2′-O-acetylthiomethyl RNA,
previously described. Thus, the reduction-responsive and lipophilic benzyldithiomethyl (BnSSM) modiﬁcation
was introduced at diﬀerent locations into siRNAs targeting the Ewing sarcoma EWS-Fli1 protein. Thermal sta-
bility, serum stability and response to glutathione treatment of modiﬁed siRNAs were thoroughly investigated.
Among 17 modiﬁed siRNAs, signiﬁcant gene silencing activities were demonstrated for the 8 most stable siRNAs
in serum (half-life > 1 h) when using a transfection reagent. Of special interest, two naked 2′-O-BnSSM siRNAs
transfection exhibited a remarkable gene silencing activity after 24 h incubation. These inhibitions are consistent
with an eﬃcient gymnotic delivery demonstrated by the presence of the corresponding ﬂuorescent siRNAs
within cells.
1. Introduction
Synthetic small interfering RNAs (siRNAs) represent powerful
therapeutic tools to selectively silence the expression of any gene by an
RNA interference (RNAi) mechanism.1,2 Thus double-stranded siRNAs
consist of one sense strand (S) and one antisense strand (AS), taken in
charge by the RISC complex, which binds the complementary target
messenger RNA (mRNA) to cause its degradation. However, two major
limitations to the use of siRNAs in therapy remain their fragility in
biological ﬂuids and their ineﬀective cellular uptake. To overcome
these drawbacks, several strategies have been developed for many years
and especially permanent chemical modiﬁcations were introduced into
siRNAs.3,4 However only a few modiﬁcations at 2′ position were tol-
erated on the antisense strand. For example 2′-deoxy-2′-ﬂuoro (2′F) and
2′-O-methyl (2′-O-Me) modiﬁcations within the antisense strand
showed siRNA activity in vitro whereas 2′-O-methoxyethyl (2′-O-MOE)
modiﬁcations were not recognized by the RISC complex.5,6 Martínez-
Montero et al. have incorporated the 2′-deoxy-2′,4′-diﬂuoro modiﬁca-
tion into the middle of the antisense strand to aﬀord siRNAs as active as
2′F-siRNAs.7
In the search of a more eﬀective strategy, another approach consists
of using non-permanent modiﬁcations which are responsive to various
stimuli (heat, light, enzymes, glutathione…), similarly to a prodrug
approach. In this context, several teams including ours have been
working with biolabile modiﬁcations in oligonucleotides (ONs).8 Par-
ticularly, we focused on siRNAs bearing acetalester groups at some 2′-
O-positions which could be removed by esterases inside the cells.9–13
Recently, we provided evidence for gene inhibition after the sponta-
neous naked delivery of a 2′-O-phenylisobutyryloxymethyl (PiBuOM)
modiﬁed siRNA.14 Despite this promising result, 2′-O-PiBuOM groups
were shown too stable, and the prodrug approach could not be vali-
dated. Nevertheless, PiBuOM groups were used as lipophilic permanent
modiﬁcations in the sense strand and are totally relevant to improve the
cellular uptake and consequently the gene silencing.
Another remarkable biolabile modiﬁcation which was introduced at
2′-O-position in ONs is represented by the disulﬁde-containing groups.
In this case, the prodrug activation trigger is the intracellular glu-
tathione (GSH) whose concentration inside the cell is in the millimolar
range (1–10mM) whereas its concentration outside the cell is at mi-
cromolar (20–40 μM) levels. Moreover, in tumor cells concentration of
glutathione is much higher than in normal cells.15,16 In this aim, ﬁrst 2′-
O-methyldithiomethyl (2′-O-MDTM)-modiﬁed ONs were shown to be
converted into the corresponding 2′-OH ONs under reducing condi-
tions.17 Lately, Urata and his group18 found that the 2′-O-MDTM-
https://doi.org/10.1016/j.bmc.2018.07.033
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modiﬁed siRNAs transfected with lipofectamine were strongly able to
inhibit luciferase expression regardless of the modiﬁcation position
suggesting that the MDTM groups could be removed in an intracellular
reducing environment. More recently, the same authors demonstrated
that 2′-O-MDTM modiﬁcations at the 5′-end and in the seed region of
the antisense strand were well tolerated in comparison with 2′-OMe
siRNAs.19 These results demonstrated that the use of biolabile disulﬁde-
containing groups is promising for a siRNA prodrug approach. In the
same way, we selected various 2′-O-alkyldithiomethyl (RSSM) groups
containing either lipophilic moieties or polar groups for modifying
2′OH of RNAs.20 These modiﬁcations provided high nuclease resistance
to RNA and were rapidly removed under glutathione treatment. These
preliminary data merited further investigations on the capability of
diﬀerently 2′-O-RSSM-siRNAs to inhibit gene expression.
In this aim, in the present study the lipophilic 2′-O-benzyldithio-
methyl (BnSSM) biolabile modiﬁcation was preferred to increase
overall hydrophobic features of siRNAs and consequently to improve
their cellular uptake without assistance of any transfecting agent
(Fig. 1). Thermal and enzymatic stabilities of 17 2′-O-BnSSM modiﬁed
siRNAs were also evaluated, and their conversion into the native siRNA
was shown under reductive conditions. The cell penetration in the ab-
sence of any transfecting reagent and the gene silencing activity of the
most stable 2′-O-BnSSM siRNAs in serum were studied in A673 human
Ewing’s sarcoma cells.
2. Results and discussion
2.1. Synthesis of 2′-O-BnSSM-modiﬁed oligoribonucleotides
For the synthesis of 2′-O-BnSSM ONs, we used the versatile post-
synthesis method reported by us that allows the introduction of a
variety of RSSM groups from the same starting supported 2′-O-acet-
ylthiomethyl (2′-O-AcSM) RNA.20 Several 2′-O-BnSSM-modiﬁed ONs
whose sequences correspond to the sense strand (S) or the antisense
strand (AS) of siRNA (siEF-4) targeting the Ewing sarcoma EWS-Fli1
protein21 have been designed. Some modiﬁcations were positioned at
diﬀerent sites: at the 5′-end (2 and 7), at the 3′end (3 and 6), at both
ends (5 and 8) or scattered on the strand (5 and 9) (Table 1). The
partially modiﬁed ONs were assembled on an automated DNA synthe-
sizer on 1 μmol scale with 2′-O-AcSM amidites 1a–d20,22 (precursors of
2′-O-BnSSM nucleotides) and commercially available 2′-O-pivaloylox-
ymethyl (2′-O-PivOM) phosphoramidites (Chemgenes Corp.) by using
an RNA synthesis method developed by us (Scheme 1).23 After RNA
elongation, the thiol-disulﬁde exchange reaction between a thiolate
resulting from the acetyl cleavage of AcSM group and the
benzyldisulfanyl-pyridine derivative was performed on solid support as
previously described.20 A 25% butylamine in THF treatment was ap-
plied for 15min to form the disulﬁde (S-S) bond, and cyanoethyl groups
were likewise eliminated from phosphates. Then a ﬁnal aqueous con-
centrated ammonia treatment removed nucleobase protecting groups,
2′-O-PivOM groups and released ONs from solid support. The relative
percentage of peak area corresponding to the modiﬁed 2′-O-BnSSM ONs
in the crude material represents from 35% to 55% in the IEX-HPLC
chromatogram monitored at 260 nm. Larger the number of BnSSM
modiﬁcations (7 modiﬁcations for 5 and 9), lower the modiﬁed ON
relative amount (35% and 37%, respectively). The crude ONs were
puriﬁed by IEX-HPLC and the resulting isolated ONs 2–9 were char-
acterized using MALDI-TOF mass spectrometry. Reasonable amounts of
all desired 2′-O-BnSSM ONs 2–9 were obtained with high spectro-
photometric purity (Table 1, Figs. S1–S11).
2.2. Design of 2′-O-BnSSM-modiﬁed siRNAs
With ONs 2–9 in hand, 17 diverse 2′-O-BnSSM siRNAs have been
designed and the modiﬁcations were diﬀerently positioned in the sense
strand or/and the antisense strand (Table 2). siRNA A presents a highly
modiﬁed sense strand 5 with 7 BnSSM groups and an unmodiﬁed AS
strand. In the same way, siRNAs I, O, Q were formed with a modiﬁed
sense strand 2–4 and the unmodiﬁed AS strand. The most deeply
modiﬁed siRNA E contains 14 modiﬁcations in total with 7 BnSSM
groups spread out on each strand. siRNAs C, D, E have been designed
with the 7 BnSSM-modiﬁed antisense strand 9 to evaluate the eﬀect of
the reduction-responsive modiﬁcations on silencing of gene expression.
With the same goal, siRNAs J, K, L, P were formed with diversely
modiﬁed antisense strands 6–9 that were hybridized to the native S
strand.
2.3. Thermal stability and circular dichroism studies
The inﬂuence of the BnSSM modiﬁcations on thermal stability of the
various siRNAs A–Q was evaluated by UV-melting experiments at
260 nm (Table 2, Figs. S12–13). Compared to the unmodiﬁed duplex
siEF-4, 2′-O-BnSSM-modiﬁed duplexes were destabilized from −1.3 °C
to −9.6 °C for A–H and −3.5 °C to −14.6 °C for I–Q (Table 2). How-
ever, the destabilizing eﬀect per modiﬁcation remains weak, from−0.1
to −0.7 °C for A–H and −0.9 to −2.1 °C for I–Q, and it was not det-
rimental to the formation of stable duplexes under physiological con-
ditions. Surprisingly, the duplex O formed with the native antisense AS
and a 3′-end modiﬁed sense strand 3 was slightly more stable than siEF-
4 (ΔTm +0.9 °C). Overall modiﬁed siRNAs are stable enough to be
Fig. 1. Conversion of 2′-O-benzyldithiomethyl (2′-O-BnSSM)-modiﬁed RNA into native RNA under reducing environment.
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evaluated in a gene silencing assay at 37 °C.
Furthermore, circular dichroism (CD) spectra of all modiﬁed du-
plexes showed the typical curve of an A-form helix geometry with a
strong negative band at 210 nm and a positive band near 264 nm (Figs.
S14–15). It is noteworthy that the CD intensities of siRNAs A–H were
decreased compared to the CD intensity of siEF-4 (Fig. S14). The CD
intensity of A with a modiﬁed sense strand is slightly decreased whereas
the lowest intensity was observed for H which contains six or seven 2′-
O-BnSSM ribonucleotides in each strand, suggesting that these ar-
rangements of 2′-modiﬁcations might aﬀect the base pair stacking in-
teraction. In contrast, no signiﬁcant changes were observed in the CD
spectra of I–Q with most of the modiﬁcations positioned in one strand
(Fig. S15). Overall all modiﬁed siRNAs adopt an A-form conformation
required for silencing activity.
2.4. Serum stability
siRNAs A–Q were incubated in 10% human serum at 37 °C for 8 h
and their stability was monitored by gel electrophoresis (Figs. S16–17).
Unmodiﬁed siEF-4 and siRNAs I, J and N with BnSSM modiﬁcations at
the 5′end of the sense or/and antisense strand were rapidly degraded
(half-life < 5min) (Table 2, Fig. S17). This indicates that the mod-
iﬁcations at 5′ ends of either the sense S or antisense AS strand do not
protect the siRNAs from enzymatic degradation. In contrast, the BnSSM
groups at the 3′end, both ends or scattered on the sense or/and anti-
sense strand (A, D, E and H) conferred greater resistance in human
serum. More particularly, the eight duplexes A–H showed a half-life
superior to 60min (Table 2). In addition, siRNAs A–H and L, N, O were
incubated in 10% fetal bovine serum (FBS) at 37 °C conﬁrming that the
duplexes L, N and O modiﬁed at the 5′end are less stable than siEF-4
(Table 2, Fig. S18). In contrast, siRNAs A, E, F and H exhibited a re-
markable stability higher than 480min. These results show that the
modiﬁcations at 3′end, at both ends and spread over the strand slow
down enzymatic degradation of siRNAs. Therefore, solely the most
nuclease resistant duplexes A–H have been assayed as RNAi gene si-
lencers.
2.5. Glutathione treatment on 2′-O-BnSSM-modiﬁed siRNAs
The conversion of siRNAs A–H into unmodiﬁed siEF-4 was eval-
uated in the presence of 5.6 mM glutathione at pH 8 and was monitored
by IEX-HPLC over a 24 h period (Figs. S19–S26). The BnSSM group
removal consists of two steps. After 1min incubation, for all duplexes
the peak corresponding to the modiﬁed siRNA disappeared suggesting
that the S-S bond was cleaved quite fast. In contrast, as previously re-
ported by Semenyuk et al. for the tert-butyldithiomethyl (DTM) group,
Table 1
Sequences and data on unmodiﬁed and 2′-O-BnSSM-modiﬁed oligoribonucleotides.
ONa RNA sequencesb % ONc MALDI-TOF MSd Isolated material
(nmol)e
Calcd. Found
S 5′ GCAGCAGAACCCUUCUUAUGA 3′ / / / /
2 5′ GRCARGCRAGRAACCCUUCUUAUGA
3
′ 35 7329.1 7328.7 35.5
3 5′ GCAGCAGAACCCUUCRUURAURGA 3′ 55 7160.8 7159.9 40.6
4 5′ GRCARGCRAGAACCCUUCRUURAURGA 3′ 50 7665.7 7664.2 27.9
5 5′ GRCAGCRAGARACCRCUURCUURAURGA
3′ 35 7834.0 7832.9 24.3
Cy3-5 5′ Cy3-GRCAGCRAGARACCRCUURCUURAURGA 3′ 21 8360.5 8359.9 43.0
AS 5′ AUAAGAAGGGUUCUGCUGCCC 3′ / / / /
6 5′ AUAAGAAGGGUUCUGRCURGCRCC 3′ 50 7216.9 7215.7 31.3
7 5′ ARUARAGRAARGGGUUCUGCUGCCC
3′ 42 7385.2 7384.1 57.5
8 5′ ARUARAGRAAGGGUUCUGRCURGCRCC
3′ 42 7721.7 7719.6 36.1
9 5′ ARUAARGAARGGGRUUCRUGCRUGCRCC
3′ 37 7890.0 7889.5 32.1
a S= sense strand; AS= antisense strand.
b CR, AR, GR, UR=2′-O-BnSSM ribonucleotides; G, C, A, U=2′-OH ribonucleotides.
c Relative percentage of peak area corresponding to the 2′-O-BnSSM ONs in the crude material, as calculated by integration of the IEX-HPLC chromatogram
monitored at 260 nm.
d Negative mode. The calculated masses refer to the [M−H] peak.
e Amount of 2′-O-BnSSM modiﬁed ONs after puriﬁcation by IEX-HPLC, determined by UV measurement at 260 nm.
Scheme 1. Synthesis of 2′-O-BnSSM-modiﬁed oligoribonucleotides.
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the subsequent conversion of the thiohemiformacetal intermediate into
the 2′-OH liberating a molecule of thioformaldehyde is rather slow
(120min at 20 °C pH 8 with tris(2-carboxyethyl)phosphine (TCEP) or
dithiothreitol for one DTM group in a dinucleotide).24 The rate of
conversion into siEF-4 was not similar for all BnSSM modiﬁed duplexes
A–H (Fig. 2). For example, after 4 h incubation only 16% or 2% of the
native siEF-4 was generated from A or H, respectively. Broad peaks
with shorter retention time than that of modiﬁed siRNA were notice-
able. (Fig. 3). As we already reported,20 these broad peaks observed at
2 h, 4 h, 8 h and 24 h might correspond to the thiohemiformacetal
species resulting from the cleavage of the S-S bond. After 24 h, 94% of A
was converted into siEF-4 whereas only 42% of H was converted
(Figs. 2 and 3). Furthermore, for siRNAs F and G with modiﬁcations
positioned opposite onto the sense and the antisense strand, only 20%
and 30% were converted to unmodiﬁed siEF-4, respectively (Figs. 2 and
Table 2
Data for 2′-O-BnSSM-modiﬁed siRNAs A-Q: thermal stability and enzymatic stabilities in human serum (HS) and fetal bovine serum (FBS).
siRNA ONa Sequencesb Tmc
(°C)
ΔTm
d
(°C)
ΔTm/mode
(°C)
Half-life
HSf (min)
Half-life
FBSg (min)
siEF-4 S 5′GCAGCAGAACCCUUCUUAUGA 3′ 75.6 – – <5 137
AS 3′CCCGUCGUCUUGGGAAGAAUA 5′
A 5 5′GRCAGCRAGARACCRCUURCUURAURGA 3′ 66.9 −8.7 −1.2 174 >480
AS 3′CCCGUCGUCUUGGGAAGAAUA 5′
B 3 5′GCAGCAGAACCCUUCRUURAURGA
3′ 73.2 −2.4 −0.4 84 242
6 3′CCCRGURCGRUCUUGGGAAGAAUA
5′
C 3 5′GCAGCAGAACCCUUCRUURAURGA
3′ 69.0 −6.6 −0.7 125 216
9 3′CCCRGUCRGUCRUUGRGGARAGARAUAR
5′
D 4 5′GRCARGCRAGAACCCUUCRUURAURGA
3‘ 66.0 −9.6 −0.7 82 72
9 3′CCCRGUCRGUCRUUGRGGARAGARAUAR
5‘
E 5 5′GRCAGCRAGARACCRCUURCUURAURGA
3′ 67.3 −8.3 −0.6 316 >480
9 3′CCCRGUCRGUCRUUGRGGARAGARAUAR
5′
F 3 5′GCAGCAGAACCCUUCRUURAURGA 3′ 74.3 −1.3 −0.1 83 > 480
8 3′CCCRGURCGRUCUUGGGAAGRAARUAR 5′
G 4 5′GRCARGCRAGAACCCUUCRUURAURGA
3‘ 73.0 −2.6 −0.2 92 110
8 3′CCCRGURCGRUCUUGGGAAGRAARUAR 5′
H 5 5′GRCAGCRAGARACCRCUURCUURAURGA
3′ 66.9 −8.7 −0.7 79 > 480
8 3′CCCRGURCGRUCUUGGGAAGRAARUAR
5′
I 2 5′GRCARGCRAGRAACCCUUCUUAUGA
3
′ 67.2 −8.4 −2.1 < 5 −
AS 3′CCCGUCGUCUUGGGAAGAAUA 5′
J S 5′GCAGCAGAACCCUUCUUAUGA 3′ 70.5 −5.1 −1.3 < 5 −
7 3′CCCGUCGUCUUGGGARAGRAARUAR
K S 5′GCAGCAGAACCCUUCUUAUGA 3′ 66.0 −9.6 −1.4 < 5 −
9 3′CCCRGUCRGUCRUUGRGGARAGARAUAR
5′
L S 5′GCAGCAGAACCCUUCUUAUGA 3′ 72.1 −3.5 −1.2 12 37
6 3′CCCRGURCGRUCUUGGGAAGAAUA 5′
M 5 5′GRCAGCRAGARACCRCUURCUURAURGA
3′ 67.8 −7.8 −0.8 54 –
6 3′CCCRGURCGRUCUUGGGAAGAAUA 5′
N 2 5′GRCARGCRAGRAACCCUUCUUAUGA
3
′ 61.0 −14.6 −1.8 < 5 <5
7 3′CCCGUCGUCUUGGGARAGRAARUAR
5′
O 3 5′GCAGCAGAACCCUUCRUURAURGA
3′ 76.5 +0.9 +0.3 19 52
AS 3′CCCGUCGUCUUGGGAAGAAUA 5′
P S 5′GCAGCAGAACCCUUCUUAUGA 3′ 70.5 −5.1 −1.3 28 –
8 3′CCCRGURCGRUCUUGGGAAGRAARUAR
5′
Q 4 5′GRCARGCRAGAACCCUUCRUURAURGA3′ 70.1 −5.5 −0.9 37 –
AS 3′CCCGUCGUCUUGGGAAGAAUA 5′
a S= sense strand and AS= antisense strand.
b CR, AR, GR, UR=2′-O-BnSSM ribonucleotides; G, C, A, U=2′-OH ribonucleotides.
c Tm values (°C) obtained from UV melting curves at 260 nm with 1.5 μM strand concentration in 10mM sodium cacodylate, 100mM NaCl, pH 7.0. Data are
averages of two hybridization/melting cycles. Estimated errors in Tm= ±0.5 °C.
d ΔTm is the diﬀerence in Tm relative to the unmodiﬁed duplex siEF-4.
e ΔTm/mod is the diﬀerence in Tm relative to the unmodiﬁed duplex per modiﬁcation.
f Half-lives were determined in 10% human serum (HS).
g Half-lives were determined in 10% fetal bovine serum (FBS).
Fig. 2. IEX-HPLC purity of the resulting siEF-4 obtained after 4 h and 24 h
incubation of modiﬁed siRNAs A–H with 5.6 mM glutathione.
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S22–23). To explain this result, we could speculate on the formation of
some disulﬁde bridges between the sense and the antisense strands for
siRNAs F, G and H. Therefore, to study the course of the reduction
reaction with a simple model we submitted ON 6 modiﬁed by 3 BnSSM
groups at 3′-end to a GSH treatment. After 4 h incubation, the peak
corresponding to the initial ON 6 disappeared in the HPLC chromato-
gram and two new peaks of shorter retention time were detectable (Fig.
S27). The major one corresponds to the fully 2′-OH unmodiﬁed ON AS
(m/z 6712.3) and the minor peak of higher retention time corresponds
to an ON with 2 remaining CH2-SH (m/z 6802.1). After 24 h incubation
with GSH, the fully 2′-OH ON represents the major compound in the
reaction mixture nevertheless by MS we could identiﬁed new species
corresponding to glutathione disulﬁde adducts at m/z 7106 (one GSH
adduct and one remaining CH2SH) and at m/z 7411 (2 GSH residues
attached to ON via a disulﬁde link). The formation of some GSH dis-
ulﬁde adducts occurs to some extent over time.
However, it is noteworthy that this study was performed on a single
strand and we can hypothesize that some GSH adducts are also formed
during the conversion of BnSSM modiﬁed siRNA duplexes even though
we could not detect these GSH adducts in MS spectra (Figs. S19–S26).
These results indicate that depending on the number and the position of
the BnSSM modiﬁcations within a siRNA, the conversion of CH2SH
intermediates into 2′-OH may require time. Consequently, a side reac-
tion with glutathione generating GSH disulﬁde adducts may occur as
well as the formation of a disulﬁde bridge between both strands of
siRNAs. Nevertheless, the main species released by the GSH treatment
remains the native si-EF4.
2.6. Gene silencing activity targeting EWS-Fli1 mRNA
To evaluate the gene inhibition potencies of 2′-O-BnSSM-modiﬁed
siRNAs, we selected solely siRNAs A–H showing the best stability in
human serum with half-lives superior to 1 h (Table 2). The investiga-
tions were performed in human Ewing’s sarcoma cells (A673) estab-
lished from a patient with a bone tumor. First, we examined the in-
hibition of EWS-Fli1 expression by siRNAs in using an eﬀective
transfection reagent (Lipofectamine® 2000) to bypass inﬂuences of
cellular uptake and intracellular release. All siRNAs were transfected at
50 nM into A673 cells expressing EWS-Fli1. This EWS-Fli1 mRNA ex-
pression was measured by RT-qPCR after 24 h incubation. Relative to
the unmodiﬁed siEF-4 with 80% inhibition, all 2′-O-BnSSM siRNAs
A–H and the control N which was unstable in serum (half-life < 5min)
showed gene suppression activity in the same range from 70% (for the
least eﬃcient E) to 90% (for the most eﬃcient A) (Fig. 4). Therefore,
these results indicate that BnSSM modiﬁcations are either well-toler-
ated in both strands of siRNAs and do not hamper activity.
The capacity of BnSSM modiﬁcations to protect siRNAs against
enzymatic degradation and to facilitate cell penetration was assessed in
A673 cells grown in serum-containing medium without the use of a
transfection reagent. EWS-Fli1 expression was measured by RT-qPCR
after 24 h incubation with 500 nM of siEF-4 or 2′-O-BnSSM siRNAs A–H
and N. Except for A and H for which 50% and almost 30% inhibition
were measured respectively, at most 5% to 20% inhibition was ob-
served for all other modiﬁed siRNAs in the same range as for un-
modiﬁed siEF-4 (10% inhibition) (Fig. 5). As depicted in the experi-
ment with transfection reagent, siRNA A with 7 modiﬁcations in the
sense strand and with an unmodiﬁed AS strand was the most eﬃcient.
This data may suggest that either siRNAs B-G do not enter the cells
eﬃciently or BnSSM modiﬁcations positioned in the antisense strand of
siRNAs B-G have been detrimental to the activity of siRNAs. In contrast,
the seven BnSSM modiﬁcations in the sense strand of siRNAs A and H
have certainly improved their cellular uptake. Moreover, for A, the
unmodiﬁed AS strand was able to play its role in the inhibition of EWS-
Fli1 expression (50% inhibition) whereas in case of H, the partially
Fig. 3. Reductive conversion of siRNAs A and H upon 5.6 mM glutathione incubation at 37 °C and pH 8, monitored by IEX-HPLC over a 24 h period.
Fig. 4. Inhibition of EWS-Fli1 expression in A673 human Ewing’s sarcoma cells
by 2′-O-BnSSM-modiﬁed siRNAs A–H vectorized with lipofectamine 2000.
A673 cells were treated with 50 nM unmodiﬁed siEF-4 or 2′-O-BnSSM siRNAs
A–H and N in complex with lipofectamine for 2 h in serum-free OptiMEM fol-
lowed by 24 h incubation in DMEM containing 10% FCS. EWS-Fli1 expression
levels were measured by RT-qPCR 24 h post-transfection and normalized by
G3PDH expression. The results are expressed as the percentages of EWS-Fli1
expression measured in untreated cells (T) set at 100%. Each experiment was
performed in triplicate.
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modiﬁed AS strand (3 BnSSM groups at both extremities) was slightly
active (25–30% inhibition). As we previously showed on siRNA H
treated with glutathione (Fig. 3), we can guess that the BnSSM mod-
iﬁcations have not been completely removed under the reductive en-
vironment of A673 cells over a 24 h period of incubation. From these
results, we further investigated gene silencing experiment with siRNA A
bearing the modiﬁed sense strand 5 and the unmodiﬁed AS strand and
which exhibited the best inhibition without transfecting agent. To
evaluate the inﬂuence of the biolabile modiﬁcations on the antisense
strand, we also selected siRNA E and H bearing the same 7 BnSSM-
modiﬁed sense strand 5 and the antisense strand with 7 BnSSM spread
out along the sequence (9), or 3 BnSSM positioned rather towards each
extremity (8), respectively. This selection was justiﬁed by the same
common feature of these three siRNAs which is the highly modiﬁed
sense strand 5. This strand was expected to play a key role in the
transport of these molecules.
An additional experiment of inhibition of EWS-Fli1 expression by
siRNAs A, E and H was carried out over a 48 h period. In this assay,
after 24 h incubation 65% inhibition was observed with A whereas 20%
and 40% inhibition were obtained with E and H, respectively (Fig. 6).
This experiment conﬁrms that siRNA A is the most potent among the
tested siRNAs. It is noteworthy that after 48 h incubation, its eﬀect
decreased from 65% to 42% inhibition while siRNAs E and H produced
the nearly same eﬀect (25% and 40% inhibition, respectively) on EWS-
Fli1 expression. Probably A with unmodiﬁed AS has been partially
degraded which may explain its lower eﬃciency than at 24 h
incubation. These data strengthen that the reduction-responsive BnSSM
modiﬁcations require> 48 h to be released from the antisense strand.
In the same way, when the time course of the anti-luciferase activity of
an siRNA modiﬁed by 8 MDTM groups and transfected by the Ca2+
enrichment in culture medium (CEM) method was evaluated, the
strongest activity was obtained after 96 h incubation.19 It is noteworthy
that the same 90% inhibition of luciferase expression was obtained with
this modiﬁed siRNA and the natural siRNA. This result can be explained
by the transfection with the CEM method that might inhibit enzymatic
degradation, particularly of the natural siRNA. In our experiments, after
24 h incubation remarkable 40% and 65% inhibition were measured for
H and A, respectively in spite of no assistance for siRNA delivery.
2.7. Toxicity
In addition, toxicity of siRNAs A, E and H at 500 nM concentration
was then evaluated in A673 cells for 24 h. Compared to siEF-4 which
did not show any toxicity, some toxicity (from 5% for H to 35% for E of
cell growth reduction) was observed for the modiﬁed siRNAs (Fig. 7).
Indeed, E which is the highest modiﬁed siRNA with 14 BnSSM groups in
both strands is the more toxic whereas 25% of cell growth reduction
were observed for A which contains 7 BnSSM modiﬁcations in the sense
strand.
2.8. Cellular uptake
Next, the cellular penetration abilities of siRNAs A, E and H in A673
cells were investigated in the absence of a transfecting agent and in
comparison with the penetration of unmodiﬁed siEF-4. For this, the
sense ON Cy3-5 with a Cy-3 at 5′-end was synthesized on solid support
using the commercially available Cy-3 phosphoramidite (Table 1).
A673 cells were transfected with the Cy3-labeled siRNAs A, E and H at
500 nM concentration and were analyzed by epi-ﬂuorescence micro-
scopy after 3 h and 24 h incubation in DMEM containing 10% FCS
(Fig. 8, Fig. S28). No red ﬂuorescence was detected in the cells treated
with siEF-4; this endorses the incapacity of unmodiﬁed siRNA to pe-
netrate without any vectorization system. In contrast, after 3 h in-
cubation red ﬂuorescence was observed in the cells transfected with 2′-
O-BnSSM-modiﬁed siRNAs, indicating eﬃcient internalization which
was more pronounced for Cy3-A with numerous ﬂuorescent cells than
for Cy3-E and Cy3-H with only few ﬂuorescent cells. Naked delivery of
siRNA A was more eﬃcient than for siRNAs E and H. This result is
surprising for E and H bearing 14 and 13 BnSSM groups in total, re-
spectively since they are expected to be more lipophilic than A (7
BnSSM groups) and to enter cells more eﬃciently. Nevertheless, the
cellular internalization is consistent with the measured inhibition of
EWS-Fli1 expression.
Fig. 5. Inhibition of EWS-Fli1 expression in A673 human Ewing’s sarcoma cells
by 2′-O-BnSSM siRNAs for 24 h without the use of a transfection reagent. A673
cells were incubated for 24 h with 500 nM siEF-4 or 2′-O-BnSSM siRNAs A–H
and N in serum-containing DMEM medium. EWS-Fli1 expression levels were
measured by RT-qPCR 24 h post-transfection and normalized as the percentages
of EWS-Fli1 expression measured in untreated cells (T) set at 100%. Each ex-
periment was performed in triplicate.
Fig. 6. Inhibition of EWS-Fli1 expression in A673 human Ewing’s sarcoma cells
by 2′-O-BnSSM siRNAs A, E and H for 24 h or 48 h without the use of a trans-
fecting agent. A673 cells were incubated for 24 and 48 h with 500 nM 2′-O-
BnSSM siRNAs A, E and H in serum-containing DMEM medium. EWS-Fli1 ex-
pression levels were measured by RT-qPCR 24 h and 48 h post-transfection and
normalized as the percentages of EWS-Fli1 expression measured in untreated
cells (T) set at 100%. Each experiment was performed in triplicate.
Fig. 7. Toxicity of 500 nM 2′-O-BnSSM siRNAs A, E and H in A673 human
Ewing’s sarcoma cells for 24 h in comparison to siEF-4. A673 cells were treated
for 24 h in 96 wells plate by 500 nM siEF-4 or 2′-O-BnSSM siRNAs A, E and H in
DMEM medium containing 10% serum. Cell growth was determined by a MTT
test and expressed as a percentage of untreated cells (T). Results are the means
of 6 wells.
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After 24 h incubation, surprisingly the intensity of ﬂuorescence
decreased in the cells treated with Cy3-A which may be due to the
enzymatic degradation of the sense strand (Fig. S28). In the case of Cy3-
E and Cy3-H, the intensity of ﬂuorescence was similar to the one after
3 h incubation. This result is in agreement with the observed inhibition
of EWS-Fli1 expression (Fig. 6) by siRNA A that decreases when in-
creasing incubation time. In contrast, for siRNAs E and H the inhibition
is not time-dependent. This may be due to a slower kinetics for the
conversion of E and H into siEF-4 in comparison with A.
3. Conclusion
Eight oligoribonucleotides whose sequence corresponds to the sense
or the antisense strand of siEF-4 targeting the Ewing sarcoma EWS-Fli1
protein were synthesized with benzyldithiomethyl (BnSSM) groups at
several 2′-OH positions. These biolabile disulﬁde-containing groups
were eﬃciently introduced using a thiol-disulﬁde exchange reaction
between a thiolate resulting from the acetyl cleavage of acet-
ylthiomethyl (AcSM) precursor and the benzyldisulfanyl-pyridine de-
rivative. This reaction takes place on solid phase after RNA elongation
using both 2′-O-PivOM and 2′-O-AcSM phosphoramidites. The pure 2′-
O-BnSSM RNAs were used to design 17 diversely modiﬁed siRNAs
whose stability in serum and thermal duplex stability were evaluated.
The BnSSM modiﬁcations retard hybridization to a moderate extent and
do not hamper an A-type double helix geometry, both features of siRNA
required for silencing activities. The eight most stable siRNAs in serum
(half-life > 1 h) were selected for further investigations. In particular,
the conversion of these 2′-O-BnSSM siRNAs into the native siEF-4 was
shown upon a 5.6mM glutathione treatment mimicking the in-
tracellular reducing environment, with variable conversion rates de-
pending on the number and the position of the modiﬁcations within the
siRNA. In the course of reduction reaction on a single RNA strand, some
traces of glutathione disulﬁde adducts could be detected, they are
formed from thiohemiformacetal intermediates over time. However, in
spite of slow and variable unmasking, all the modiﬁed siRNAs assayed
using a transfecting agent induced very similar inhibition of EWS-Fli1
protein expression suggesting an eﬃcient unmasking of siRNAs in the
cells. Moreover, naked delivery of two 2′-O-BnSSM siRNAs exhibited
strong siRNA activities correlated to an eﬃcient cell internalization and
a high enzymatic stability. Apparently gene inhibition was dependent
on the position of the modiﬁcations within antisense strand, conse-
quently on its unmasking and its conversion into the native antisense.
Thus, these reduction-responsive modiﬁcations represent an interesting
approach to increase the therapeutic potential of siRNAs since both
serum stability and gymnotic delivery of these analogs are addressed.
4. Materials and methods
4.1. General
Analytical and semi-preparative high performance liquid chroma-
tography were performed on a Dionex DX 600 HPLC system equipped
with anion-exchange DNAPac PA 100 columns (4× 250mm for ana-
lysis or 9×250mm for semi-preparative purpose, Dionex), UV detec-
tion at 260 nm. The following HPLC solvent systems were used: 20%
CH3CN in 25mM Tris-HCl buﬀer, pH 8 (buﬀer A) and 20% CH3CN
containing 200mM NaClO4 in 25mM Tris-HCl buﬀer, pH 8 (buﬀer B).
Flow rates were 1.0 mL.min−1 and 4mL.min−1 for analysis and semi-
preparative purposes, respectively. MALDI-TOF mass spectra were re-
corded on a Voyager-DE spectrometer equipped with a N2 laser
(337 nm) (Perseptive Biosystems, USA) or a Axima assurance spectro-
meter equipped with a N2 laser (337 nm) (Shimadzu Biotech) using
2,4,6-trihydroxyacetophenone as a saturated solution in a mixture of
acetonitrile/0.1 M ammonium citrate solution (1:1, v/v) for the matrix.
Analytical samples were mixed with the matrix in a 1:5 (v/v) ratio,
crystallized on a stainless steel plate and analyzed. UV quantiﬁcations
of ONs were performed on a Varian Cary 300 Bio UV/Visible spectro-
meter by measuring absorbance at 260 nm.
4.2. Oligonucleotides synthesis and puriﬁcation
RNA oligonucleotides 2–9 were synthesized using an ABI model 394
DNA/RNA synthesizer on a 1 µmol scale with commercially available
2′-O-PivOM phosphoramidites (Chemgenes) or 2′-O-AcSM phosphor-
amidites 1a–d and a long chain alkylamine (LCAA) controlled-pore
glass (CPG) as solid support. Cy3-labeled ON Cy3-5 was synthesized
using Cy3-phosphoramidite (GE Healthcare). Oligonucleotides were
assembled in TWIST™ synthesis columns (Glen Research).
Phosphoramidites were vacuum dried prior to their dissolution in extra
dry acetonitrile (Biosolve) at 0.1 M concentration. Coupling for 180 s
was performed with 5-benzylmercaptotetrazole (BMT, 0.3 M) as the
activator. The oxidizing solution was 0.1 M iodine in THF/pyridine/
H2O (78:20:2; v/v/v) (Link Technologies). The capping step was per-
formed with a mixture of 5% phenoxyacetic anhydride (Pac2O) in THF
and 10% N-methylimidazole in THF (Link Technologies). Detritylation
was performed with 3% TCA in CH2Cl2. After RNA assembly comple-
tion, the column was removed from the synthesizer and dried under a
stream of argon.
After RNA elongation, the solid support was treated with 1.5 mL of a
0.3 to 0.7 M solution of benzyldisulfanyl-pyridine (100 equiv. by mod-
iﬁcation) in 2.5M butylamine (0.4 mL) and anhydrous THF (1.1mL)
using two glass syringes ﬁlled with 4 Å molecular sieves (5 beads each).
The solution was pushed back and forth through the synthesis column
for 15min. After removal of the solution, the solid support was washed
with anhydrous THF followed by a 1min ﬂush with argon. The solid
support was treated with a 30% aqueous ammonia solution for 3 h at
30 °C. The deprotection solution was evaporated in the presence of
isopropylamine (13% of total volume) under reduced pressure. The
residue was dissolved in 1.5 mL of water and transferred to a 2mL
Eppendorf-vial and lyophilized.
The crude 2′-O-BnSSM oligonucleotides were analyzed and puriﬁed
by IEX-HPLC using a speciﬁc linear gradient of buﬀer B in buﬀer A for
each ON. The fractions containing pure ON were pooled in a 100mL
round-bottomed ﬂask and were concentrated to dryness under reduced
pressure. The residue was dissolved in 100mL TEAAc buﬀer, pH 7 and
the solution was desalted using a C18 cartridge (Sep-Pak®, Waters)
equilibrated with a 100mM TEAAc buﬀer solution. The desired com-
pound was eluted with a 12.5 mM TEAAc/CH3CN (50/50) solution in a
100mL round-bottomed ﬂask and was lyophilized. The residue was
dissolved in 1.5 mL water (divided in 3 portions 0.8 mL, 0.4mL and
0.3 mL for ﬂask rinse), transferred to a 2mL Eppendorf-vial and lyo-
philized. Puriﬁed RNAs were characterized by MALDI-TOF
Fig. 8. Epi-ﬂuorescence microscopy slides of A673 Ewing sarcoma cells treated
with siEF-4 and Cy3-A, Cy3-E and Cy3-H at 500 nM concentration for 3 h at
37 °C in DMEM medium containing 10% FCS. Cell nuclei are colored blue by
DAPI; Cy3-siRNAs are in red.
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spectrometry and were quantiﬁed by UV measurement. Lyophilized
RNAs were stored at −20 °C for several months without any degrada-
tion.
4.3. Thermal denaturation studies
Tm experiments were performed using a CARY 300 UV
Spectrophotometer (Varian Inc.) equipped with a Peltier temperature
controller and thermal analysis software. The samples were prepared by
mixing ON solutions of RNA sense and antisense strands together to
give 1.5 µM ﬁnal concentration in 10mM sodium cacodylate, 100mM
NaCl, pH 7 buﬀer in a 1 cm path length quartz cell. A heating-cooling-
heating cycle in the 0–90 °C temperature range with a gradient of
0.5 °C.min−1 was applied. Tm values were determined from the maxima
of the ﬁrst derivative plots of absorbance versus temperature. The Tm
values from two independent experiments were accurate
within ± 0.5 °C. The solutions were stored in 2mL Eppendorf-vials at
−80 °C.
4.4. CD spectroscopy studies
CD spectra were recorded on a Jasco J-815 spectropolarimeter. The
solution used for Tm experiments were transferred into a 1 cm path
length quartz cell. Measurements were performed at 1 °C with the wa-
velength range set to 340–200 nm with a scanning speed of
100 nm.min−1. Raw data were acquired over 2 scans.
4.5. Serum stability
For annealing complementary RNA strands, equimolar amounts of
sense and antisense strand were incubated in H2O milliQ for 5min at
90 °C followed by slow cooling to room temperature. siRNAs
(C= 100 µM, V=4 µL) were incubated with a Phosphate Buﬀered
Saline solution (PBS) 10X (2.4 µL), H2O milliQ (15.2 µL) and a human
serum AB type solution (Sigma) or a fetal bovine serum solution (FBS)
(Sigma) (2.4 µL) at 37 °C. After 1min, 5min, 15min, 30min, 60 min,
120min, 240min and 480min, 3 µL were withdrawn and immediately
frozen and stored at −80 °C until analysis. Each sample was then
analyzed by gel electrophoresis (15% polyacrylamide) 20W, 1.5 h at
4 °C. The gels were stained with GelRed 3X (VWR) in a 0.1M NaCl
solution for 1 h and revealed with UV transilluminator. Band analysis
was performed using ImageJ Software (Broken Symmetry Software
V:1.4.3.67). Half-lives were determined by the hypothesis of a ﬁrst-
order kinetic, the calculation was performed on Microsoft Oﬃce Excel
with an exponential trend line given by y(t)=Ae−kt
(0.90≤ R2≤ 1.00).
4.6. Glutathione treatment
siRNA duplexes were annealed as previously described. 2 nmol of
duplexes (10 µL) were mixed with 40 µL of a glutathione-HEPES buﬀer
(34mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0.05mM EDTA, 7.5 mM HEPES, 10mM
glutathione, pH 8) and incubated at 37 °C. After 1min, 60 min,
120min, 240min and 480min, aliquots (10 µL) were collected and
immediately frozen and stored at −80 °C until analysis. Samples were
diluted with water and analyzed by IEX-HPLC and MALDI-TOF MS.
4.7. Inhibition of EWS-Fli1 measurement by RT-qPCR
The protocol was very similar for both experiments with and
without transfection reagent except for the incubation conditions with
siRNAs. Therefore, this step was described separately.
One day before treatment, 3× 105 human Ewing sarcoma cells
A673 were seeded in 12 wells-plate in DMEM medium (Gibco, Life
Technologies) containing 10% fetal calf serum (Gibco, Life
Technologies) and 1% Penicillin, streptomycin solution (Gibco, Life
Technologies) and then incubated at 37 °C, with 5% CO2 and 95% hy-
grometry.
For experiments with a transfection reagent, 25 pmol of siRNA (50 nM
ﬁnal concentration) in 25 µL of 100mM NaCl, 10mM Hepes buﬀer pH
7.2 were mixed to 25 µL of OptiMEM (Gibco, Life Technologies) con-
taining 3 µg of Lipofectamine® 2000 (Invitrogene). After 15min in-
cubation, 450 µL of OptiMEM were added and the mixture was dropped
to the cells for 2 h at 37 °C, 5% CO2 and 95% Hygrometry. Then, the
medium was discarded and replaced by 500 µL of DMEM, 10% fetal calf
serum and 1% Penicillin, streptomycin solution and then incubated at
37 °C, with 5% CO2 and 95% hygrometry for 22 h.
For experiments without a transfection reagent, the medium was dis-
carded and replaced by 500 µL of 500 nM siRNA in DMEM medium
containing 10% fetal calf serum and 1% penicillin, streptomycin solu-
tion for 24 h or 48 h at 37 °C, 5% CO2 and 95% hygrometry.
After the medium was discarded, cells were lysed by 400 µL of Trizol
solution (Invitrogen) and collected in Eppendorf tubes. Total RNA were
extracted by adding 60 µL of chloroform:isoamyl alcohol (49:1). After
centrifugation at 13,000 rpm for 15min at 10 °C, 150 µL of the aqueous
phase was precipitated by isopropanol (150 µL) for 15min at room
temperature followed by centrifugation for 15min at 13,000 rpm. The
pellets were washed twice with 70% ethanol solution and dried. The
pellets were solubilized with water (10 µL) containing 0.5 U/µL of
RNasin (Promega) and RNA were quantiﬁed with a nanodrop (Thermo).
The cDNA was prepared by heating 1.5 µg of RNA in 12.5 µL of water at
75 °C for 5min with 2 µL of 50 µg/mL random primer (Promega). Then
4 µL of 5×M-MLV buﬀer (Promega), 0.5 µL dNTP 20mM (Promega),
0.5 µL RNasin 40 U/µL (Promega) and 0.5 µLM-MLV RT 200 U/µL
(Promega) were added and incubation was performed for 15min at
25 °C followed by 1 h at 42 °C. qPCR was performed on 5 µL of 1/20
diluted cDNA, 0.4 µL of each one primer 10mM, 4.2 µL H2O and 10 µL
of 2X master mix Kapa syber fast (KAPABiosystems). PCR was per-
formed for 40 cycles in fast mode on Stepone plus (Applied Biosystems).
EWS-Fli1 gene was ampliﬁed with EWS-forward primer: 5′-AGC AGT
TAC TCT CAG CAG AAC ACC-3′ and Fli1 reverse: 5′-CCA GGA TCT GAT
ACG GAT CTG GCC-3′. As a control, we used GAPDH gene with forward
primer: 5′- CAA GGT CAT CCATGA CAA CTT TG-3′, and reverse primer:
5′-GTC CAC CAC CCT GTT GCT GTA G-3′. The comparative Ct method
was used to normalize the target Ct by the GAPDH control gene Ct.
4.8. Inhibition of cell growth
One day before treatment, 104 human Ewing sarcoma cells A673
were seeded in 96 wells-plate in DMEM medium (Gibco, Life
Technologies) containing 10% fetal bovine serum (Gibco, Life
Technologies) and 1% penicillin, streptomycin solution (Gibco, Life
Technologies) and then incubated at 37 °C, with 5% CO2 and 95% hy-
grometry. For treatment, the medium was removed and replaced by
100 µL of same medium containing 500 nM of siRNAs to be tested. Each
dose was repeated 6 times. The cells were incubated for 24 h before
performing a MTT test as following. 10 µL of 5mg/mL MTT (Sigma) in
PBS buﬀer were added for 1 h at 37 °C, 5% CO2 and 95% hygrometry.
The cells were lysed and formazan was solubilized by 100 µL of 10%
SDS and 10mM HCl solution overnight. Produced formazan was mea-
sured with a plate reader at 570 nm (EL 808, BioTek). Results are ex-
pressed as the percentage of untreated cells.
4.9. Epi-ﬂuorescence microscopy
For cell delivery measurement, 5× 104 A673 cells were seeded on
day before treatment in 12 wells-plate containing a glass cover slide in
DMEM medium (Gibco, Life Technologies) containing 10% fetal calf
serum (Gibco, Life Technologies) and 1% Penicillin, streptomycin so-
lution (Gibco, Life Technologies) and then incubated at 37 °C, with 5%
CO2 and 95% hygrometry. Medium was discarded and replaced by
500 µL of 500 nM Cy3-siRNA in DMEM medium containing 10% fetal
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calf serum and 1% penicillin, streptomycin solution for 3 h or 24 h at
37 °C, 5% CO2 and 95% hygrometry. The medium was discarded and
the cells were gently washed with PBS and incubated in dark at room
temperature with 4% formalin in PBS buﬀer. After three washes with
PBS, cells were mounted on slide with DAPI ﬂuoromount G
(SouthernBiotech) before being observed with an epi-ﬂuorescence mi-
croscope (Observer; Zeiss).
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A 2’,2’-disulﬁde-bridged dinucleotide
conformationally locks RNA hairpins†
Florian Gauthier, Frédéric Beltran, Annabelle Biscans, Françoise Debart,
Christelle Dupouy * and Jean-Jacques Vasseur
The synthesis and the impact of a disulﬁde bridge between 2’-O-positions of two adjacent nucleotides in
an RNA duplex and in the loop of RNA hairpins are reported. The incorporation of this 2’,2’-disulﬁde (S–S)
bridge enabled thermal and enzymatic stabilization of the hairpin depending on its position in the loop.
The inﬂuence of the disulﬁde bridge on RNA folding was studied at the HIV Dimerization Initiation Site
(DIS) as an RNA sequence model. We have shown that this S–S bridge locked the hairpin form, whereas
the extended duplex form was generated after the reduction of the disulﬁde bond in the presence of tris
(2-carboxyethyl)phosphine or glutathione. Thus, the S–S bridge can be useful for understanding RNA
folding; an RNA molecular beacon locked by an S–S bridge was also investigated as a sensor for the
detection of glutathione.
Introduction
Structured RNAs including RNA hairpins play critical roles in
biology. RNA hairpins are the most common secondary struc-
tures found in nucleic acids, and especially in transfer RNA
(tRNA). RNA hairpins participate in the recognition of mes-
senger RNA (mRNA) during translation.1,2 They are also
involved in riboswitches that control gene expression.3,4
Their remarkable structure consisting of a double-stranded
RNA (stem) and a loop with unpaired nucleotides has
attracted great interest for diverse applications. For example,
synthetic RNA hairpins that mimic small interfering RNA
(siRNA) and micro RNA (miRNA) precursor molecules can
target a gene for silencing.5 They can also be used as apta-
mers for cancer diagnosis and therapy.6 However, the low
enzymatic stability of natural RNA has limited the studies of
RNA hairpins. Therefore, several chemical modifications have
been introduced into RNA hairpins to enzymatically and ther-
mally stabilize them in order to obtain a better understand-
ing of their structure and behavior.7–9 Among these modifi-
cations, the functional thiol group plays a central role in the
cross-linking of nucleic acids via a disulfide bond and there-
fore in the study of DNA and RNA folding into secondary and
tertiary structures.10–16 For example, a disulfide bond was
used to link the 3′ and 5′ ends of the stem of a hairpin
through an aliphatic linker attached to either the nucleo-
bases17 or the phosphate groups.18 Another approach con-
sisted of replacing the phosphodiester bond by a diphosphoryl-
disulfide linkage in the stem.18,19
Several modifications have been introduced into the stem
of an RNA hairpin, while the insertion of a disulfide (S–S)
bridge into the loop part of an RNA hairpin for structural
studies has not been reported to date. In this work, we inves-
tigated the eﬀect of a disulfide bridge at diﬀerent locations
in the loop of an RNA hairpin with the aim of promoting the
hairpin structure instead of the duplex form. To introduce
the S–S bridge, we took advantage of a side reaction that we
noticed in a previous work during a thiol disulfide exchange
reaction on solid support between the 2′-positions of two
adjacent 2′-O-acetylthiomethyl (2′-O-AcSM) nucleotides.
Indeed, we developed a convenient method for the prepa-
ration of siRNAs 2′-O-modified by disulfide-containing
groups.20 The synthesis was based on a thiol disulfide
exchange reaction on solid support between a 2′-O-AcSM
containing RNA and an alkyldisulfanylpyridine derivative.
An exception was highlighted when the existence of two
adjacent 2′-O-AcSM nucleotides led to a dimethylene di-
sulfide bond between the 2′-OH positions. Interestingly,
another example of oligonucleotides with a disulfide linker
between two neighboring thymidines within the same
strand was reported to assess the eﬀect of intrastrand locks
on a hybridization probe.21 In this paper, we report on the
synthesis of oligoribonucleotides (ONs) modified with one
†Electronic supplementary information (ESI) available: Synthesis of cytidine,
adenosine and guanosine phosphoramidite 1a–c and modified sequences, NMR
spectra of intermediate and phosphoramidite 1a–c, analytical data of 2′-O-di-
sulfide-bridged RNA sequences, Tm data and CD spectra of ONs, gel electrophor-
esis with SVPDE, fluorescence emission spectra with labelled ONs. See DOI:
10.1039/c8ob00328a
IBMM, UMR 5247, Univ. Montpellier, CNRS, ENSCM, Montpellier, France.
E-mail: christelle.dupouy@umontpellier.fr
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or two 2′,2′-disulfide bridges and on their influence on the
thermal and enzymatic stabilities of several hairpins with
diverse modifications in the loop. First, as a model, we
chose two partially self-complementary RNA sequences H4
and H5 containing 4 or 5 uridines nucleotides in their loop
part, respectively (Fig. 1A). These sequences have been pre-
viously used to study the eﬀect of constrained dinucleotides
on DNA hairpin stabilities.22,23 Then, the impact of the S–S
bridge was studied on the hairpin versus RNA folding using
a 23-nucleotide fragment of the HIV-1 Dimerization
Initiation Site (DIS) as a model.24–26 The S–S bridge on the
loop was demonstrated to prevent the formation of the
extended duplex (Fig. 1B). After treatment with a reducing
reagent such as tris(2-carboxyethyl)phosphine (TCEP) and
glutathione (GSH), the DIS extended duplex was generated.
Moreover, the use of this reducing-responsive RNA hairpin
labeled at its 5′ and 3′ extremities with a dye and a fluo-
rescence quencher, respectively, was investigated as a probe
for the detection of GSH.
Results and discussion
Synthesis of oligoribonucleotides modified by a 2′,2′-S–S
bridge
The formation of the S–S bridge between two 2′-O-AcSM adja-
cent nucleotides results in an intramolecular thiol-disulfide
exchange reaction between a thiolate generated from the thio-
ester of a nucleotide upon a butylamine treatment and a pyri-
dinedithiomethyl derivative formed with 2,2′-dithiopyridine on
the adjacent nucleotide (Scheme 1). The preparation of these
2′,2′ disulfide bridges containing ONs required the use of 2′-O-
AcSM cytidine, adenosine, uridine and guanosine phosphor-
amidites 1a–d. The synthesis of uridine amidite 1d was pre-
viously described,20,27 and the same synthetic route in 4 steps
was followed in the present work to obtain other phosphor-
amidites 1a–c with 26–39% overall yield from the 2′-O-
methylthiomethyl-3′,5′-O-(tetraisopropyldisiloxane-1,3-diyl)-N-acyl
ribonucleosides (ESI, Scheme S1†). Modified ONs were syn-
thesized on a standard succinyl-linker solid support with a
DNA synthesizer using 2′-O-AcSM phosphoramidites 1a–d and
commercially available 2′-O-pivaloyloxymethyl (PivOM) ribo-
nucleoside phosphoramidites as 2′OH precursors. The ON
elongation was performed on a 1 μmol scale with a 180 s coup-
ling step according to the RNA synthesis method previously
developed by us (Scheme 1).28 Following the assembly, the
cyclization was performed with 20 equivalents of 2′,2′-dithio-
pyridine in an anhydrous butylamine/THF (5 : 95) solution for
30 min. During this reaction, cyanoethyl groups were also
removed. Then, an ammonia treatment removed the acyl pro-
tecting groups from the nucleobases, 2′-O-PivOM groups and
released ON from the solid support. Crude ONs were purified
by ion-exchange high-performance liquid chromatography
(IEX-HPLC). The low yields (range from 1.4% to 7.0%) might
be explained by the premature release of a part of the oligo-
nucleotide from solid support during the butylamine treat-
ment (Table 1). The presence of the S–S bridge was ascertained
by MALDI-TOF mass spectrometry (Table 1 and ESI, Fig. S13–
S23†). A diﬀerence of 90.5 was calculated between the m/z of
Fig. 1 (A) Hairpin models containing 4 (H4) or 5 (H5) uridines in the
loop portion. The disulﬁde bridge was introduced at four diﬀerent posi-
tions in the loop: at the 5’ end (H4-1 and H5-1), in the middle (H4-2 and
H5-2), at the 3’ end (H4-3 and H5-3) and both extremities (H5-4). (B)
Schematic drawing of the hairpin/extended duplex conversion for the
HIV-1 Dimerization Initiation Site (DIS). The disulﬁde bridge on the loop
of DIS-1 or DIS-2 promoted the structures in hairpin form.
Scheme 1 Synthesis of oligoribonucleotides modiﬁed by a 2’,2’-disulﬁde bridge.
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each modified ON and the m/z of the corresponding unmodi-
fied ON, and this was assigned to the CH2–S–S–CH2 bond.
Thermal denaturation and gel electrophoresis studies
Thermal stability of RNA/RNA and RNA/DNA duplexes con-
taining a 2′,2′-S–S-bridged dinucleotide in the RNA strand.
Using UV melting experiments at 260 nm, we evaluated the
impact of a 2′,2′-S–S bridge between two neighboring uridine
residues located in the middle of a 14-nucleotide long RNA S1
on the thermal stability of duplexes formed with its com-
plementary RNA or DNA target (Table 2, ESI Fig. S24†).22,23 For
both modified RNA-RNA (D2) and RNA-DNA (D4) duplexes, the
2′,2′-S–S bridge induced a strong destabilization (ΔTm from
−11.6 °C for D2 to −13.5 °C for D4) in comparison with the
corresponding unmodified duplexes D1 and D3, and we there-
fore decided to investigate the eﬀect of its introduction into a
non-base-pairing region of the RNA hairpins.
Thermal stability of 2′,2′-disulfide-modified H4 and H5 hair-
pins. First, we used gel electrophoresis analysis to confirm that
the unmodified ONs H4 and H5 existed exclusively in the
hairpin form (ESI, Fig. S32†).23 Thus, the unique transition
observed in the melting curves for H4 (ESI, Fig. S25†) and H5
(ESI, Fig. S26†) corresponds to the hairpin denaturation (Tm of
63.6 °C and 62.4 °C, respectively). Several modified hairpins
H4 and H5 were prepared with the S–S bridge at diﬀerent posi-
tions in the loop: at the 5′ end (H4-1 and H5-1), in the middle
(H4-2 and H5-2), at the 3′ end (H4-3 and H5-3), and at both
extremities of the loop for H5 (H5-4) (Table 1). Compared to
that of the unmodified hairpin H4, the S–S bridge caused a
destabilization when it was located at the 3′ end of the loop for
H4-3 (ΔTm = −3.9 °C). By contrast, when the modification was
located at the 5′ end of H4-1, no destabilization was observed.
Finally, the S–S bridge in the center of the loop of H4-2
induced a better stability than that of the unmodified hairpin
H4 (ΔTm = + 2.7 °C). For the hairpin H5, the S–S bridge at the
extremities of the loop strongly disordered the structure of the
hairpin. For H4-3, the S–S bridge at the 3′ end of H5-3 resulted
in a decrease in the Tm value (ΔTm = −3.9 °C) compared to
that of the unmodified hairpin H5. A melting curve with two
transitions (31.2 and 62.5 °C) was observed for H5-1 (ESI,
Fig. S26†). When two S–S bridges were introduced at both
extremities of the loop for H5-4, the shape of the curve was not
a sigmoid, indicating a lack of cooperativity. These results
showed that the S–S bridges at these positions hamper the
base-paring of the stem and, consequently, the formation of
the hairpin. Gel electrophoresis analysis confirmed these
results by indicating that diﬀerent unidentified species are in
equilibrium for H5-1 and H5-4 (ESI, Fig. S31†). Interestingly,
the melting curve of H5-2 was superimposable on that of H5,
Table 1 Sequences and thermal stability of oligoribonucleotides
ON RNA sequencesa % ONb
MALDI-TOF MSc
Isolated
materiald (nmol) Tm
e (°C) ΔTm
e (°C)Calcd. Found
S1 5′-GCCUUCUsUsAUGAUU-3′ 42 4434.8 4430.9 19 — —
H4 5′-A̲U̲C ̲C̲U̲A ̲UUUUU̲A̲G̲G̲A ̲U̲-3′ — 5004.0 5003.7 — 63.6 —
H4-1 5′-A̲U̲C ̲C̲U̲A ̲UsUsUUU̲A̲G̲G̲A ̲U̲-3′ 54 5094.2 5095.4 59.7 64.2 + 0.6
H4-2 5′-A̲U̲C ̲C̲U̲A ̲UUsUsUU ̲A̲G̲G̲A ̲U̲-3′ 54 5094.2 5095.9 36 66.3 + 2.7
H4-3 5′-A̲U̲C ̲C̲U̲A ̲UUUsUsU ̲A̲G̲G̲A ̲U̲-3′ 39 5094.2 5095.9 55.1 59.7 −3.9
H5 5′-A̲U̲CC̲̲U̲A ̲UUUUUU̲A̲G̲G ̲A̲U̲-3′ — 5310.2 5311.6 — 62.4 —
H5-1 5′-A̲U̲C ̲C̲U̲A ̲UsUsUUUU̲A̲G̲G ̲A̲U̲-3′ 41 5400.3 5402.1 30.2 31.2/62.5 —
H5-2 5′-A̲U̲C ̲C̲U̲A ̲UUUsUsUU ̲A̲G̲G ̲A̲U̲-3″ 41 5400.3 5401.7 70.4 62.4 0
H5-3 5′-A̲U̲C ̲C̲U̲A ̲UUUUsUsU̲A̲G̲G ̲A̲U̲-3′ 42 5400.3 5401.2 47.3 58.5 −3.9
H5-4 5′-A̲U̲C ̲C̲U̲A ̲UsUsUUsUsU̲A̲G ̲G̲A̲U̲-3′ 28 5490.5 5491.2 20.7 n.d. n.d.
DIS 5′-C̲U̲U̲G̲C ̲U̲G̲AGGUGCACAC ̲A̲G̲C ̲A̲A ̲G̲-3′ — 7384.5 7386.2 — 65.4 —
DIS-1 5′-C̲U̲U̲G̲C ̲U̲G̲AGGUsGsCACAC̲A̲G ̲C̲A̲A ̲G̲-3′ 28 7474.7 7476.9 14 37.7/70.4 —
DIS-2 5′-C̲U̲U̲G̲C ̲U̲G̲AGGUGCsAsCAC ̲A̲G̲C ̲A̲A ̲G̲-3′ 31 7474.7 7477.1 25.6 35.9/69.8 —
DIS-F 5′-FAM-C̲U̲U̲G̲C ̲U̲G̲AGGUGCACAC ̲A̲G̲C ̲A̲A ̲G̲-̲DABCYL-3′ — 8383.4 8383.8 — — —
DIS-2F 5′-FAM-C̲U̲U̲G̲C ̲U̲G̲AGGUGCsAsCAC̲A ̲G̲C̲A ̲A̲G ̲-̲DABCYL-3′ 55 8476.4 8476.5 21.5 — —
aG, C, A, U = 2′-OH nucleosides. Gs, Cs, As, Us = 2′,2′-S–S bridge nucleotides in bold, nucleotides forming the stem of the hairpin are shown
underlined. b Relative percentage of peak area corresponding to the 2′,2′-disulfide ONs in the crude material, as calculated by integration of the
IEX-HPLC chromatogram monitored at 260 nm. cNegative mode. d Amount of ONs after purification by IEX-HPLC, determined by UV measure-
ment at 260 nm. e Tm values obtained from UV melting curves at 260 nm with 1.5 µM strand concentration in 10 mM sodium cacodylate,
100 mM NaCl, pH 7 for H4 and H5; 20 mM sodium cacodylate, 25 mM KCl, 5 mM MgCl2, pH 7 for DIS. Data are averages of two hybridization/
melting cycles. Estimated errors in Tm = ± 0.5 °C. n.d. = not determined.
Table 2 Thermal stability of duplexes
No. Duplexa Tm
b (°C) ΔTm
b (°C)
D1 5′-GCCUUCUUAUGAUU-3′ 56.4 —
3′-CGGAAGAAUACUAA-5′
D2 5′-GCCUUCUsUsAUGAUU-3′ 44.8 −11.6
3′-CGGAAGAAUACUAA-5′
D3 5′-GCCUUCUUAUGAUU-3′ 37.2 —
3′-d(CGGAAGAATACTAA)-5′
D4 5′-GCCUUCUsUsAUGAUU-3′ 23.7 −13.5
3′-d(CGGAAGAATACTAA)-5′
aUs = 2′,2′-S–S bridge nucleotides in bold. b Tm values obtained from
UV melting curves at 260 nm with 1.5 µM strand concentration in
10 mM sodium cacodylate, 100 mM NaCl, pH 7. Data are averages of
two hybridization/melting cycles. Estimated errors in Tm = ± 0.5 °C.
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confirming that the S–S bridge is more tolerated in the center
of the loop. These results show that the S–S bridge can be
favorable when it is positioned in the middle of a non-base-
pairing region of a hairpin structure rather than in an RNA
duplex. We then further investigated the influence of the S–S
bridge on the hairpin/duplex equilibrium.
Hairpin/duplex equilibrium with HIV-DIS sequence. To
study the hairpin/duplex interconversion, we have used the
Dimerization Initiation Site (DIS) of the HIV-1 subtypes A
genomic RNA as a model.24–26 The strongly conserved stem-
loop DIS sequence is composed of nine nucleotides in the
loop part (Fig. 2). The RNA dimerization is initiated by the
association of six complementary nucleotides (GUGCAC) from
each loop via base pairing, leading to the formation of a
“kissing complex”. Then, the hairpin stem of this intermediate
is opened to form a more stable extended duplex (Fig. 2). We
designed two modified DIS sequences in which the S–S bridge
was introduced in the loop between the nucleotides involved
in the formation of the extended duplex (UG for DIS-1 and CA
for DIS-2) (Fig. 2).
We further investigated the influence of the S–S bridge on
the hairpin/duplex equilibrium with UV melting and gel elec-
trophoresis techniques using the same buﬀer conditions
(Fig. 3). The S–S bridge was expected to prevent the formation
of the extended duplex. A single transition was observed for
the melting curve of the unmodified DIS system, (65.4 °C,
Table 1) corresponding to the extended duplex transition and
confirmed by the most intense band in the gel analysis (Fig. 3,
lane 2). Otherwise, the modified DIS-1 and DIS-2 systems
showed melting profiles with two transitions for DIS-1 (37.7 °C
and 70.4 °C) and DIS-2 (35.9 °C and 69.8 °C) (Table 1 and ESI
Fig. S27†). The gel analysis showed one major band assigned
to a hairpin form indicating that for DIS-1 and DIS-2, the for-
mation of the hairpin was preferred to the formation of the
extended duplex (Fig. 3 lanes 4 and 6). These data confirm that
the S–S bridge promotes the hairpin structure over the
extended duplex. After the addition of TCEP to DIS-1 and
DIS-2, the main band corresponding to the hairpin dis-
appeared and a slower-migrating band appeared that indicates
the formation of the extended duplex resulting from the
reduction of the S–S bond (Fig. 3 lanes 5 and 7). Indeed, under
reducing conditions, the disulfide bond was cleaved leading to
an unstable thiohemiformacetal, giving rise to the native 2′OH
by the release of thioformaldehyde, thus enabling the system
to evolve toward the extended duplex. These results demon-
strate that the incorporation of an S–S bond into the loop of a
hairpin locks the system in the hairpin form that can be
unlocked in reducing conditions.
Circular dichroism (CD) spectra of all modified H4, H5 and
DIS showed the typical curve of an A-form helix geometry with
a positive band approximately 265 nm and a negative band at
210 nm (ESI Fig. S28–S30†). The CD spectra were similar to
those of unmodified ONs, indicating that the S–S bridge does
not disrupt the A-form conformation of these
oligoribonucleotides.
Nuclease resistance
The 3′ exonuclease stability of ONs H4, H5 and DIS towards
snake venom phosphodiesterase (SVPDE) was monitored by
gel electrophoresis (Fig. 4A and 4B for H4 and DIS, respect-
ively, and ESI, Fig. S34† for H5).
All modified hairpins H4-1, H4-2 and H4-3 exhibited resis-
tance to SVPDE compared to the unmodified H4, which was
completely digested after 3 h (half-life of approximately
20 min). However, H4-2 was the most resistant and remained
70% intact with a superior half-life of 24 h, while H4-3 was
rapidly and completely degraded within 6 h.
After 1 h incubation, DIS was digested (only 5% remaining),
while the 50% of modified DIS-1 and DIS-2 remained intact.
These results suggest that the 2′,2′-S–S bridge within the loop
confers high stability towards 3′ exonucleases for RNA hair-
pins. The position of the bridge appears to aﬀect the nuclease
resistance according to the diﬀerent hairpin stabilities.
Fig. 2 DIS system: hairpin secondary structure and extended duplex
formed upon DIS dimerization. Modiﬁed DIS-1 and DIS-2 sequences
with a 2’,2’ S–S bridge between the nucleotides in bold and red.
Fig. 3 Gel electrophoresis to study the hairpin-duplex transition of
HIV-1 DIS ONs in Tm buﬀer (25 mM KCl, 2 mM MgCl2, 25 mM Na-caco-
dylate pH 7). All samples were denatured by heating at 90 °C for
3–5 min followed by cooling to room temperature overnight; the
samples were then stored at 4 °C for 3 h and diluted with formamide
(20 µL). Migration in TBE buﬀer at 4 °C (lane 1 reference: 21mer RNA
duplex, lane 2: unmodiﬁed DIS, lane 3: unmodiﬁed DIS + TCEP, lane 4:
HIV-1 DIS-1, lane 5: DIS-1 + TCEP, lane 6: DIS-2, lane 7: DIS-2 + TCEP.)
ED = extended duplex, H = hairpin form.
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Application as a molecular beacon
To strengthen the data obtained by gel electrophoresis and UV
experiments, we used the molecular beacon strategy. The
stems of DIS and modified DIS-2 were covalently linked to a
fluorophore (Fluorescein (FAM)) at the 5′ end and a quencher
at the 3′ end (DABCYL) (Table 1).
When the molecular beacon is in the loop shape, the
quencher and the fluorophore are close to each other, result-
ing in the quenching of fluorescence. The labeled unmodified
DIS-F was mixed with the unlabeled DIS to spatially separate
the two dyes by forming the extended duplex and to restore
the fluorescence signal. Two other non-fluorescent extended
duplexes corresponding to either the pairing of two DIS-F or
two DIS strands could also be obtained (Scheme 2, route A).
The fluorescence was quenched for the labeled DIS-2F
because the S–S bridge prevented the formation of the
extended duplex (Scheme 2, route B). Upon use of a reducing
reagent (TCEP or GSH), the S–S bridge was cleaved, thereby
restoring the fluorescence signal (Scheme 2, route C).
Measurements were performed with various ratios of unmodi-
fied DIS (1 : 1, 2 : 1, 5 : 1 and 10 : 1). The reaction was moni-
tored by tracing the emission of the fluorescence of the result-
ing extended duplex (Fig. 5).
The fluorescence intensity of DIS-F slightly and gradually
increased with increasing amount of unlabeled DIS (Fig. 5A).
This modest increase may be explained as due to the fluo-
rescence signal not being fully restored because of the pres-
ence of other extended duplexes (Scheme 2). Only the extended
duplex consisting of DIS-F and DIS resulted in fluorescence
emission. However, no change of fluorescence was observed
for DIS-2F (Fig. 5B). In this case, the molecular beacon was
inactive, and the stem could not be opened even in the pres-
ence of excess DIS. In agreement with the gel experiment data,
the S–S bridge locked the structure into the hairpin confor-
mation. After TCEP treatment of DIS-2F, the molecular beacon
was activated, leading to an enhancement of the fluorescence
emission (Fig. 5C and D). These results confirm that the S–S
bridge strongly disrupts the hairpin/duplex equilibrium by
constraining the sequence to its hairpin form. Incorporation
of the S–S bridge in the loop of DIS allowed us not only to
study the folding of the HIV-DIS system but also to develop a
tool for the detection of GSH.
Fig. 4 Enzymatic stability of unmodiﬁed and modiﬁed H4 (A) and DIS
(B) ONs against SVPDE.
Scheme 2 Schematic drawing of the molecular beacon DIS-F and
DIS-2F with excess of unlabeled DIS. Route A: extended duplexes were
formed, and ﬂuorescence was restored. Route B: with the disulﬁde
bridge, the hairpin form was locked. Route C: by adding TCEP or GSH,
the S–S bridge was reduced, and the ﬂuorescence signal was recovered.
Fig. 5 Relative ﬂuorescence curves ((I–Io)/Io) of DIS-F (A), DIS-2F (B)
and DIS-2F in the presence of TCEP (C) with various ratio of DIS (1 : 1,
2 : 1, 5 : 1 and 10 : 1). (D) Fluorescence curves ((I–Io)/Io) of DIS-2F with
various ratios of DIS at the wavelength of maximum of ﬂuorescence
emission (λ = 515 nm).
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Detection of glutathione
GSH plays an important role as an anti-oxidant reagent under
normal physiological conditions by preventing cell damage
caused by reactive oxygen species.29 Moreover, intracellular
concentration of GSH is higher in some cancer cells than in
the corresponding normal cells.30 Detection of GSH is highly
challenging, and to our knowledge, only two examples of
FRET-based DNA molecular beacon have been reported to
date.31,32
DIS-2F was treated with several concentrations of GSH in
the range from 100 nM to 1 mM. The fluorescence intensity
gradually increased with increasing GSH concentration (ESI
Fig. S35†). As reported previously, the limit of detection (LOD)
was determined with three trials.33 The fluorescence emission
at the wavelength of maximum intensity (λ = 515 nm) was
traced as a function of the glutathione concentration (ESI
Fig. S36A†). The LOD was calculated for the response linearity
in the range from 1 to 100 μM (ESI Fig. S36B†). Experimental
data were fitted using the least-squares (LSQ) method.32 From
these data, the LOD of 20 μM was obtained based on the
equation: [LOD] = (3 × standard deviation)/slope.
Our system has less sensitivity than that of the disulfide
bound molecular beacon previously reported by Qu et al.,
which can detect GSH in the nanomolar range.31 However,
since the intracellular concentration GSH concentration is in
the millimolar range, our disulfide-locked molecular beacon
may be envisaged as a probe for the detection of GSH.
Conclusion
In conclusion, we reported an original 2′,2′-S–S bridge modifi-
cation between the 2′-O-positions of two neighboring nucleo-
tides. Its introduction into a canonical RNA duplex showed a
significant thermal destabilization. By contrast, when intro-
duced in the middle of the loop of a hairpin, the S–S bridge
increased both the thermal and enzymatic stabilities. The
study of the hairpin/duplex equilibrium of the DIS sequence
showed that the S–S bridge locked the hairpin conformation
and consequently hampered the dimerization and the for-
mation of the extended duplex. The cleavage of the S–S link
obtained by the addition of a reducing reagent led to the recov-
ery of the folding of unmodified DIS. An application as a mole-
cular beacon was demonstrated, confirming these results. This
S–S bridge between two nucleotides in a loop part of an RNA
hairpin is promising with a double advantage: it can be useful
as a tool to study the folding of an RNA hairpin involved in
diﬀerent biological processes and as a probe for GSH
detection.
Experimental section
General
Analytical and semi-preparative HPLC were performed on a
Dionex DX 600 HPLC system equipped with anion-exchange
DNAPac PA 100 columns (4 × 250 mm for analysis or 9 ×
250 mm, Dionex). The following HPLC solvent systems were
used: 5 or 20% CH3CN in 25 mM Tris-HCl buﬀer, pH 8 (buﬀer A)
and 20% CH3CN containing 200 mM NaClO4 in 25 mM
Tris-HCl buﬀer, pH 8 or 5% CH3CN containing 400 mM
NaClO4 in 25 mM Tris-HCl buﬀer, pH 8 (buﬀer B). Flow rates
were 1.0 mL min−1 and 4 mL min−1 for analysis and semi-
preparative purposes, respectively; UV detection was performed
at 260 nm. MALDI-TOF mass spectra were recorded using a
Voyager-DE spectrometer equipped with an N2 laser (337 nm)
(PerSeptive Biosystems, USA) or an Axima Assurance spectro-
meter equipped with an N2 laser (337 nm) (Shimadzu Biotech)
using 2,4,6-trihydroxyacetophenone as a saturated solution in
a mixture of acetonitrile/0.1 M ammonium citrate solution
(1 : 1, v/v) for the matrix. Analytical samples were mixed with
the matrix in the 1 : 5 (v/v) ratio, crystallized on a 100-well or
384-well stainless-steel plate and analyzed. UV quantitation of
RNAs was performed using a Varian Cary 300 Bio UV/Visible
spectrometer by measuring the absorbance at 260 nm.
Solid-phase synthesis of 2′-O-AcSM modified ONs. RNA
sequences were synthesized using an ABI model 394 DNA/RNA
synthesizer on a 1 µmol scale using commercial 2′-O-PivOM
phosphoramidites (Chemgenes) or 2′-O-AcSM phosphor-
amidites 1a–d and a long chain alkylamine (LCAA) controlled-
pore glass (CPG) as solid support though a succinyl linker.
Oligonucleotides were assembled in a TWIST™ synthesis
columns (Glen Research). Labeled DIS-F and DIS-2F ONs were
synthesized using 5′-fluorescein-CE-phosphoramidite (6-FAM)
and 3′-DABCYL CPG as solid support (Link Technologies).
Phosphoramidites were vacuum-dried prior to their dis-
solution in extra-dry acetonitrile (Biosolve) at 0.1 M concen-
tration. Coupling for 180 s was performed with 5-benzyl-
mercaptotetrazole (BMT, 0.3 M) as the activator. The oxidizing
solution was 0.1 M iodine in THF/pyridine/H2O (78 : 20 : 2; v/v/v)
(Link Technologies). The capping step was performed with a
mixture of 5% phenoxyacetic anhydride (PAc2O) in THF and
10% N-methylimidazole in THF (Link Technologies).
Detritylation was performed with 3% TCA in CH2Cl2. After
RNA assembly completion, the column was removed from the
synthesizer and dried under a stream of argon.
Synthesis of 2′,2′-disulfide-bridged oligoribonucleotides.
After ON elongation, the solid support inside the TWIST™
column was treated with 2 mL of dithiodipyridine (20 equiv.) in
anhydrous THF/BuNH2 (95 : 5 solution). The solution was
applied to the synthesis column using two glass syringes filled
with 4 Å molecular sieves (5 beads each) and was pushed back
and forth through the synthesis column for 30 min. Then, the
solution was removed, and the solid support was washed with
anhydrous THF followed by a 1 min flush with argon. Finally,
the solid support was treated with a 30% aqueous ammonia
solution for 3 h at 25 °C. The deprotection solution was evapor-
ated in the presence of isopropylamine (13% of total volume)
under reduced pressure.28 The residue was dissolved in 1.5 mL
of water, transferred to a 2 mL Eppendorf-vial and lyophilized.
Analysis, purification and desalting. The crude ONs were
analyzed by IEX-HPLC using a specific linear gradient of
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buﬀer B in buﬀer A for each ON and were then characterized
by MALDI-TOF spectrometry. The crude mixtures were purified
by semi-preparative IEX-HPLC with a specific linear gradient of
buﬀer B in buﬀer A. The pure fractions of each ON were
pooled in a 100 mL round-bottomed flask and were concen-
trated to dryness under reduced pressure. The residues were
dissolved in 100 mM TEAAc buﬀer, pH 7 (8 mL divided in
three portions for flask rinse: 5 mL, 2 mL, 1 mL) and were
loaded on a C18 cartridge (Waters, Sep-Pak®). Elution was per-
formed with 10 mL of a 100 mM TEAAc solution and then
with 10 mL of 50% CH3CN in a 12.5 mM TEAAc solution. The
second fraction containing the desired ON was collected in a
50 mL round-bottomed flask and was lyophilized. The residue
was dissolved in 1.5 mL of water (divided in 3 portions of
0.8 mL, 0.4 mL, and 0.3 mL for flask rinsing) and transferred
to a 2 mL Eppendorf-vial and lyophilized from water. Purified
ONs were analyzed by MALDI-TOF MS and were quantified by
UV measurement. Lyophilized RNAs were stored at −20 °C for
several months without any degradation.
Thermal denaturation experiments. Tm experiments were
performed using a CARY 300 UV Spectrophotometer (Varian
Inc.) equipped with a Peltier temperature controller and
thermal analysis software. The samples were prepared by
mixing ON solutions to give 1.5 µM final concentrations in
1 mL of buﬀer (10 mM Na cacodylate, 100 mM NaCl, pH 7 for
H4 and H5 hairpins, 20 mM Na cacodylate, 25 mM KCl, 5 mM
MgCl2, pH 7 for DIS) in a 1 cm path length quartz cell. A
heating–cooling–heating cycle in the 0–90 °C temperature
range with a 0.5 °C min−1 gradient was applied. Tm values
were determined from the maxima of the first derivative plots
of the absorbance versus temperature. The Tm values from two
independent experiments were accurate within ±0.5 °C. The
solutions were stored in 2 mL Eppendorf-vials at −80 °C.
Gel electrophoresis experiments. 80 µM DIS solutions were
prepared in deionized water. For each RNA, aliquots were with-
drawn, lyophilized and redissolved in 25 mM KCl, 2 mM
MgCl2, and 25 mM Na-cacodylate pH 7 (20 µL) to obtain 5 µM
solutions. All samples were denatured by heating at 90 °C for
3–5 min followed by cooling to room temperature overnight; the
samples were then kept at 4 °C for 3 h and diluted with form-
amide (20 µL). Each sample was analyzed by gel electrophoresis
(15% polyacrylamide, Tris borate MgCl2 (TBM) buﬀer 1×, 37 °C).
The gels were stained with GelRed 3× (VWR) in a 0.1 M NaCl
solution for 1 h and revealed using a UV transilluminator.
CD spectroscopy studies. CD spectra were recorded on a
Jasco J-815 spectropolarimeter. The solutions used for Tm
experiments were transferred into a 1 cm path length quartz
cell. Measurements were performed at 1 °C with the wave-
length range set to 340–200 nm and a scanning speed of
100 nm min−1. Raw data were acquired over 2 scans.
SVPDE stability assay. The stability of ONs was evaluated by
gel electrophoresis. ONs solutions (2.4 nmol, C = 77 µM, V =
31.1 µL) were diluted with an ammonium citrate solution
(450 mM, 8.9 µL) and incubated with snake venom phosphodi-
esterase (2 mU, 10 µL) at 37 °C. At diﬀerent incubation times,
aliquots (3 µL) were withdrawn, immediately frozen and stored
at −80 °C until analysis. Each sample was then analyzed by gel
electrophoresis (15% polyacrylamide, 4 °C, TBE buﬀer). The
gels were stained with GelRed 3× (VWR) in a 0.1 M NaCl solu-
tion for 1 h and revealed using a UV transilluminator. Band
analysis was performed using the ImageJ Software (Broken
Symmetry Software V:1.4.3.67). Half-lives were determined by
the hypothesis of first-order kinetics, and the calculations
were performed on Microsoft Oﬃce Excel with an exponential
trend line given by y(t ) = Ae(−kt ) (0.95 ≤ R2 ≤ 1.00).
Fluorescence measurements. Fluorescence emission spectra
were recorded using a Jasco J-815 spectropolarimeter at 25 °C
from 400 to 600 nm, with the excitation wavelength of 494 nm
in a 100 µL quartz cell with a 1 cm light path. Raw data were
acquired over 2 scans. For TCEP experiments, a 100 µM DIS-2F
solution was prepared in deionized water. A 4 µM DIS-2F solu-
tion was prepared from this DIS-2F solution (20 µL) in the
buﬀer (480 µL, 20 mM sodium cacodylate, 25 mM KCl, 5 mM
MgCl2, pH 7). This DIS-2F solution (50 µL) was mixed with DIS
solutions (50 µL) at diﬀerent concentrations in the buﬀer
(4 µM/8 µM/20 µM/40 µM) to obtain a 2 µM DIS-F solution
used for analyses. The buﬀered DIS-2F solution (50 µL) was
also mixed with the buﬀer (50 µL) to be used as a reference
(Io). These solutions were then denatured by heating at 90 °C
for 3 min followed by slow cooling to 37 °C overnight. The DIS
to DIS-2F ratios ranged from 1 to 10, corresponding to the
non-labeled RNA concentration from 2 to 20 µM in the final
solution. After analysis, 2 µL of a 50 mM TCEP solution were
added to all solutions (including Io). The solutions were left
for 2 minutes in the presence of TCEP at room temperature
before denaturation by heating at 90 °C for 3 min followed by
cooling to 37 °C for 2 h.
For glutathione experiments, 100 µM DIS-2F and 105 µM
DIS solutions were prepared in deionized water. DIS-2F solu-
tion (2 µL) was mixed with DIS solution (19 µL) and gluta-
thione-free buﬀer (79 µL, 20 mM sodium cacodylate, 25 mM
KCl, 5 mM MgCl2, pH 7) to be used as the reference. DIS-2F
solution (2 µL) was mixed with DIS solution (19 µL) and gluta-
thione buﬀer (79 µL, 20 mM sodium cacodylate, 25 mM KCl,
5 mM MgCl2, 127 nM/1.27 µM/12.7 µM/127 µM/1.27 mM gluta-
thione, pH 7) to obtain the final glutathione solutions of 100
nM/1 µM/10 µM/30 µM/60 µM/100 µM/1 mM. All solutions
were prepared in triplicate. These solutions were left for 5 min
at room temperature before heating at 90 °C for 5 min followed
by slow cooling to 25 °C overnight prior to the analysis.
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Titre : Synthèse et propriétés d’ARNs modifiés en position 2’ via des ponts disulfures 
Résumé : Les ARNs sont impliqués dans de nombreux processus biologiques et peuvent adopter des structures 
secondaires différentes. Par leurs propriétés, ils constituent des outils biologiques puissants pour des applications 
diverses, tels les ARNs interférents (siARN) qui permettent l’extinction de l’expression des gènes par exemple. 
L’introduction de modifications sur des ARNs s’est avérée essentielle pour améliorer leurs propriétés et faciliter 
l’étude de leurs rôles biologiques et leurs applications thérapeutiques.  
Ce manuscrit rapporte la synthèse et les propriétés d’ARNs modifiés en position 2’ du ribose par des groupements 
contenant des ponts disulfures, sensibles à un environnement réducteur.  
Dans la première partie, la synthèse de prodrogues de siARNs partiellement modifiés par des groupements 
benzyldithiométhyles est décrite. Leurs stabilités thermiques et enzymatiques, ainsi que leur démasquage en milieu 
réducteur, sont montrés. Les résultats prometteurs d’activité inhibitrice et de pénétration cellulaire, sur une lignée 
cellulaire du sarcome d’Ewing, permettent d'envisager une application potentielle de ces siARNs modifiés comme 
outils thérapeutiques.  
La deuxième partie décrit une approche de co-délivrance par des siARNs couplés avec une drogue anticancéreuse, 
la doxorubicine, via un lien auto-immolable contenant des ponts disulfures. Les propriétés physico-chimiques des 
conjugués sont déterminées, et la libération du siARN et de la drogue en milieu réducteur est mise en évidence. 
La troisième partie présente une autre méthode de conjugaison en solution entre la position 2’ d’un ARN et des 
petites molécules (sucres, coumarine, biotine, acide désoxycholique, glutathion) via un pont disulfure. La synthèse 
des ARNs conjugués et leur devenir en milieu réducteur sont décrits. 
Dans la dernière partie, l’impact d’un lien avec un pont disulfure intrabrin entre les positions 2’ de deux nucléotides 
adjacents est étudié dans un duplex ou la partie boucle d’hairpins. L’influence du pont disulfure sur l’équilibre des 
conformations duplex et hairpin d’un ARN d’intérêt biologique est évaluée, en absence et en présence d’agents 
réducteurs. Une application en fluorescence d’une hairpin contrainte en tant que « molecular beacon » montre des 
utilisations potentielles de ce lien dans des outils pour étudier la conformation de structures secondaires d’ARNs ou 
dans des sondes pour détecter les agents réducteurs. 
Mots clés : oligoribonucléotides, prodrogues de siARN, ponts disulfures, conjugaison, liens auto-
immolables, hairpin. 
   
Title: Synthesis and properties of 2’-O-modified RNAs bearing disulfide-containing groups 
Summary: RNAs are involved in numerous biological processes and can adopt different secondary structures. 
Thanks to their properties, they are powerful biological tools for diverse applications, such as small interfering RNA 
(siRNA) for gene silencing. Modified RNAs have proven to be essential to improve their properties, and to facilitate 
the study of their biological and therapeutic functions. 
This manuscript reports the synthesis and properties of 2’-O-modified RNAs bearing disulfide-containing groups, 
sensitive to reductive environment.  
The first part describes the synthesis of siRNAs prodrugs bearing lipophilic benzyldithiomethyl groups. The thermal 
stability, the serum stability and the response to glutathione treatment of modified siRNAs are thoroughly 
investigated. The gene silencing and the gymnotic delivery of several siRNAs are assessed, and demonstrates 
promising results on Ewing’s sarcoma cell line.  
A second part concerns the co-delivery of siRNAs and a hydrophobic anti-cancer drug (doxorubicin) using a self-
immolative spacer bearing disulfide bonds. The chemico-physical properties of these conjugates are determined and 
the recovery of native siRNA and doxorubicin in response to reductive treatment is highlighted. 
A third part presents the conjugation of RNAs to small molecules (sugars, coumarin, biotin, deoxycholic acid, 
glutathione) using disulfide linkages. The synthesis of the RNA conjugates and their release in reducing conditions 
are also demonstrated. 
The last part reports the synthesis and the impact of an intrastrand dimethylene disulfide bridge between 2’-O-
positions of two adjacent nucleotides in an RNA duplex and in the loop of RNA hairpins. Then, the influence of this 
linkage on the folding of a biologically relevant RNA structure is reported. Finally, an application of a constrained 
hairpin as a fluorescent molecular beacon highlights its potential use in tools for understanding RNA folding and in 
probes for the detection of reducing reagents.  
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